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Simbología y abreviaturas: 
 
F: valor que denota la significancia estadística 

según la prueba de Fisher. 
Lm: lumen, unidad de medida para flujo 

luminoso. 
N2: gas nitrógeno. 
NH3/ NH4

+: amonio. 
NH3: amoniaco, forma no ionizada del amonio. 
NH4

+: ion amonio. 
N-NH4

+ nitrógeno en forma amoniacal. 
N-NO2

- : nitrógeno en forma de nitrito. 
N-NO3

- : nitrógeno en forma de nitrato. 
NO2

-: nitrito. 
NO3

-: nitrato. 

P- PO4
3-: fósforo en forma de fosfato. 

P: significancia estadística, valor a partir del 
cual una variable es significativamente 
diferente o no. Probabilidad del error de 
aceptar un resultado como válido. 

PAR: siglas en ingles de radiación 
fotosintéticamente activa. 

R: coeficiente de correlación, proporción de 
relación lineal entre variables. 

td: tiempo de duplicación. 
Vc: velocidad de crecimiento. 
μmol/m2/s: micromol por metro cuadrado en 

un segundo, unidad de medición de PAR. 



Resumen 
 

Las plantas acuáticas juegan un papel importante en los cuerpos de agua lacustres y 

lénticos ya que contrarrestan muchos de los problemas que en conjunto provocan la 

eutrofización. La eficiente absorción de metales pesados y nutrientes contaminantes 

del sistema, así como la creación de condiciones favorables para la descomposición 

microbiana de materia orgánica, son algunas características que la fitorremediación 

ha aprovechado para utilizar a las plantas acuáticas como organismos remediadores. 

Una de las plantas acuáticas flotantes más utilizadas en absorción de contaminantes 

son las plantas de la familia Lemnaceae, dentro de la cual la especie Lemna gibba L. 

tienen mayor importancia. 

El objetivo del presente trabajo fue optimizar las condiciones de cultivo y uso de 

Lemna gibba para la absorción de compuestos nitrogenados y fosfatos, con el fin de 

mejorar sistemas de remoción de nutrientes en el agua. El método consistió en 

someter a la planta ante distintos medios de cultivo y diferentes condiciones 

ambientales como variación del pH, iluminación y cantidad de inóculo para 

establecer las condiciones óptimas. Asimismo se determinó la eficiencia de remoción 

de los contaminantes ante distintas proporciones de N:P para simular las 

concentraciones que se encuentran tanto en la naturaleza, como en ambientes 

eutróficos. 

El cultivo de Lemna gibba se vio favorecido ante el medio de cultivo Hoagland al 25%, 

con un pH de 4.5 a 8.5, una radiación fotosintéticamente activa de 21.55 μmol/m2/s y 

un inóculo que cubriera aproximadamente un 40% del área. El crecimiento y vigor de 

Lemna gibba, expresado como producción de biomasa, área cubierta y concentración 

de clorofila a y b, incrementó significativamente en los tratamientos que contaban 

con alta concentración de nitrógeno. Este desarrollo se mostró independiente a la 

variación de fósforo y se observó que el tiempo de retención de la planta en el agua a 

remediar, varió dependiendo el compuesto a eliminar. 

La utilización de Lemna gibba para el tratamiento de agua que contengan nitrógeno y 

fósforo en altas concentraciones, es una opción viable y eficiente para fitorremediar 

cuerpos de agua contaminados. 
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1 Introducción 

La fitorremediación es considerada una opción efectiva y de bajo costo para retirar 

contaminantes de distintas áreas (Weis y Weis, 2004), tanto terrestres como 

acuáticas (Garbisu y Alkorta, 2001). Esta tecnología emergente utiliza plantas para 

remover metales pesados y compuestos orgánicos e inorgánicos del ambiente o para 

disminuir el efecto nocivo de ciertos contaminantes, por lo que ésta surge como un 

método prometedor para remediar sistemas contaminados (Garbisu y Alkorta, 2001).  

 

En los cuerpos de agua los compuestos nutritivos son considerados contaminantes al 

encontrarse en una concentración mayor a la normal. Los nitratos y fosfatos son 

aportados por aguas residuales tanto urbanas como agrícolas, y aguas provenientes 

de plantas de tratamiento, que desembocan en sistemas lacustres (Ansari y Khan, 

2006). El aumento de la concentración de estos nutrimentos puede propiciar la 

eutrofización del sistema (Carpenter, 2005).  

 

La eutrofización se ha convertido en un problema global, el cual se intensifica a 

medida que aumenta la población humana, lo que conduce a una mayor demanda de 

alimento y como consecuencia el cambio de uso de suelo. Esto a su vez requiere un 

mayor uso de fertilizantes, los cuales incrementan la concentración de nutrientes en 

cuerpos de agua. La eutrofización es el proceso de sobre enriquecimiento de un 

cuerpo de agua en el cual se desencadena un florecimiento de algas y se favorece la 

formación de un sistema anóxico (Carpenter, 2005). 

 

En la actualidad, muchos cuerpos de agua presentan eutrofización principalmente 

por el aporte de nutrientes como el fósforo y nitrógeno, los cuales estimulan de 

crecimiento de algas y plantas acuáticas. Un medio acuático altamente enriquecido 

favorece el crecimiento acelerado de algas impidiendo el paso de la luz a estratos 

inferiores del cuerpo de agua. Por otra parte, hay un aporte acelerado de materia 

orgánica que al descomponerse, consume el oxígeno existente. Esto provoca la 

muerte de peces y otros organismos, creando un ciclo aparentemente sin salida 

(Carpenter, 2005; Khan y Ansari, 2005).  
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Las macrófitas o plantas acuáticas juegan un papel importante en los ecosistemas 

lacustres y lénticos, dado que utilizan los nutrientes del agua e incorporan el oxígeno 

y el dióxido de carbono atmosféricos (Arroyave, 2004; Gray, 2004). Los ecosistemas 

dominados por macrófitas son altamente productivos, ya que éstas poseen la 

habilidad de crear condiciones favorables para la descomposición microbiana de 

materia orgánica (Brix y Schierup, 1989). Su uso es eficiente pues cuentan con una 

tasa de crecimiento rápido (Bowers-Irons, 1992), facilitando así su cultivo y su 

consecuente utilización en humedales artificiales para el tratamiento de aguas 

residuales (Seoánez y Gutiérrez, 1999). 

 

Una de las plantas acuáticas flotantes más utilizadas en bioensayos de absorción de 

contaminantes, son las plantas de la familia Lemnaceae, dentro de las cuales el 

género Lemna L., tienen mayor importancia (Arroyave, 2004). Estas pequeñas plantas 

cuentan con la habilidad de absorber eficientemente metales pesados y nutrientes 

de cuerpos de agua contaminados. A pesar de sus ya conocidas características, se 

requiere generar más información en cuanto a los factores que afectan la absorción 

de contaminantes para mejorar el sistema de remoción en el agua (Tront y Saunders, 

2006). En el presente trabajo se estudió la eficiencia de la absorción de compuestos 

con fósforo y nitrógeno por plantas del género Lemna, con la intención de optimizar 

algunos parámetros para su utilización en sistemas de biotratamiento. 
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2 Marco Teórico 

2.1 Causas de contaminación de aguas 

La creciente urbanización, industrialización y sobrepoblación ha llevado a una grave 

degradación del ambiente. Los cuerpos de agua se han visto seriamente afectados, 

ya que se han convertido en vertederos de aguas residuales y otros desechos por 

mucho tiempo (Dhote y Dixit, 2008). La utilización del agua tanto en la agricultura 

como en la industria y su uso municipal (domicilios y comercios) es poco eficiente, se 

desperdicia en gran medida y se aporta gran cantidad de contaminantes tanto 

orgánicos como inorgánicos. Estos compuestos de agua residual llegan a los cuerpos 

acuáticos directamente o por canalización del drenaje e interfieren con el equilibrio 

del sistema. 

 

2.2 Contaminación por nutrientes 

Los nutrientes en bajas concentraciones pueden ser utilizados tanto por vegetales 

como por microorganismos, pero a medida que su concentración aumenta, los 

nutrientes se vuelven contaminantes y al cambiar las condiciones de reciclaje, es 

decir de los ciclos biogeoquímicos, se vuelven inutilizables (Carpenter, 2005). Por lo 

tanto, un lugar rico en nutrientes, se vuelve pobre en recirculamiento de minerales 

(Ran et al., 2004). El constante aporte de agua residual a cuerpos acuáticos sin previo 

tratamiento hace que se incremente la concentración de nutrientes, esto 

indudablemente desequilibrará el cuerpo de agua provocando eutrofización (Young-

Ho, 2006). Hinesly y Jones (1990), en Khan y Ansari (2005), mencionan que cuerpos 

de agua que contengan más de 0.05 mg/L de fósforo podrían presentar condiciones 

eutróficas; mientras que Al-Hamdani y Sirna (2008) indican concentraciones mayores 

a 0.1 mg/L.  

 

2.3 Plantas de tratamiento de agua 

Una planta de tratamiento de agua busca remover o estabilizar los contaminantes 

básicos presentes en aguas residuales, por medio de distintos procesos, llamados en 
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conjunto, tren de tratamiento. Las plantas de tratamiento cuentan con varios 

sistemas, que se nombran según el lugar que ocupan en el proceso: tratamiento 

primario, secundario o terciario. En el tratamiento primario, el agua se hace pasar 

por un filtro y/o un sedimentador para remover partículas grandes, es decir, se 

utilizan métodos físicos de separación de contaminantes. En el tratamiento 

secundario se utilizan métodos químicos y/o biológicos para depurar el agua; en 

especial se utiliza la degradación microbiana de materia orgánica para transformarla 

en biomasa celular (Dinges, 1978). Los métodos químicos para purificar agua suelen 

ser costosos y por lo general son contaminantes (Dhote y Dixit, 2008). Los 

tratamientos secundarios hacen que el agua pierda más del 90% de materia orgánica, 

pero dependiendo de la naturaleza del agua a tratar, el efluente puede mantener 

compuestos orgánicos recalcitrantes, compuestos tóxicos de diferente naturaleza y 

una abundante cantidad de compuestos nitrogenados y fosfatos (Dinges, 1978). El 

llamado tratamiento terciario, puede o no estar presente en las plantas de 

tratamiento. Por lo general, no cuentan con él. Este tratamiento tiene muchas 

variantes que dependen de las sustancias que se quieren remover, algunos ejemplos 

son la filtración fina por arenas o carbón activado, lagunas de oxidación y la 

utilización de plantas acuáticas para eliminar sales minerales y metales pesados del 

agua antes de que el efluente de la planta de tratamiento sea destinado a otro uso o 

vertido al alcantarillado. 

 

2.4 Normatividad para agua tratada y residual en México 

La Norma Oficial Mexicana NOM-003-SEMARNAT-1997, establece los límites 

máximos permisibles de contaminantes para las aguas residuales tratadas que se 

usen en servicios al público. En dicha norma se define que toda agua residual es 

aquella que cuenta con una composición variable, proveniente de descargas de usos 

municipales, industriales, comerciales, de servicios, agrícolas, pecuarios, domésticos, 

incluyendo fraccionamientos y en general de cualquier otro uso, así como la mezcla 

de ellas. Esta agua, junto con la pluvial, ingresa a las plantas de tratamiento (Rauch y 

Harremoes, 1996), en donde por medio de distintos procesos, físicos, químicos y/o 

biológicos, es depurada para hacerla apta para reutilizarla. En algunos casos, uno de 
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los tratamientos de agua comprende a las lagunas de oxidación o estabilización, en 

las cuales el agua es ingresada a un estanque a cielo abierto donde la microbiota 

natural (algas, bacterias y protozoarios) utiliza los compuestos, por lo que son 

eliminados del sistema (Caicedo, 2005). 

 

Por otra parte, la NOM-001-SEMARNAT-1996 indica los límites permisibles de 

nitrógeno o fósforo totales en las descargas de aguas residuales. Estos valores se 

muestran en el Cuadro 1. 

 

Cuadro 1. Límites máximos permisibles para descargas de agua residual según la NOM-001-

SEMARNAT-1996. 

 Ríos 
Embalses naturales y 

artificiales 
Suelo 

Humedales 

naturales 
 

Riego 

agrícola 

Público 

urbano 

Riego 

agrícola 

Público 

urbano 

Riego 

agrícola 

Parámetro P.M. P.D. P.M. P.D. P.M. P.D. P.M. P.D. P.M. P.D. P.M. P.D. 

Nitrógeno 

total 

(mg/L) 

40 60 40 60 40 60 15 25 NA NA NA NA 

Fósforo total 

(mg/L) 
20 30 20 30 20 30 5 10 NA NA NA NA 

P.M.: promedio mensual. 

P.D.: promedio diario. 

NA: no es aplicable. 

          

 

2.5 Biorremediación 

La biorremediación es una tecnología emergente que utiliza organismos vivos para 

absorber, degradar o transformar los contaminantes y retirarlos o atenuar su efecto 

en suelo, agua y aire. En comparación con métodos fisicoquímicos, los métodos 

biológicos suelen ser más efectivos y de menor costo, por lo que es conveniente 

utilizarlos (Young-Ho, 2006).  
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2.6 Fitorremediación 

La fitorremediación es una de las ramas dentro de la biorremediación que se enfoca 

en el uso de plantas para absorber, acumular, retirar o inactivar contaminantes. 

Existen seis divisiones de la fitorremediación: la fitoextracción, la cual retira los 

compuestos contaminantes del suelo o del aire al absorberlos; la rizofiltración, donde 

la parte de la planta que absorbe los contaminantes es la raíz en medios acuáticos; la 

fitoestimulación, que consiste en que la planta genere los exudados radiculares que 

estimulan el crecimiento de microorganismos capaces de degradar algunos 

compuestos; la fitoestabilización, la cual retiene o inactiva al contaminante para que 

no esté biodisponible para otros organismos o que sea movilizado a otro lugar; la 

fitodegradación, que transforma los contaminantes orgánicos en moléculas más 

simples; y la fitovolatilización, que se produce cuando el contaminante llega a las 

hojas y se evapotranspira (López et al., 2005; Salt et al., 1995). 

 

2.7 Características de una planta candidata para fitorremediación de un sistema 

acuático 

Los humedales son sistemas acuáticos naturales permanentes o temporales que se 

caracterizan por la presencia de plantas acuáticas. La vegetación de los humedales se 

compone por plantas acuáticas de varios tipos (Gray, 2004; Seoánez y Gutiérrez, 

1999), los cuales tienden a ser clasificados en: 

 

a) Macrófitas emergentes enraizadas al fondo como Typha latifolia L. (aneas) o 

Juncus sp. L. 

b) Macrófitas de hojas flotantes enraizadas al fondo como Nymphaea alba L. 

(nenúfares) y Nelumbo spp. Adans. (lotos). 

c) Macrófitas sumergidas enraizadas al fondo como Elodea canadensis Michx. 

d) Macrófitas sumergidas libres como Utricularia spp. L. 

e) Macrófitas libres flotantes como Eichhornia crassipes (Mart.) Solms (jacinto de 

agua) y Lemna spp. L. (chichicastle o lenteja de agua).  
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A pesar de que todas las plantas acuáticas absorben nutrientes del agua, algunas son 

más eficientes que otras. Para poder conocer si una planta es una buena candidata 

para ser utilizada en el tratamiento de aguas, existen varias características que deben 

tomarse en cuenta (Arroyave, 2004; Caicedo, 2005; Gray, 2004; Monette et al., 2006; 

Weis y Weis, 2004):  

 

a) rápida proliferación 

b) facilidad de cosecha 

c) bajo contenido de agua 

d) alto contenido de proteína 

e) bajo contenido de fibras y lignina 

f) alta capacidad de absorción de nutrientes 

g) baja susceptibilidad a muchas plagas 

h) bioacumulación de contaminantes del agua 

i) nula toxicidad para humanos y animales 

j) periodos extendidos de crecimiento y cosecha 

k) que pueda procesarse en subproductos utilizables 

 

En el caso de contaminación del agua, la fitorremediación ha sabido aprovechar, en 

cuanto a estos parámetros, las características sobresalientes de ciertos grupos 

botánicos para la remediación de cuerpos lacustres y lénticos. Un grupo de plantas 

acuáticas que cuenta con la mayoría de las características antes mencionadas, son las 

macrófitas del género Lemna (Ran et al., 2004), las cuales han sido muy utilizadas en 

investigaciones sobre absorción, tanto de metales pesados como de compuestos 

orgánicos e inorgánicos.  

 

2.8 Lemnáceas 

La familia Lemnaceae se compone de macrófitas libres flotantes, pertenecientes a las 

angiospermas (plantas con flor) monocotiledóneas. El grupo se conforma por 4 

géneros: Spirodela Schleid., Lemna L., Wolffia Horkel ex Schleid. y Wolffiella Hegelm. 
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(Cole y Voskuil, 1996) (Figura 1). En conjunto, la familia cuentan con 38 especies 

distribuidas en todo el mundo (Les et al., 2002).  

 

Las lemnáceas son plantas diminutas que cuentan con hojas, llamadas frondas, de 

color verde brillante; su cuerpo es vegetativo de forma taloide, es decir que no se 

diferencian el tallo y las hojas. La presencia de una o varias raíces, o incluso su 

ausencia, son características que separan los géneros (Figura 1). Su reproducción es 

principalmente vegetativa y su biomasa tiende a duplicarse de 1 a 5.3 días en 

condiciones óptimas. El tamaño de las lemnáceas es fácilmente influenciado por las 

condiciones del ambiente (Landolt, 1975).  

 

Según Oron (1994) la tasa de crecimiento relativo para Lemna sp. es 

comparativamente alto en relación con otras plantas acuáticas, el cual llega a ser de 

0.10 a 0.35 g/día. En aguas eutróficas este rápido crecimiento lleva a la formación de 

tapetes que cubren la superficie del cuerpo de agua, los cuales, provocan una 

disminución de la concentración del oxígeno disuelto. Así el contenido de materia 

orgánica incrementa y se genera un ambiente anaerobio (Gray, 2004), por lo que se 

sugiere cosechar parte de la cubierta periódicamente para promover su crecimiento 

continuo y no afectar el equilibrio del sistema (Bouda y Chien, 2005; Journey et al., 

1991; Oron, 1994; Ran et al., 2004). 

 

Las lemnáceas en general son plantas resistentes a plagas y enfermedades, pueden 

crecer incluso en aguas ligeramente salinas o en aguas sin tratamiento previo. Crean 

un ambiente favorable para el zooplancton como Daphnia sp. O. F. Müller (Gray, 

2004) y otros microorganismos.  
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Wolffia sp. 

(0.8 mm de largo y 0.5 mm de ancho*) 

 

Wolffiella sp. 

(7 mm de largo y 1 mm de ancho) 

 

 
Fuente: http://fleurs.cirad.fr/fleurs_d_europe/s/spirodella_polyrrhiza 

Lemna sp. 

(2 a 4 mm de largo y 2 mm de ancho*) 

Spirodela sp. 

(4.7 mm de largo y 2.6 mm de ancho**) 

 

Figura 1. Géneros que conforman la familia Lemnaceae. 

Entre paréntesis se muestra el tamaño aproximado de las frondas. 

Fuentes: *Arroyave, 2004; **Landolt y Kandeler, 1987. 

 

2.8.1 Distribución de las lemnáceas 

La familia Lemnaceae cuenta con una distribución cosmopolita (Figura 2), a 

excepción de los desiertos y regiones polares (Gray, 2004); se le encuentra 

comúnmente en charcos de agua dulce, ciénagas, lagos e incluso en ríos calmados 

(Arroyave, 2004).  
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Figura 2. Hábitat potencial de plantas de la familia Lemnanceae. La línea punteada marca los 

límites de su distribución y los puntos la procedencia de especies estudiadas por Landolt (1975). 

Fuente: Landolt, 1975. 

2.8.2 Género Lemna 

El género Lemna cuenta con 13 especies, 7 de ellas se encuentran en México 

(Landolt, 1985), a todas se les conoce comúnmente como chichicastle o lenteja de 

agua, en inglés “duckweed” (Arroyave, 2004; Landolt, 1985). Este género se 

diferencia de las demás lemnáceas por contar con una sola raíz, delgada y de color 

blanco o verduzca (Figura 3). La lenteja de agua es una planta monoica, con flores 

unisexuales. Las flores masculinas están constituidas por un solo estambre y las flores 

femeninas consisten en un pistilo formado por un solo carpelo, sin presencia de 

perianto. Las flores nacen de una hendidura ubicada en el borde basal de la fronda, 

dentro de una bráctea denominada espata, muy común en las especies del orden 

Arales. El fruto contiene de 1 a 4 semillas (Arroyave, 2004). La forma más común de 

reproducción es la asexual, por gemación (Landolt, 1985; Vermaat y Hanif, 1998). En 

la espata se desarrolla una yema pequeña que origina una fronda nueva, la cual se 

separa más tarde de la planta progenitora (Arroyave, 2004). La vida de las frondas es 

de 5 a 6 semanas (Wardlaw, 1952). Es común encontrar las plantas agregadas 
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formando grupos de 2 a 4 individuos o más, dependiendo de la especie (Arroyave, 

2004). 

 

Una de las especies más mencionadas en la literatura es Lemna minor L., sobre la 

cual se han hecho numerosos estudios de bioensayos y absorción de nutrientes 

(Arroyave, 2004); específicamente para México, se han realizado varios trabajos con 

Lemna gibba (Miranda, 1998; Miranda e Ilangovan, 1996; Miranda et al., 2000). 

 

La propagación asexual de la lenteja de agua es relativamente fácil. La planta puede 

desarrollarse en un rango amplio de temperaturas, el cual varía entre 4° y 37°C, con 

un crecimiento óptimo a los 24°C (Landolt, 1985). Las lemnáceas se adaptan bien a 

cualquier condición de iluminación y crecen rápidamente en agua rica en nutrientes, 

con altos niveles de nitrógeno y fósforo. Con frecuencia el hierro es un elemento 

limitante para su adecuado desarrollo. Pueden tolerar un amplio rango de pH 

(Arroyave, 2004). La planta no puede establecerse en aguas de rápido movimiento, 

por lo que su crecimiento se observa en aguas lénticas, con un movimiento menor a 

0.3 m/s (Leng et al., 1995). Se ha observado que Lemna spp. crece en cualquier 

cuerpo de agua dulce, independientemente de la profundidad y de su extensión, lo 

que brinda una buena disponibilidad de la planta en cualquier zona de clima 

templado (Ngo, 1987). 

 

Dados estos amplios rangos en los que Lemna sp. puede desarrollarse, su 

establecimiento se da fácilmente y su crecimiento es muy rápido. La cobertura de 

plantas flotantes como Lemna spp. reduce la probabilidad de que se presente la 

proliferación de algas y los consecuentes procesos de eutrofización en cuerpos de 

agua lénticos. Sin embargo, si se permite un crecimiento excesivo de la planta, se 

pueden generar problemas, porque se impide el intercambio gaseoso si alcanza a 

cubrir totalmente la superficie del cuerpo de agua (Arroyave, 2004); es por esto que 

se recomienda la cosecha de parte de la cubierta periódicamente (Journey et al., 

1991; Oron, 1994; Ran et al., 2004; Bouda y Chien, 2005) y dado que Lemna spp. 
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forma un tapete sobre el agua y las plantas no están sujetadas al fondo, su cosecha 

es sencilla (Oron, 1994). 

 

 

 

 

Figura 3. Morfología de Lemna gibba L. a) Estructuras de L. gibba. b) Acercamiento a estructuras 

reproductoras. 1. Fronda madre. 2. Nervadura. 3. Fronda hija. 4. Raíz. 5. Espata. 6. Estambre con 

anteras. 7. Estigma. 8. Flor. 

a 

b 
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2.9 Usos de Lemna spp. 

Si la lenteja de agua es cultivada o cosechada de aguas residuales que no contienen 

metales pesados, se puede utilizar como alimento para ganado, aves de corral y 

peces (Haustein et al., 1990; Journey, et al., 1991; Palafox et al., 2005; Ran et al., 

2004), porque tiene un valor proteico alto (Ran et al., 2004), que usualmente se 

encuentra alrededor del 30% (Oron, 1994); llega a alcanzar 41% de proteína en 

estanques de estabilización de agua (Olguín et al., 2000) e incluso 45% en canales con 

aporte de excretas de porcinos (Palafox et al., 2005). La planta tiene en sus tejidos: 

entre 92% a 97% de agua (Gray, 2004), de 2.7% a 14% en peso seco de lignina y 

celulosa, y un contenido de fibras bajo (Landolt y Kandeler, 1987; Oron, 1994) entre 

6.7 y 16.2% (Palafox et al., 2005). Esta última característica hace que sea fácilmente 

digerible. 

 

Si la zona donde prolifera la lenteja de agua contiene sustancias tóxicas o metales 

pesados, la biomasa obtenida deberá ser incinerada y tratada para recuperar 

posteriormente el metal, o bien, podría utilizarse en primera instancia para producir 

biogas (metano) por medio de digestión anaerobia y posteriormente recuperar el 

metal de los residuos (Arroyave, 2004; Jain et al., 1992). Jain y colaboradores (1992) 

mencionan que a bajas concentraciones de cadmio y níquel, Lemna sp. mostró una 

mayor producción de biogas, en comparación con el producido por plantas no 

expuestas a metales pesados.  

 

2.10 Cultivos de Lemna spp. 

Como ya se ha mencionado, Lemna spp ha sido utilizada en numerosos estudios, en 

los cuales difieren tanto las condiciones de cultivo de la planta como los medios 

utilizados. Algunos de los medios de cultivo utilizados para Lemna spp. son: Hoagland 

(Hoagland y Arnon, 1950; Miranda, 1998), Steinberg (Clatworthy y Harper, 1962), 

Steinberg modificado por Altenburguer (OECD, 2006), Huttner 1/10 (Körner et al., 

2003), Jacob (Bowers-Irons, 1992), SIS (OECD, 2006) y 20X AAP (OECD, 2006). En el 

Cuadro 2 se recopilan los distintos factores utilizados. 
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Cuando el cultivo de Lemna sp. se prolonga, el aspecto de la planta cambia, se torna 

de un color verde pálido, las raíces se alargan y el contenido de proteínas decrece, 

esto indica que los nutrientes se están agotando (Oron, 1994). Lemna sp. cuenta con 

una estrecha asociación con microalgas; aún en condiciones de laboratorio y con 

agua estéril se origina la presencia de éstas. Las microalgas logran alcalinizar y 

remover a una mayor velocidad el hierro, fósforo y nitrógeno del medio, por lo que 

disminuyen los nutrientes para el crecimiento de Lemna gibba (Morales et al., 2006). 

 

Cuadro 2. Condiciones de cultivo de Lemna spp. reportadas en la literatura. 

Área de 

cultivo 
Profundidad 

Temperatura 

óptima 

Fotoperiodo y 

radiación 

fotosintéticamente 

activa 

Características del medio 

de cultivo 
Referencia 

500 m2 45 cm 24 °C 12 horas - 
Harvery y Fox 

(1973) 

- - 22.5 ± 1.5 °C 210 μmol/m2/s 
Hoagland 1:40 

pH 6.7 

Miranda e 

Ilangovan (1996) 

0.09 m2 14 cm 20 ±1 °C 
12.5 horas luz 

342 mol/m2/s 

Hoagland y agua destilada 

compensado evaporación 

Monette et al. 

(2006) 

0.01 m2 3.2 cm 30 ±2 °C 
12 horas 

86 μmol/m2/s 
pH 3.5 - 9 

Morales et al. 

(2006) 

0.005 m2 > 2 cm 24± 2 °C 85-135 μmol/m2/s pH 5.5 - 7.5 OECD (2006) 

0.2 m2 20-30 cm 22.9 °C - Agua residual doméstica Oron (1994) 

2 - 4 m de 

largo 
30-40 cm 27 °C - 

pH 6.5 - 7.5 

aporte de MO porcina 

Palafox et al. 

(2006) 

 

 

Como se puede observar en el Cuadro 2, las condiciones en las que se ha cultivado 

Lemna spp. son muy distintas; sin embargo, se ha observado que si el medio rebasa 

el pH óptimo, se induce un descenso del número de frondas hasta producir 

mortalidad en las plantas. Dependiendo de la fuente de nitrógeno del medio de 

cultivo, el pH que resulta óptimo para el crecimiento de Lemna spp. varía. Si se 

emplea urea o nitrato de amonio, el pH óptimo es de 4, si se usa nitrato de sodio, el 

pH ideal es de 6-7. Por otra parte, el cultivo de Lemna sp. a pH de 4 a 7 puede ser útil 

para controlar el crecimiento de microalgas, ya que ellas requieren de un pH más 

alto, alrededor de 9 (Morales et al., 2006). El crecimiento de algas en un cuerpo de 
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agua puede variar significativamente el pH. Cuando las algas consumen el CO2 

durante el día, el valor de pH se incrementa, lo inverso sucede cuando las algas 

liberan CO2 durante la respiración realizada por la noche (Zhen-Gang, 2008). 

 

2.11.- Remoción de metales pesados por Lemna spp. 

Existen muchos estudios sobre la absorción y los efectos de los metales pesados 

sobre Lemna spp. (Bowers-Irons, 1992; Garbisu y Alkorta, 2001; Jain et al., 1992; 

Miranda et al., 2000; Weis y Weis, 2004). La mayoría realizados con plomo y cromo 

(Chandra y Kulshreshtha, 2004; Miranda, 1998; Miranda et al., 2000). Lemna sp. tiene 

una gran capacidad de acumulación de estos contaminantes, pero cuando se rebasan 

sus niveles de tolerancia, se presentan daños. Por ejemplo, en altas concentraciones 

de cromo se observa desorganización de tilacoides, con pérdida de granas y 

formación de varias vesículas en los cloroplastos (Chandra y Kulshreshtha, 2004). 

 

2.12.- Remoción de nitrógeno y fósforo por Lemna spp. 

Se han realizado numerosos estudios para analizar el efecto de Lemna spp. en la 

absorción tanto de compuestos nitrogenados como fosfatados (Harvery y Fox, 1973; 

Körner y Vermaat, 1998; Porath y Pollock, 1982; Zimmo, 2003) y se ha observado que 

su absorción está ligada al crecimiento de la planta (Al-Nozaily et al., 2000). Caicedo 

(2005) realizó una recopilación de información sobre la remoción de nitrógeno y 

fósforo por lemnáceas, en la cual menciona rangos de 0.05 a 1.67 g/m2/d de 

nitrógeno y de 0.01 a 0.30 g/m2/d de fósforo removidos.  

 

2.12.1.- Nitrógeno 

El nitrógeno es uno de los elementos más abundantes del planeta, representa 

aproximadamente el 78% de la atmósfera y es utilizado biológicamente para la 

síntesis de proteínas. El nitrógeno se encuentra en varias formas como por ejemplo 

gas (N2), nitrato (NO3
-), nitrito (NO2

-) o amonio (NH3/ NH4
+), por lo que hace complejo 

su ciclo al ser extremadamente reactivas. Referente a lo anterior, los compuestos 

nitrogenados tienen una gran habilidad para ganar o perder electrones (oxidarse o 

reducirse respectivamente) y propician el cambio entre las formas nitrogenadas 

(Zhen-Gang, 2008). La conversión de compuestos oxidados o reducidos se compone 
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de dos grandes procesos en un cuerpo de agua. La nitrificación es el proceso de 

oxidación bacteriana de amonio a nitrito y consecuentemente a nitrato; 

inversamente en condiciones anóxicas, la reducción bacteriana de nitrato a gas 

nitrógeno se llama desnitrificación (Figura 4).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Conversión de compuestos nitrogenados durante la nitrificación y desnitrificación. 

 

El primer paso en el ciclo del nitrógeno es la fijación, este proceso lo realizan 

bacterias de vida libre y simbióticas, las cuales toman el nitrógeno (N2) desde la 

atmósfera; el segundo paso es la amonificación en donde el N2 fijado es transforma a 

NH4
+; posteriormente viene la nitrificación en donde el NH4

+ se transforma a NO3
-, 

teniendo como intermediario al NO2
-. Este último producto generalmente se 

presenta en concentraciones pequeñas, por lo que en ocasiones no es detectado, ya 

que su transformación a NO3
- es muy rápida (Viessman y Hammer, 2005). 

Finalmente, las plantas asimilan el nitrógeno durante el proceso de asimilación o 

absorción (Anger et al., 2002). 

 

El amonio total en un cuerpo de agua se compone por iones amonio (NH4
+) y su 

forma no ionizada (NH3). Si en un cuerpo de agua el pH se acerca a la neutralidad, se 

encontrará que el 99.7% del nitrógeno amoniacal está en forma ionizada (NH4
+), 

mientras que ante pH de 12, el porcentaje se invierte (Lawson, 2002). Es por esto que 

la concentración de NH4
+ en un cuerpo de agua normalmente es mucho más alta que 

la de NH3 y en general se reporta como nitrógeno amoniacal total. A pesar de que las 

plantas acuáticas absorben NH4
+ preferentemente, cuando disminuye su 

concentración también utilizan NO3
- y NO2

- (Zhen-Gang, 2008). Aunado a lo anterior, 
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el pH influencia la conversión de otros compuestos nitrogenados como es el caso del 

nitrógeno gaseoso, el cual ante pH menor de 5 es convertido por reacciones químicas 

más que biológicas a amonio (NH4
+) asimilable por las plantas (Gray, 2004). 

 

La concentración de nitrógeno en un sistema puede ser variable, ya que hay muchos 

factores que influyen en la pérdida de nitrógeno en el medio como: la absorción por 

la planta, volatilización del amonio, asimilación del amonio por la biomasa de algas, 

nitrificación - desnitrificación biológica y cambios de temperaturas que aceleran el 

proceso de oxido-reducción de nitrógeno (Zimmo, 2003; Zimmo et al., 2004). Las 

plantas acuáticas no pueden aprovechar directamente el nitrógeno orgánico por lo 

que se requiere que las bacterias lo descompongan en amonio (Al-Nozaily et al., 

2000). Sin embargo, Vermaat y Hanif (1998) mencionan que la desnitrificación es la 

ruta de mayor pérdida de nitrógeno por volatilizarse como N2 (Figura 5). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Interacción entre compuestos nitrogenados en un cuerpo de agua. 

Fuente: Zimmo, 2003. 

 

Existen otros factores que provocan la conversión de una forma de nitrógeno en otra, 

haciendo la cuantificación de cada compuesto una medición puntual. Por ejemplo, 

las bacterias de un humedal, fijan el nitrógeno atmosférico y lo modifican liberando 

nitrógeno aprovechable al medio, lo que puede cubrir la medición de la eficiencia de 

remoción de nitrógeno; asimismo, la incorporación de detritos al sustrato funciona 
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como una red de transferencia de nutrientes del agua al suelo (Gray, 2004). Los 

nitratos tienen un alto grado de movilidad en agua, se desplazan fácilmente en 

corrientes superficiales. El aprovechamiento del nitrógeno en forma de nitratos está 

en función del grado de nitrificación que sufra (Seoánez y Gutiérrez, 1999).  

 

Las lemnáceas pueden absorber el nitrógeno del agua en forma de amonio (NH4
+) 

preferentemente y en segundo lugar en forma de nitrato (NO3
-) (Leng et al., 1995; 

Oron, 1994; Porath y Pollock, 1982); sin embargo, Morales et al. (2006) menciona 

que Lemna sp. utiliza más eficientemente las fuentes nitrogenadas en el siguiente 

orden: urea> nitrato de amonio> amonio> nitrato. Es interesante notar que Lemna 

sp. realiza la conversión directa de amonio para la síntesis de aminoácidos, la cual es 

de alta eficiencia (Oron, 1994). 

 

En general se puede decir que la remoción de nutrientes por parte de las plantas es 

un factor importante en los sistemas acuáticos. Körner y Vermaat (1998) observaron 

que el 75% de la pérdida total de nitrógeno en un sistema de cultivo, se debió directa 

o indirectamente a Lemna sp.  

 

Según Porath y Pollock (1982), Lemna gibba actúa como un removedor biológico muy 

eficiente de amonio. Absorbe el 80% de su contenido en el medio en 48 horas. Según 

los experimentos de Oron (1994), la remoción de amonio aumenta ante un mayor 

tiempo de retención de la planta, siendo de 40% a los 3 días, a 90% si el tiempo de 

retención es de 10 días. Asimismo menciona que la absorción de amonio en 

humedales poco profundos (20 cm) es mayor que en los profundos (30 cm) (Oron, 

1994).  

 

 

2.12.2.- Fósforo 

A diferencia del nitrógeno, el fósforo no cuenta con compuestos volátiles. Las formas 

comunes del fósforo son las orgánicas, los ortofosfatos (H2PO4
-, HPO4

2-, PO4
3-) y los 

polifosfatos. El fósforo es un nutriente vital para el crecimiento de autótrofos 

acuáticos y es un componente clave para convertir la luz en energía; este elemento 
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causa eutrofización cuando se encuentra en altas concentraciones, por lo que se 

considera determinante en el crecimiento (Zhen-Gang, 2008).  

 

En los cuerpos de agua, los polifosfatos gradualmente son hidrolizados en soluciones 

acuosas y pasan a la forma de ortofosfatos (Viessman y Hammer, 2005), los cuales 

son asimilables por las plantas (Zhen-Gang, 2008). Los compuestos fosfatados 

pueden precipitar y ser adsorbidos por el sedimento en presencia de diferentes iones 

metálicos. Esto ocurre principalmente en medios que se encuentran estáticos, como 

lagunas o estanques (Viessman y Hammer, 2005; Zhen-Gang, 2008). En estos casos, 

el fósforo contenido en el agua no desciende a capas inferiores del suelo, por lo que 

se retiene en su superficie. Los iones de fosfato son rápidamente adsorbidos por 

hidróxidos de hierro y aluminio, es decir que son retenidos por las arcillas (Gray, 

2004). Al aumentar la cantidad de fosfatos se incrementa su solubilidad, haciéndolo 

accesible para la vegetación (Seoánez y Gutiérrez, 1999). 

 

Varios autores mencionan que las lemnáceas son más efectivas para remover los 

nutrientes de aguas tratadas que otras plantas acuáticas como Eicchornia crassipes 

(Mart.) Solms (jacinto de agua), Pistia stratiotes L. (lechuga de agua), Hydrocotyle 

umbellata L. (hoja de agua, sombrerito de agua), Spirodela polyrhiza (L.) Schleid. 

(lenteja de agua), Azolla caroliniana Willd. (helecho de agua), Salvinia auriculata 

Aubl. (oreja de agua) y Egeria densa (Planch.) Casp. (elodea). En particular, Lemna 

spp. suele tener una tasa mayor de remoción de fósforo (Gray, 2004; Reddy y Busck, 

1985; Wang, 1990). Gray (2004) recomienda que para mantener la remoción de 

fósforo en cuerpos de agua con lemnáceas entre 90 y 95%, es importante mantener 

un alto contenido de nutrientes para conservar el incremento de biomasa. 

 

2.13.- Relación entre pigmentos y nutrientes 

Las clorofilas son un grupo de siete pigmentos que están presentes en plantas y 

algunas bacterias de color verde. Los pigmentos reflejan longitudes de onda 

específicas dentro del espectro visible, lo que hace que tengan algún color. Las 

clorofilas transforman la energía radiante en energía química durante la fotosíntesis. 

La clorofila a, debido a su función principal durante la fotosíntesis, es usada 
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frecuentemente como una medida indirecta de producción de biomasa fotosintética 

y por lo tanto puede dar indicios de un cuerpo de agua eutrófico (Zhen-Gang, 2008).  

 

La concentración de clorofila de las plantas depende de la disponibilidad de 

nitrógeno; la concentración de clorofila de las hojas de frijoles comunes (Phaseolus 

vulgaris L.), disminuyó significativamente al verse reducida la concentración de 

nitrógeno (Lema et al., 2000 en Al-Hamdani y Sirna, 2008). Se ha reportado que el 

incremento de clorofilas y carotenoides corresponde con un aumento en la tasa 

fotosintética en plantas acuáticas flotantes del género Salivinia (Nichols et al., 2000 

en Al-Hamdani y Sirna, 2008). Un aumento en la tasa fotosintética y un acelerado 

crecimiento, incrementados por la concentración de nitrógeno, se ha reportado en 

otras plantas como girasol (Helianthus debilis Nutt.) y trigo (Triticum aestivum L.) (Al-

Hamdani y Sirna, 2008).  

 

2.14.- Utilización de Lemna spp. en humedales artificiales 

Muchas plantas acuáticas han sido utilizadas en sistemas de tratamiento de agua 

residual, en particular en los humedales artificiales o “wetlands”. Éstos son sistemas 

acuáticos en condiciones lénticas que, al integrar la acción de las bacterias, algas, 

macrófitas y el suelo, consiguen depurar varios tipos de agua (Gray, 2004). Desde la 

década de 1970, los humedales artificiales se han utilizado para tratamiento 

secundario o terciario de aguas residuales urbanas (Gray, 2004). Los humedales 

artificiales también se han utilizado para tratar aguas residuales de minas y aguas 

provenientes de la agricultura y la actividad industrial (Hammer, 1989; Kadlec et al., 

2000). 

 

Existen varios tipos de humedales artificiales (Seoánez y Gutiérrez, 1999; Gray, 2004): 

• Humedales subsuperficiales o SSF (Subsurface Flow). En estos humedales el 

flujo del agua se da por debajo del sustrato, el cual por lo general es grava y/o 

arenas con profundidades de 0.6 a 1 m. En el sustrato no solo enraízan las 

plantas, sino que también funciona como filtro y sustrato para bacterias que 

participan asimismo en la depuración del agua. 
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• Humedales de superficie libre de agua o FWS (Free Water Surface). Son los 

humedales en los que el flujo del agua es libre sobre el sustrato. Las 

profundidades recomendadas van desde 5 hasta 45 cm; se obtienen buenos 

resultados a los 20 cm. En este tipo de humedal se desarrolla gran cantidad de 

vegetación acuática y con frecuencia plantas del género Lemna (Gray, 2004; 

Ran et al., 2004). 

 

Si en un sistema de tratamiento se combinan ambos tipos de humedales, el efluente 

de agua tratada será de mejor calidad (Ran et al., 2004). Los principales factores 

condicionantes en un humedal artificial son: profundidad, luz, tipo de sedimento 

(grava, arena, limos y/o arcillas), especies de macrófitas y microorganismos; también 

aparecen otros grupos como moluscos, insectos y crustáceos. La función de las 

bacterias en un humedal para tratamiento de aguas radica en consumir la materia 

orgánica y transformar compuestos como nitritos, amoniaco, compuestos de azufre, 

entre otros (Gray, 2004). Las plantas acuáticas utilizan los compuestos inorgánicos 

desechados por las bacterias aerobias y facultativas, y aportan oxígeno al cuerpo de 

agua, el cual regresa a ser utilizado por las bacterias (Gray, 2004). Gray (2004) 

recomienda que los humedales artificiales para tratamiento de aguas tengan una 

profundidad menor a los 30 cm para que el agua influente haga contacto con el suelo 

y con la vegetación. 

 

Entre más completo sea el sistema en cuanto a diversidad biológica, mejor será la 

depuración del agua (Seoánez y Gutiérrez, 1999). La utilización de humedales 

artificiales, si se realiza adecuadamente, es una buena opción, ya que el costo de 

construcción y mantenimiento es muy bajo (Ran et al., 2004). En algunos casos, el 

mantenimiento del humedal artificial solo consiste en realizar cosechas periódicas de 

las plantas (Bouda y Chien, 2005; Journey et al., 1991; Oron, 1994; Ran et al., 2004). 

 

La implementación de humedales artificiales, es una práctica empírica y parece ser 

que el diseño no es crítico, siempre y cuando la superficie esté parcialmente 

sombreada y no haya gran movimiento del agua (Al-Nozaily et al., 2000). Según 

Seoánez y Gutiérrez (1999), la eficiencia de los humedales está entre 50 y 95% para 
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DBO (demanda biológica de oxígeno), entre 50 y 95% para sólidos en suspensión, 

entre 30 y 98% para nitrógeno y entre 20 y 90% para fósforo.  

 

2.15.- Uso de Lemna spp. en biorreactores (lagunas de lemnáceas) 

Una laguna de lemnáceas es un biorreactor de gran extensión donde se exponen 

plantas acuáticas de la familia Lemnaceae a los contaminantes del agua residual o 

tratada. El organismo expuesto tiene la función de depurar el agua al pasar a lo largo 

del biorreactor, lo que ocasiona que la calidad del agua mejore considerablemente y 

que posteriormente el efluente pueda ser reutilizado. Como ya se ha mencionado, las 

plantas lemnáceas poseen características asombrosas, por lo que la lentejilla de agua 

es una buena opción para utilizarla en biorreactores o humedales artificiales 

canalizados al tratamiento de aguas residuales. Olguín et al. (2000) y Ran et al. (2004) 

mencionan algunas ventajas de estas plantas al ser utilizadas en sistemas de 

depuración de aguas: 

1. Disminuyen la evaporación si hay una cubierta total del agua por las plantas. 

2. Reducen la cantidad de coliformes fecales. 

3. Se alcanza la calidad adecuada del agua para riego en agricultura y suministro a 

ríos, especialmente por la remoción de materia orgánica y sólidos suspendidos. 

4. Reducen la liberación de gases olorosos. 

5. Soportan gran concentración de detergentes, los cuales poseen fosfatos entre 

otros compuestos. 

 

Martínez et al. (2006) experimentaron con biorreactores de lemnáceas (Lemna 

gibba) para tratar agua de los canales de Xochimilco. Los resultados mostraron que 

los sistemas removieron materia orgánica (DQO), nutrientes como nitrógeno (N) y 

fósforo (P) y estabilizaron el pH. Por otra parte, Espinoza et al. (2002) analizaron 

lagunas de lemnáceas con y sin tratamiento anaerobio; encontraron que los dos 

sistemas fueron altamente eficientes y no mostraron diferencias significativas; sin 

embargo, la producción de biomasa vegetal fue mayor en la línea sin pretratamiento. 
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La intención de cualquier sistema de tratamiento de aguas, tanto de biorreactores 

como de humedales artificiales, es mejorar la calidad del agua para darle otro uso o 

para incorporarla a otros sistemas acuáticos sin contaminarlos (Ran et al., 2004). 

 

2.16.- Justificación 

Actualmente la fitorremediación es un área emergente, especialmente en México, 

por lo que se requiere de investigación multidisciplinaria, desde botánica hasta 

ingeniería genética (Garbisu y Alkorta, 2001). Es por esto que el presente trabajo 

pretende brindar un acercamiento a la utilización de Lemna gibba en el tratamiento 

de agua. Con esta intención se buscó analizar algunas variables para estandarizar su 

cultivo y conocer un poco más acerca de la absorción de fosfatos y compuestos 

nitrogenados. La necesidad primordial para retirar estos compuestos del agua se 

debe a que a altas concentraciones pueden causar eutrofización en cuerpos de agua 

y efectos dañinos a la salud humana y animal (Ran et al., 2004). 

 

Dado que una de las fuentes de eutrofización son las descargas de aguas tratadas 

ricas en compuestos nitrogenados y fosfatados, es necesario que las plantas de 

tratamiento cuenten con procesos secundarios o terciarios según sea el caso, para 

eliminar estos compuestos. Asimismo, la investigación se enfoca en conocer y brindar 

un acercamiento sobre las propiedades de plantas flotantes del género Lemna para 

enfatizar su posible uso para la bioabsorción de estos compuestos. 
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3.- Objetivos 

3.1.- Objetivo general 

- Optimizar el uso de plantas del género Lemna para la absorción de 

compuestos nitrogenados y fosfatos en agua. 

 

3.2.- Objetivos particulares 

• Optimizar las condiciones de cultivo de Lemna gibba. 

• Establecer el cultivo axénico de L. gibba. 

• Estandarizar el método analítico para cuantificar compuestos con nitrógeno y 

fósforo del agua.  

• Optimizar las condiciones de bioabsorción de compuestos nitrogenados y 

fosfatos por    L. gibba en el agua. 

• Determinar la eficiencia de remoción de cada compuesto ante diferentes 

relaciones y concentraciones de nitrógeno y fósforo. 
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4.- Métodos 

La estrategia metodológica que se siguió a lo largo de esta investigación se 

esquematiza en la Figura 6, la cual consistió en establecer el estado del arte para 

determinar tanto el sitio de colecta como los medios de cultivo utilizados en otros 

trabajos y los métodos analíticos a utilizar para la determinación de los compuestos 

en el agua. Para establecer las condiciones de cultivo se experimentó la variación de 

factores como pH, condiciones de iluminación y cantidad de inóculo, así como los 

medios de cultivo para mantener el material vivo. Posteriormente se realizaron los 

experimentos para determinar la bioabsorción de la planta con su respectivo análisis. 
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Figura 6. Diagrama de flujo de la estrategia metodológica. 
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4.1.- Material biológico 

Se recolectaron 100 individuos de Lemna gibba en febrero de 2008. El sitio de colecta 

fue el Jardín Botánico del Instituto de Biología en la UNAM, ubicado al sur del Distrito 

Federal, México. La identificación de la planta se realizó con la asesoría de la M. en C. 

Martha Virginia Olvera García y el M. en C. Pedro Ramírez García en el Instituto de 

Biología de la UNAM. Las plantas se mantuvieron en peceras de 30x30 cm para 

aclimatarlas. La temperatura de sitio de cultivo se mantuvo alrededor de los 25±2 °C 

en primavera y verano, y en 22±3 °C en otoño e invierno; con un fotoperiodo de 16 h 

luz y 8 h oscuridad. A lo largo de los experimentos se utilizaron focos fluorescentes 

Aquarelle TDL de 30 W marca Phillips, con un flujo luminoso de 1820 Lm. 

 

4.2.- Optimización de las condiciones de cultivo 

4.2.1.-Medios de cultivo 

Para seleccionar los medios de cultivo, se obtuvieron los medios utilizados para 

lemnáceas a partir de la literatura y se compararon en cuanto a compuestos y 

concentración. De acuerdo a lo anterior, se dividieron en dos grupos y de cada uno 

de ellos se seleccionó el más utilizado. Se seleccionaron Hoagland y Steinberg por ser 

los medios más citados y por ser altamente diferentes entre ellos. Se realizaron dos 

experimentos, inicialmente se compararon los medios entre sí para seleccionar el 

medio idóneo y en segundo lugar se experimentó para obtener la concentración 

óptima del mejor medio.  

 

4.2.1.1.- Desarrollo de Lemna gibba ante Hoagland y Steinberg 

Se efectuó la comparación de crecimiento de L. gibba ante los medios de cultivo 

Hoagland y Steinberg al 100% de concentración. Se realizaron nueve repeticiones por 

tratamiento en recipientes de plástico transparente de 250 ml en los cuales se 

vertieron 225 ml de medio. Con este volumen se obtuvo una profundidad de 6.5 cm. 

La duración del experimento fue de 11 días, se mantuvo una temperatura de 24.5±1 

°C, el pH del medio fue de 5.5±0.2. Para compensar la evaporación, la profundidad 

fue ajustada con su respectivo medio cada tercer día. Antes de cada inoculación, las 

plantas fueron colocadas en un recipiente con agua destilada para facilitar la 

selección de los individuos, los cuales fueron remojados en agua de la llave y 
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posteriormente se lavaron con agua destilada dirigida con una pizeta para colocarlas 

finalmente en el recipiente con medio de cultivo. 

 

4.2.1.2.- Desarrollo de L. gibba ante distintas concentraciones de Hoagland 

Para conocer el desarrollo de L. gibba ante distintas concentraciones del medio de 

cultivo Hoagland, se realizaron 3 tratamientos (Hoagland al 100%, al 50% y al 25%) 

con cinco repeticiones cada uno. Se utilizaron recipientes de plástico transparente de 

250 ml que contenían 225 ml de medio por tratamiento. Se mantuvo una 

profundidad de 6.5 cm. La duración del experimento fue de 18 días, se mantuvo una 

temperatura de 24.5±1 °C, el pH del medio fue de 5.5±0.2. Para compensar la 

evaporación, la profundidad fue ajustada con su respectivo medio cada tercer día. 

Antes de cada inoculación, las plantas fueron colocadas en un recipiente con agua 

destilada para facilitar la selección de los individuos, los cuales fueron remojados en 

agua de la llave y posteriormente se lavaron con agua destilada dirigida con una 

pizeta para colocarlas finalmente en el recipiente con medio de cultivo. 

 

4.2.2.- Evaluación del crecimiento 

Para conocer el crecimiento de la planta en ambos experimentos, se cuantificaron las 

siguientes variables: número de individuos, número de frondas, número de 

individuos muertos, área cubierta y peso fresco-peso seco. A partir de ellas se 

determinó tanto el método más eficiente para cuantificar el crecimiento de L. gibba, 

así como el medio de cultivo más favorable para su crecimiento.  

 

La cuantificación se realizó contando el número de individuos y frondas de acuerdo 

con Morales et al. (2006). En el conteo de frondas se consideraron solamente las 

frondas hijas que fueran perfectamente diferenciables de la fronda madre. Se 

cuantificó el número total de individuos muertos a lo largo de los experimentos. Los 

individuos muertos no fueron considerados en los conteos de individuos o frondas. El 

criterio para identificar las frondas muertas se basó en la observación de una 

coloración amarillenta, se separan de las frondas vigorosas y en la mayoría de los 

casos, pierden la raíz. El área cubierta fue determinada con ayuda de una cuadrícula 

colocada sobre el recipiente, donde cada cuadro medía 0.25 cm2 (Figura 7). El valor 
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fue relacionado con el área total del recipiente para cuantificarlo en cm2 y en 

porcentaje. El peso fresco se obtuvo de individuos sin humedad superficial (Morales 

et al., 2006). Para determinar el peso seco, los individuos fueron secados al sol hasta 

que presentaron biomasa constante (Figura 8). 

 

 
Figura 7. Método de muestro para obtener la superficie cubierta por Lemna gibba. 

 

 
Figura 8. Desecación de las plantas para obtener el peso seco. 
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4.2.2.1.- Análisis de datos 

Se determinó la velocidad de crecimiento (Vc) a partir de la fase de crecimiento 

exponencial (Ecuación 1), donde “x” representa el tiempo (días) y “y” la variable 

(número de individuos, número de frondas, etc.); los superíndices 1 y 2 representan 

tiempos distintos. 

12

12

xx
yyVc

−
−=      (ec. 1) 

 

El tiempo de duplicación (td) se obtuvo a partir de la fórmula utilizada por Moretti y 

Gigliano (1988) (Ecuación 2), donde td es igual al tiempo de duplicación, t es la 

duración del experimento, Wt es el valor final de la variable y Wo es el valor inicial de 

la misma. Los resultados fueron analizados por medio de una prueba de ANOVA y 

post-hoc de Tukey con el paquete estadístico de GraphPad Prism versión 5 para 

Windows. 
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4.2.3.- Factores ambientales 

Se realizaron tres experimentos para conocer los factores ambientales en los que el 

crecimiento de L. gibba fuera el óptimo, con tres repeticiones por tratamiento en 

cada experimento. En esta ocasión se utilizaron recipientes opacos de poliestireno 

(unicel) de 315 ml, en los cuales fue vertido un volumen de 250 ml de medio 

Hoagland al 25%. Los experimentos tuvieron una duración de 21 días, la temperatura 

a lo largo de los experimentos se mantuvo en 25±1 °C.  

 

4.2.3.1.- Cantidad de inóculo 

Para determinar la cantidad de inóculo que permitiera un mejor desarrollo de L. 

gibba se varió la cantidad de planta colocada inicialmente, la cual fue de 1 cm2 (2.4 

%) a 17.7 cm2 (42%) de cobertura. Se consideró el mismo número de individuos-

frondas de la planta para cada repetición por tratamiento. El pH inicial de 5.5±0.2. La 
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variable se midió cualitativamente dependiendo de la vigorosidad de las frondas y 

por la presencia o ausencia de algas en el medio de cultivo. 

 

4.2.3.2.- pH 

Para conocer el pH óptimo al que L. gibba puede crecer sin ser afectada por algas, se 

realizó un experimento donde se modificó el pH en intervalos de unidad, el cual fue a 

partir de 3.5 hasta 8.5. El inóculo fue de 7 individuos por réplica (1 cm2 de cobertura). 

La medición del pH se cuantificó por medio de tiras de papel indicador de pH marca 

colorpHast® cada siete días.  

 

4.2.3.3.-  Condiciones de iluminación 

La iluminación del cultivo se llevó a cabo utilizando focos fluorescentes con un flujo 

luminoso de 1820 Lm. Se experimentó con dos tratamientos tomando en cuenta 

como variable la distancia al foco, a 60 cm se obtuvo una radiación 

fotosintéticamente activa (PAR) de 21.55 μmol/m2/s y a 25 cm 34.68 μmol/m2/s; 

asimismo se consideró la capacidad de los recipientes para dejar pasar la luz 

(transparentes) o reflejarla (opacos). El pH inicial del experimento fue de 5.5±0.2 y el 

inóculo fue 7 individuos por réplica (1 cm2 de cobertura). 

 

4.3.- Bioabsorción de compuestos nitrogenados y fosfato 

Para la determinación de los compuestos nitrogenados y fosfato se utilizaron vasos 

de unicel de 250 ml que contenían 180 ml de medio Hoagland modificado al 25% y 

con la concentración correspondiente de nitratos y fosfatos por tratamiento (Cuadro 

3). El medio de cultivo Hoagland modificado contó con nitrógeno en forma de KNO3 y 

Ca(NO3)2 y con fósforo como KH2PO4 (Anexo A).  

 

Se llevaron a cabo tres réplicas por tratamiento. Como inóculo inicial se agregó una 

cobertura de área del 40% aproximadamente por réplica. La temperatura se mantuvo 

en 22°C, el experimento tuvo una duración de ocho días. La respuesta se evaluó a los 

días 1, 3, 7 y 8 por medio de la concentración total de nitratos, nitritos, nitrógeno 

amoniacal y fosfato en el medio.  
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El crecimiento de la planta fue determinado por medio del área cubierta y de la 

biomasa producida; asimismo se cuantificó la concentración de clorofila a y b para 

conocer la respuesta fotosintética. Los resultados fueron analizados por medio de 

una prueba de ANOVA y pruebas post-hoc de Tukey y Bonferroni con el paquete 

estadístico de GraphPad Prism versión 5 para Windows. 

La determinación indirecta de nitratos, nitritos y fosfato se realizó por métodos 

colorimétricos. En el caso de la determinación de nitrógeno amoniacal, se llevó a 

cabo una destilación y posterior titulación. Las determinaciones se realizaron según 

la metodología de Primo y Carrasco (1973) (Anexo B). 

 

4.3.1.- Remoción de compuestos nitrogenados y fosfato 

Para la determinación de los compuestos absorbidos se utilizaron distintas 

concentraciones y proporciones de N:P según el método utilizado por Al-Hamdani y 

Sirna (2008). Las proporciones utilizadas de N y P se muestran en el Cuadro 3.  

 

Cuadro 3. Proporción de N:P según el método de Al-Hamdani y Sirna (2008). 

Tratamiento N (mg/L) P (mg/L) N:P 

1 1.0 0.1 10:1 

2 10.0 1.0 10:1 

3 100.0 0.1 1000:1 

4 1.0 10.0 1:10 

5 100.0 10.0 10:1 

 

 

4.3.2.- Evaluación del crecimiento 

El desarrollo de L. gibba se cuantificó por medio del área cubierta y de la biomasa 

producida por medio de la determinación del peso fresco y peso seco utilizando el 

método referido con anterioridad. 

 

4.3.3.- Determinación de clorofila 

El contenido de clorofila a y b fue determinado por espectrofotometría según el 

método utilizado por Yu y Gu (2007) (Anexo C). 
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5.- Resultados y Discusión 
5.1.- Optimización de las condiciones de cultivo 

5.1.1.- Medios de cultivo 

Se encontró una gran variedad de medios nutritivos reportados en la literatura para 

el cultivo en laboratorio de lemnáceas, los cuales fueron: medio Hoagland (Hoagland 

y Arnon, 1950; Miranda, 1998), Steinberg (Clatworthy y Harper, 1962), Steinberg 

modificado por Altenburguer (OECD, 2006), Huttner 1/10 (Körner et al., 2003), Jacob 

(Bowers-Irons, 1992), SIS (OECD, 2006) y 20X AAP (OECD, 2006). Para elegir los 

medios a probar, se comparó la composición de los diferentes medios y se 

seleccionaron Steinberg modificado por Altenburguer (OECD, 2006) y Hoagland 

(Hoagland y Arnon, 1950; Miranda, 1998). Para conocer el desarrollo de la lemnácea 

en ellos se realizaron dos experimentos. En primer lugar se expuso a Lemna gibba a 

ambos medios y posteriormente fue probada en distintas concentraciones de 

Hoagland (100%, 50% y 25%), ya que el uso de diluciones de éste era reportado 

frecuentemente en la literatura. 

 

5.1.1.1.- Desarrollo de Lemna gibba ante Hoagland y Steinberg 

Las plantas de L. gibba se desarrollaron en ambos medios probados, sin embargo se 

encontraron diferencias importantes. Las plantas en el medio Hoagland presentaron 

un mejor desarrollo, las frondas mostraron mayor vigor y mejor coloración, es decir 

que presentaron un color verde brillante, mientras que las de Steinberg presentaron 

un color amarillo o verde pálido (Figura 9). 

 

El mayor número de individuos muertos totales se registró en Steinberg, los cuales 

aparecieron a partir del séptimo día, mientras que ante Hoagland a partir del 

onceavo día. Con base en lo anterior se obtuvo que en Steinberg murió en promedio 

un individuo cada día, mientras que ante el medio Hoagland uno cada 5.5 días. Uno 

de los mayores problemas que presentó el medio Steinberg fue la gran 

contaminación de algas en todas las repeticiones. 
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A)         B)  

Figura 9. Lemna gibba en distintos medios de cultivo. A) Hoagland. B) Steinberg. 

 

Con base en las características de desarrollo de la planta se determinó que Hoagland, 

aparte de contar en general con menor requerimiento en cuanto a los compuestos 

que lo componen, presentó las plantas más vigorosas, lo cual lo hace ser un medio 

más adecuado para el creamiento de L. gibba. 

 

5.1.1.2.- Desarrollo de L. gibba ante distintas concentraciones de Hoagland 

La evaluación del crecimiento de L. gibba ante el medio de cultivo Hoagland al 100%, 

50% y 25% fue determinado por medio de la cualificación de individuos, frondas, 

individuos muertos, área cubierta y la producción de biomasa por el peso fresco-peso 

seco de las plantas. 

 

5.1.2.- Evaluación del crecimiento 

5.1.2.1.- Número de individuos 

Lemna gibba se desarrolló adecuadamente ante Hoagland a 100%, 50% y 25%, en 

ninguno de los tratamientos probados se presentó etapa de decaimiento dado que 

eran sistemas alimentados constantemente con medio nutritivo para compensar la 

evaporación, por lo que no hubo estrés ante falta de nutrientes. Por otra parte, el 

crecimiento del cultivo no se vio afectado por que una vez cubierto el 100% del área 

del recipiente por la planta, los individuos podían crecer unos sobre otros. En la 

Figura 10 se puede observar que la fase exponencial estaba dando inicio en los 
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últimos días del experimento, donde se observa que el mayor número de individuos 

se encontró en Hoagland al 25%.  

 

 
Figura 10. Número de individuos por medio de cultivo. 

 

La mayor velocidad de crecimiento en cuanto a individuos por día fue obtenido 

asimismo en el medio Hoagland al 25%, seguido por el medio Hoagland al 50%. El 

medio con menor velocidad de crecimiento fue Hoagland al 100%. Este fenómeno se 

observó en la mayoría de las variables medidas. Tanto el menor tiempo de 

duplicación (3.67 individuos por día) como la mayor velocidad de crecimiento de 

Lemna gibba (42.9 días) se obtuvo en el medio Hoagland 25% (Cuadro 4). 

 

 

Cuadro 4. Velocidad de crecimiento (Vc) y tiempo de duplicación (td) para el número de 

individuos en cada medio de cultivo. 

Medio de Cultivo 
Vc 

(individuos por día) 

td 

(días) 

Hoagland 100% 19.6 4.3 

Hoagland 50% 31.3 3.8 

Hoagland 25% 42.9 3.7 

 

 



 35 

Al concluir el experimento, se calculó un análisis de varianza para conocer que los 

medios de cultivo diferenciaban significativamente (P < 0.05) entre sí en cuanto al 

número de individuos (Cuadro 5). Según la prueba de Tukey realizada, se demostró 

que Hoagland al 100% y 50% no son distintos, al igual que Hoagland al 50% y 25%. A 

pesar de esto, se pudo observar que la varianza es mucho menor en los resultados de 

Hoagland al 25%. Los tratamientos de Hoagland al 100% y 25% son significativamente 

diferentes (Figura 11).  

 

Cuadro 5. Anova para el número de individuos entre medios de cultivo. 

ANOVA para No. de Individuos por Medio  

Valor de P 0.0019 

Resultado significativo (P < 0.05) Si 

F 9.211 

R2 0.6972 

 

 

 
Figura 11. Prueba Tukey para el número de individuos al último día 

en cada medio de cultivo (letras distintas se refieren a diferencias significativas entre 

tratamientos). 

 

 

La cuantificación del número de individuos no resultó ser una opción adecuada para 

la evaluación del crecimiento porque cuando las plantas presentan estrés, tienden a 

formar más individuos de una sola fronda, que con el tiempo pierden su vigorosidad 

y posteriormente mueren. 
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5.1.2.2.- Número de frondas 

Al considerar el número de frondas, la mejor respuesta se obtuvo en Hoagland al 

25% y el menor en Hoagland al 100%. Como fue observado y comentado 

anteriormente, no se alcanzó la asíntota de crecimiento (Figura 12). Los individuos 

vigorosos contaban por lo general con 4 frondas por individuo, como bien menciona 

Arroyave (2004); sin embargo, el número máximo observado en un solo individuo fue 

de 16 frondas. 

 
Figura 12. Número de frondas por medio de cultivo. 

 

La mayor velocidad de crecimiento y el menor tiempo de duplicación se obtuvieron 

de nuevo en Hoagland al 25% con 83.5 frondas por día y 4.1 días respectivamente 

(Cuadro 6). Al realizar la prueba de ANOVA y posteriormente la prueba de Tukey se 

determinó una vez más que Hoagland al 25% es distinto a Hoagland al 100% (Cuadro 

7 y Figura 13). 

 

 

Cuadro 6. Velocidad de crecimiento (Vc) y tiempo de duplicación (td) para el número de frondas 

por medio. 

Medio de 

Cultivo 

Vc 

(frondas por día) 

td 

(días) 
Hoagland 100% 42.1 5.0 
Hoagland 50% 65.1 4.4 
Hoagland 25% 83.5 4.1 
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Cuadro 7. Anova para el número de frondas por medio de cultivo. 

ANOVA para el no. de frondas  

Valor de P 0.0011 

Resultado significativo (P < 0.05) Si 

F 10.67 

R2 0.7273 

 

 

 
Figura 13. Prueba Tukey para el número de frondas por cada medio de cultivo (letras distintas se 

refieren a diferencias significativas entre tratamientos). 

 

 

El cuantificar el número de frondas brindó valores más precisos que el número de 

individuos, ya que como se comentó anteriormente, ante estrés se separan las 

frondas y parece ser que en este caso el número de frondas no se modifica ante 

estrés. Es probable que bajo estas condiciones, el tiempo en que surja una fronda 

hija se prolongue, mostrando que está bajo estrés. Sin embargo, la obtención de este 

parámetro implica perder simplicidad en la toma de medición. 

 

5.1.2.3.- Número total de individuos muertos 

El mayor número de individuos muertos se presentó en el medio Hoagland al 100%, 

seguido por Hoagland al 50% y la menor cantidad de éstos se obtuvo ante Hoagland 

al 25% (Figura 14). Esto significa que, tomando en cuenta el número total de 

individuos tanto vigorosos como muertos a lo largo del experimento, ante Hoagland 
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al 100% murió en promedio el 10.9% de los individuos, mientras que ante Hoagland 

al 25% solamente murió el 2.8% de la población. 

 

 
Figura 14. Número total de individuos muertos en cada uno de los medios de cultivo. 

 

 

La cuantificación del número total de individuos muertos da una idea sobre la 

frecuencia de mortandad que se obtuvo en cada uno de los medios. El obtener este 

dato ayudó en gran medida al decidir el medio nutritivo a utilizar posteriormente. 

 

5.1.2.4.- Área cubierta 

El área cubierta por Lemna gibba se desarrolló de manera distinta entre los medios 

(Figura 15). Las mayores coberturas se obtuvieron con Hoagland al 25% y al 50%, los 

cuales alcanzaron un porcentaje de cobertura final del 94% y 95% respectivamente. 

La prueba de ANOVA mostró diferencias significativas (P < 0.05) (Cuadro 8) y la 

prueba de Tukey denotó que no difieren significativamente Hoagland al 50% y 25%, 

pero ambos son diferentes a Hoagland al 100% (Figura 16).  
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Figura 15. Área cubierta en cm2 en cada medio de cultivo. 

 

 

Cuadro 8. Anova para el área cubierta en cada medio de cultivo. 

ANOVA para el área cubierta por medio  

Valor de P 0.0016 

Resultado significativo (P < 0.05) Si 

F 9.630 

R2 0.7065 

 

 

 
Figura 16. Prueba de Tukey para el área cubierta en cada medio de cultivo (letras distintas se 

refieren a diferencias significativas entre tratamientos). 
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A pesar de que no son significativamente diferentes Hoagland al 50% y 25%, la 

determinación de la velocidad de crecimiento y el tiempo de duplicación indicaron 

que con Hoagland al 50% se obtuvieron los mejores resultados (10.7 mm2 de 

aumento en la cobertura por día y 4.59 días para la duplicación de la población), 

seguido por Hoagland al 25% (Cuadro 9). 

 

 

Cuadro 9. Velocidad de crecimiento (Vc) y tiempo de duplicación (td) para el área cubierta por 

medio. 

Medio de Cultivo 
Vc 

(mm2 por día) 

td 

(días) 
Hoagland 100% 5.3 5.6 
Hoagland 50% 10.7 4.6 
Hoagland 25% 7.8 4.7 

 

 

El área cubierta es una buena opción para cuantificar el crecimiento de lemnáceas, ya 

que fue el método más sencillo en comparación con el conteo de individuos y 

frondas. La medición de esta variable permite percibir el estrés dado que las frondas 

son más pequeñas, mientras que al mantener una buena concentración de 

nutrientes y condiciones adecuadas, los individuos aumentan en número de frondas, 

lo que se ve reflejado en un incremento en el tamaño de los individuos y 

consecuentemente en el área cubierta por la planta. 

 

5.1.2.5.- Peso fresco y peso seco final 

La diferencia entre el peso fresco y peso seco entre los tratamientos mostró una vez 

más que los menores valores se obtuvieron en las plantas expuestas a Hoagland al 

100% y ante Hoagland al 50% y al 25% se tuvieron los mayores resultados (Figura 17). 

El análisis de ANOVA y Tukey mostraron que no hubo diferencia en el peso seco de L. 

gibba ante Hoagland al 50% y 25%, mientras que Hoagland al 100% diferenciaba de 

ambos (Cuadro 10 y Figura 18).  
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Figura 17. Comparación del peso fresco y peso seco por cada tratamiento. 

 

 

Cuadro 10. Anova para el peso seco en cada medio de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 18. Prueba Tukey para el peso seco en cada medio de cultivo (letras distintas se refieren a 

diferencias significativas entre tratamientos). 

 

ANOVA para el área cubierta por medio  

Valor de P 0.0033 

Resultado significativo (P < 0.05) Si 

F 8.041 

R2 0.6678 
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El análisis de varianza solamente se determinó para el peso seco dado que éste 

equivale a la cantidad de biomasa vegetal (peso sin la proporción de agua) que se 

produjo a lo largo del experimento en cada uno de los medios. El aumento de 

biomasa es indicativo de un buen desarrollo de la planta, la cual asimismo, puede ser 

utilizada para otros fines, como alimento para aves o peces, razón por la cual tiene 

mayor importancia que el peso fresco en esta determinación en específico. 

 

Con base en los resultados obtenidos al comparar las variables mencionadas en los 

distintos medios de cultivo, se seleccionó trabajar posteriormente con Hoagland al 

25% por las siguientes razones: 

 

a) En comparación con el medio Steinberg, cualitativamente las frondas ante 

Hoagland mostraron un mayor vigor, observado como la coloración verde brillante 

de las frondas. 

b) A pesar de que se pueden realizar experimentos con concentraciones distintas de 

Steinberg que posiblemente den mejores resultados que Steinberg al 100%, este 

requiere de un gran número y concentración de compuestos para su preparación, 

por lo que en términos de presupuesto la mejor opción es utilizar Hoagland. 

c) Hoagland al 50% no presentó diferencias significativas respecto a Hoagland al 

25%, pero las observaciones en el tiempo de duplicación y velocidad de 

crecimiento en algunos parámetros fueron superiores, lo que favorece la selección 

por el medio Hoagland al 25%.  

d) Hoagland al 25% obtuvo la menor cantidad de individuos muertos a lo largo del 

cultivo de L. gibba. 

e) En cuanto a la concentración de compuestos requeridos para la elaboración de 

Hoagland al 25% es menor que cualquiera de los otros medios, por lo que desde el 

punto de vista económico es una buena opción para su preparación a grande 

escala. 

 

5.1.3.- Factores ambientales 

Para contrarrestar el crecimiento acelerado de algas que competían con L. gibba en 

el medio, se variaron algunas condiciones que podrían favorecer a la macrófita 



 43 

durante el periodo de cultivo. Las variantes al cultivo de L. gibba en Hoagland al 25% 

fueron: variación en la cantidad de inóculo, pruebas a distinto pH y diferentes 

condiciones de iluminación.  

 

5.1.3.1.- Cantidad de inóculo 

La cantidad de planta (individuos-frondas) considerada como inóculo varió en los 

experimentos de 1 cm2 (2.4 %) a 17.7 cm2 (42%) de cobertura. El menor inóculo 

representó una cantidad de 7±1 individuos (30±1 frondas) por réplica y el mayor, 

calculado por extensión, fue de aproximadamente 124 individuos (532 frondas). 

 

Se observó que entre mayor sea la cantidad del inóculo, mejor será el desarrollo de la 

planta, ya que la luz captada por la superficie del recipiente fue absorbido por las 

macrófitas flotantes y no penetraba al medio, esto bloqueó la luz que pudiera llegar a 

las algas y por lo tanto provocó que su crecimiento en el medio no fuera explosivo. 

 

Es importante mencionar que, como se indica anteriormente, las lemnáceas cuentan 

con una íntima relación con algas que se encuentran adheridas a su raíz, por lo que la 

presencia de éstas en el medio es casi inevitable, pero controlable. 

 

5.1.3.2.- pH 

El crecimiento de Lemna gibba ante los distintos pH no presentó diferencias 

significativas a excepción del tratamiento con pH de 3.5 (Figura 19). En este 

tratamiento se exhibió el menor crecimiento tanto de algas como de las macrófitas y 

éstas presentaron una coloración amarillenta en todas las réplicas. Las frondas 

vigorosas fueron observadas mayoritariamente en un pH entre 4.5 y 5.5 (Cuadro 11).  

 

Es importante mencionar que a pesar de no haber diferencia significativa en los 

tratamientos de pH entre 3.5 y 8.5, el menor tiempo de duplicación (14.42 días) y 

mayor velocidad de crecimiento (10.7 mm2/d) se obtuvo a pH 4.5 seguido por los 

obtenidos a pH de 5.5 (Cuadro 12).  
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Cuadro 11. Porcentaje de área cubierta, frondas cloróticas, medición cualitativa del vigor de las frondas, presencia de algas y peso 

fresco y seco ante la variación de los factores ambientales para el cultivo de L. gibba. 

 

 
Área cubierta 

(%) 
 

Frondas amarillas 

(%) 
 

Vigor cualitativo 

de las frondas 
 

Presencia cualitativa 

de algas 
 

Peso Fresco 

(g) 
 

Peso Seco 

(g) 

 Día  Día  Día  Día  Día  Día 

pH 3.5 0 13 19 21  0 5 7 11 12 13 21  5 7 11 12 13 21  0 5 7 11 12 13 21  0 21  0 21 

21.55 

μmol/m2/s 
42 94 100 100  0 60 70 70 70 50 75  + + + + + +  - - - - + + +  0.43 0.61  0.05 0.05 

34.68 

μmol/m2/s 
42 99 100 100  0 60 60 60 50 40 25  + + + ++ ++ ++  - - - - - + ++  0.43 1.01  0.05 0.08 

                                  

pH 4.5 0 13 19 21  0 5 7 11 12 13 21  5 7 11 12 13 21  0 5 7 11 12 13 21  0 21  0 21 

21.55 

μmol/m2/s 
42 89 100 100  0 10 5 5 5 5 10  ++ +++ +++ +++ +++ ++++  - - - + ++ ++ ++  0.43 0.79  0.05 0.05 

34.68 

μmol/m2/s 
42 99 100 100  0 10 10 10 5 5 10  ++ + + + ++ +++  - - + + + ++ +++  0.43 1.02  0.05 0.07 

                                  

pH 5.5 0 13 19 21  0 5 7 11 12 13 21  5 7 11 12 13 21  0 5 7 11 12 13 21  0 21  0 21 

21.55 

μmol/m2/s 
42 97 99 100  0 5 5 5 5 5 10  +++ +++ +++ +++ +++ ++++  - - - + ++ ++ ++  0.43 0.90  0.05 0.07 

34.68 

μmol/m2/s 
42 98 100 100  0 5 5 5 5 5 10  +++ + + + ++ +++  - - + + + ++ +++  0.43 1.26  0.05 0.08 
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Figura 19. Área cubierta ante distinto pH y significancia (P<0.05) según la prueba de Tukey para el 

crecimiento de Lemna gibba al último día (letras distintas se refieren a diferencias significativas 

entre tratamientos). 

 

 

Cuadro 12. Velocidad de crecimiento (Vc) y tiempo de duplicación (td) de L. gibba  

ante distinto pH. 

pH 
Vc 

(mm2 por día) 

td 

(días) 

3.5 0.6 167.4 

4.5 10.7 14.4 

5.5 8.9 16.9 

6.5 6.6 22.6 

7.5 6.6 25.7 

8.5 7.1 24.6 

 

 

A pesar de que los tratamientos con pH 3.5 fueron los que presentaron menor 

crecimiento, se observó que el pH aumentó a 5.5 al día 7. Esto explicaría el 

crecimiento comparable con los demás tratamientos al día 13 (Cuadro 11). El 

fenómeno del aumento de pH también se presentó en el experimento donde, a pesar 

de que inicialmente el pH era de 5.5±0.2, al final de ese experimento (día 11) aumentó 

a 6 y 6.5 en los tratamientos con L. gibba ante Hoagland y Steinberg. Morales et al. 

(2006) y Zhen-Gang (2008) mencionan que las algas asociadas a Lemna spp. juegan un 
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papel principal en la alcalinización del medio. Gracias a este aumento en el pH, Lemna 

gibba pudo recuperarse ante el pH más ácido. 

 

Para determinar el crecimiento alcanzado por las plantas al final del experimento, se 

determinó el peso fresco y peso seco de L. gibba para cada uno de los tratamientos 

con variación de pH, en los cuales se observó que el mayor peso fresco final se obtuvo 

a pH 5.5 (Cuadro 11). 

 

En la literatura consultada el medio Hoagland cuenta con un pH de 5.5 +/- 0.2 y a 

pesar de que no se presentaron diferencias significativas en el crecimiento, a este pH 

se obtuvo el mayor peso fresco y seco, por lo que se mantuvo este pH en los siguientes 

experimentos. 

 

5.1.3.3.- Condiciones de iluminación 

Las frondas vigorosas fueron observadas mayoritariamente a una radiación de 21.55 

μmol/m2/s (Cuadro 11). Para el caso de la contaminación por algas, se observó que se 

redujo comparativamente el crecimiento de algas de este experimento con los 

anteriores. La contaminación inició al día 11 en general y se mantuvo relativamente 

baja y estable hasta el final del experimento (día 21), con un menor grado de 

contaminación ante 21.55 μmol/m2/s al último día. Con base en los resultados 

obtenidos, se afirma que ante esta radiación el cultivo de L. gibba fue más favorable. A 

pesar de que esta radiación es menor a las reportadas en la literatura, es importante 

considerar que se redujo la contaminación por algas para los siguientes experimentos. 

 

Por otra parte, de los tipos de recipientes utilizados en los experimentos para el cultivo 

de la planta (plástico transparente y unicel), se observó que el crecimiento de algas fue 

mayor en los recipientes que dejaban pasar la luz. Sin embargo, para futuras 

referencias de cultivo se recomienda el uso de recipientes de plástico opacos y de 

preferencia de color obscuro, para evitar que la luz sea reflejada y permanezca dentro 

al penetrar en el recipiente. 
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5.2.- Bioabsorción de compuestos nitrogenados y fosfato 

Las concentraciones de nitrógeno y fósforo utilizadas (Cuadro 3) representan un rango 

de posibilidades que se encuentran tanto en la naturaleza como en agua residual que 

ingresa a plantas de tratamiento (Al-Hamdani y Sirna, 2008). Para el Tratamiento 1 se 

utilizaron las concentraciones normales en un cuerpo de agua dulce estable; en el caso 

del Tratamiento 2 se simularon concentraciones de nitrógeno y fósforo en un cuerpo 

de agua eutrófico; y el Tratamiento 3 contuvo las concentraciones que puede poseer 

el influente de plantas de tratamiento de agua. En los demás tratamientos se 

manipularon las concentraciones de nitrógeno ante una alta concentración de fósforo 

en el medio; el Tratamiento 4 contó con una concentración normal de nitrógeno; 

mientras que en el Tratamiento 5, el nitrógeno se encontró en concentraciones de 

eutrofización (Cuadro 3). A continuación se describen los resultados obtenidos de 

remoción de los compuestos en cada uno de los cinco tratamientos, 

subsecuentemente se describen los resultados obtenidos sobre la evaluación del 

crecimiento y posteriormente de la concentración de clorofila a y b. 

 

5.2.1.- Remoción de compuestos nitrogenados y fosfato por tratamiento 

Los cinco tratamientos descritos a continuación tratan de explicar lo sucedido ante las 

diferentes concentraciones de cada uno de los compuestos analizados. 

 

5.2.1.1.- Tratamiento 1 

El Tratamiento 1, con concentraciones de 1.0 mg/L de nitrógeno y 0.1 mg/L de fósforo, 

fue el tratamiento de referencia al contener concentraciones normales en un cuerpo 

de agua estable (Al-Hamdani y Sirna, 2008). En el caso del nitrógeno en forma de NH4
+, 

a pesar de tener altas concentraciones iniciales no esperadas (probablemente por el 

pH de 5.5 inicial o por un error de medición), fue removido en un 46% al primer día. Al 

término del experimento, el NH4
+ fue removido en un 51% (Figura 20). El 

comportamiento del nitrógeno en forma de NO3
- a lo largo de los ocho días de 

medición fue irregular, a partir de la concentración inicial, aumentó al día 7 y para el 

día 8 disminuyó (Figura 21). La remoción de fósforo al tercer día fue del 73%, a partir 

del cual la concentración se mantuvo constante (Figura 21).  
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El aumento del NO3
- probablemente se debió a que parte del NH4

+ se pudo oxidar. Este 

fenómeno es común a lo largo del ciclo del nitrógeno. A pesar de esto, la suma del 

nitrógeno tanto en forma de NO3
- como en NH4

+, disminuyó en un 49% al final del 

experimento. 

 

 
Figura 20. Seguimiento de la remoción de N-NH4

+ en el Tratamiento 1. 

 

 

 
Figura 21. Seguimiento de la remoción de P-PO4

3- (línea punteada) y N-NO3
- (línea continua) del 

Tratamiento 1. 

 

5.2.1.2.- Tratamiento 2 

El Tratamiento 2 simula concentraciones de nitrógeno y fósforo en un cuerpo de agua 

eutrófico (Al-Hamdani y Sirna, 2008). Los datos indican que la remoción de NH4
+ se dio 

al primer día en un 62%, alcanzando un 73% de remoción al octavo día (Figura 22). La 

remoción de NO3
- al primer día fue del 38%, alcanzando un 63% de remoción al 

séptimo día (Figura 23). El comportamiento del nitrógeno fue irregular dado que se 
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observaron fluctuaciones de NH4
+ y NO3

-, muy probablemente porque en el sistema 

hayan habido bacterias participantes en el ciclo del nitrógeno y pudieron transformar 

parte del NH4
+ en NO3

-. A pesar de esto, se observó que el nitrógeno (N-NH4
+ y N-NO3

-) 

final disminuyó en un 72% a comparación del inicial. 

 

 
Figura 22. Seguimiento de la remoción de N-NH4

+ en el Tratamiento 2. 

 

 
Figura 23. Seguimiento de la remoción de N-NO3

- en el Tratamiento 2. 

 

 

En cuanto al fósforo la remoción se dio abruptamente al tercer día, es decir que se 

eliminó un 51% y continuó más lentamente hasta el día ocho, donde se removió un 

76% del fósforo inicial (Figura 24). 
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Figura 24. Seguimiento de la remoción de P- PO4

3- en el Tratamiento 2. 

 

5.2.1.3.- Tratamiento 3 

A pesar de que la concentración inicial de nitrógeno fue muy elevada (100 mg/L), el 

NH4
+ fue removido en un 65% al primer día; posteriormente incrementó un poco y 

luego disminuyó al octavo día a un 79%. En cuanto al N- NO3
-, el porcentaje de 

remoción final fue poco (21%), pero si se compara con los otros tratamientos es alto 

dado que se removieron 10.2 mg de N- NO3
- (Figura 25); este valor representó la 

mayor disminución de N- NO3
- en todos los tratamientos.  

 

La alta concentración de NH4
+ (tanto en éste como en los demás tratamientos) pudo 

deberse a que el medio de cultivo contaba con un pH inicial de 5.5, ante un medio 

ácido, se favorece la reducción de los compuestos, en este caso de NO3
- a NH4

+. 

Conforme el pH se va neutralizando y por la misma absorción y posible oxigenación de 

la planta, el NH4
+ disminuye mientras que el NO3

- aumenta. Esto no explica la 

extremadamente elevada medición de NO3
- al día 3, lo cual pudo ser un error de 

medición, pero da solución al aumento de NO3
- inicial. A pesar de la compleja dinámica 

del nitrógeno en el sistema, se observó que al día ocho ambos compuestos 

disminuyeron considerablemente a comparación de su concentración inicial, el cual se 

representó como un 60% de remoción de nitrógeno (N-NH4
+ y N-NO3

-). 

 

La disminución del fósforo al tercer día fue abrupta (77% de remoción), a partir del 

cual se mantuvo constante la concentración hasta que al octavo día se removió por 

completo (Figura 26). 

 



 51 

 
Figura 25. Seguimiento de la remoción de N-NH4

+ (línea continua) y N-NO3
- (línea punteada) en el 

Tratamiento 3. 

 

 
Figura 26. Seguimiento de la remoción de P-PO4

3- en el Tratamiento 3. 

 

 

A partir del día 6 en el Tratamiento 3 se detectó la aparición de nitrógeno en forma de 

nitritos  (Figura 27). La detección de nitritos (NO2
-) podría indicar que el proceso de 

reducción se aceleró en los últimos días, lo cual sucedió solo en los tratamientos con 

alta concentración de nitrógeno inicial (100 mg/L). Estos datos muestran que parte del 

NO3
- fue transformado en NO2

- sin llegar a NH4
+, por lo tanto la cantidad de nitrógeno 

en forma de NO2
- no alcanzó la forma de fácil absorción por las plantas. Sin embargo, 

la concentración de NO2
- es tan pequeña (0.1 mg/L al día 8), que fue más importante la 

remoción de nitrógeno (86.7 mg/L removidos) que su transformación. 
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Figura 27. Seguimiento de N-NO2

- en el Tratamiento 3. 

 

 

5.2.1.4.- Tratamiento 4 

El Tratamiento 4 contó inicialmente con concentración normal de nitrógeno (1.0 mg/L) 

y muy alta de fósforo (10.0 mg/L). La remoción tanto de NH4
+ como de NO3

- se llevó a 

cabo al primer día (70% y 56% respectivamente), posteriormente fluctuó un poco sin 

variar demasiado (figuras 28 y 29). En general, el nitrógeno (N-NH4
+ y N-NO3

-) a lo largo 

de este tratamiento, fue removido en un 72%. 

 

A pesar de que la concentración inicial de fósforo fue muy elevada, la remoción que se 

llevó a cabo al primer día fue del 6.7%, el cual, a pesar de ser un bajo porcentaje, 

representa la remoción de 0.68 mg de fósforo. Para el día ocho, se removieron 0.95 

mg (9.3% absorbido) (figuras 28 y 29).  

 

La cantidad de fósforo removido de este tratamiento fue la mayor si se compara con 

los tratamientos uno a tres. El único tratamiento que sobrepasó las cantidades 

removidas fue el cinco. Es importante mencionar que los tratamientos cuatro y cinco 

fueron los que inicialmente contaban con la mayor cantidad de fósforo inicial (10 

mg/L). 
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Figura 28. Seguimiento de la remoción de N-NH4

+ en el Tratamiento 4. 

 

 
Figura 29. Seguimiento de la remoción de N-NO3

- (línea continua) y P- PO4
3- (línea punteada) en el 

Tratamiento 4. 

 

5.2.1.5.- Tratamiento 5 

La remoción de NH4
+ se dio de forma acelerada al primer día (44.4 % absorbido), al día 

ocho se removió el 65.3%, lo que representa 47.2 mg/L de nitrógeno en forma de 

NH4
+. En el caso del NO3

-, el valor inicial no coincidió con la concentración de nitrógeno 

aportada originalmente, es por eso que la absorción se midió comparativamente a 

partir del tercer día, el cual cuenta con valores más cercanos a la concentración 

esperada. Del tercer al séptimo día se absorbió un 15% del N- NO3
- y al octavo un 

21.4%. Es decir que del tercer al último día se removieron 8.6 mg/L de N- NO3
- (Figura 

30). Esta remoción fue muy alta a comparación con los otros tratamientos, a excepción 

del Tratamiento 3. Al final de este tratamiento, fue absorbido un 23% del nitrógeno 

(N-NH4
+ y N-NO3

-) inicialmente agregado. 
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Figura 30. Seguimiento de la remoción de N-NH4

+ (línea continua) y N-NO3
- (línea punteada) en el 

Tratamiento 5. 

 

 

En el caso del fósforo, en el tratamiento cinco se removieron 2.64 mg/L de P, que a 

pesar de solo estar representado por la remoción del 31%, fue la mayor concentración 

de fósforo removida (Figura 31). El tratamiento cinco, al igual que en el tratamiento 

tres, se detectó presencia de nitritos al día ocho (Figura 32); sin embargo, en este 

tratamiento se detectó una menor velocidad de aparición, así como una menor 

concentración al día 8. 

 

 

 
Figura 31. Seguimiento de la remoción de P-PO4

3- en el Tratamiento 5. 
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Figura 32. Seguimiento del N-NO2

- en el Tratamiento 5. 

 

 

 

5.2.1.6.- Comentarios generales sobre la remoción 

El NH4
+ aparentemente es el compuesto nitrogenado que más fácil y rápidamente es 

asimilado, por lo que, se sugiere que en estudios posteriores se optimice este tipo de 

remoción con concentraciones distintas de nitrógeno pero en forma amoniacal inicial. 

 

La concentración NH4
+ disminuyó considerablemente al primer día en todos los 

tratamientos, el pequeño aumento posterior en su concentración puede indicar que el 

NO3
- se transformó en nitrógeno amoniacal, pero al día ocho este disminuyó aun más. 

Se observó que la concentración final disminuyó al compararlas con las iniciales, por lo 

que se puede afirmar que el nitrógeno en esta forma fue retirada. 

 

Los resultados de remoción promedio de NH4
+ al primer y octavo día (57.5% y 68.3% 

respectivamente) son menores al 80% reportado en 48 hrs por Porath y Pollock (1982), 

sin embargo, superan al 40% obtenido al tercer día por Oron (1994). El promedio de 

NH4
+ removido al primer día concuerda con los valores promedio reportados por 

Caicedo (2005). 

 

A pesar de que no fue detectado NO2
- en los primeros días, los resultados muestran 

que al acercarse el final de los tratamientos con una concentración muy alta de 
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nitrógeno inicial (100 mg/L), se presentó un proceso de desnitrificación (reducción). Lo 

anterior puede indicar que parte del nitrógeno se haya volatilizado como N2. 

 

El comportamiento irregular de los compuestos nitrogenados se puede deber en parte 

a la dinámica del ciclo del nitrógeno explicada con anterioridad. A pesar de eso, se 

puede afirmar que la concentración final es menor que la concentración inicial, lo que 

indica que el nitrógeno fue retirado del sistema en todos los tratamientos. Otro punto 

importante a considerar es que las muestras evaluadas fueron independientes, por lo 

que algunos resultados de laboratorio pudieron presentar reacciones de oxidación por 

agitación y otras de reducción por estar estáticas. 

 

En el caso del fósforo, se obtuvo en promedio una remoción de 0.13 g/m2/d, el cual 

coincide con los valores promedio reportados por Caicedo (2005). Por otra parte se 

observó que ante elevadas concentraciones, la absorción se lleva a cabo en mayor 

proporción. Sin embargo, la disminución de la concentración de fósforo quizá se deba 

a su posible precipitación, como sucede naturalmente en cuerpos de agua, en los 

cuales, el fósforo queda atrapado en el sustrato. 

 

Tanto el tratamiento tres como el cinco, los cuales contaban con 100 mg/L de 

nitrógeno, fueron los que contaron con la mayor remoción de compuestos, incluso en 

el caso de fósforo a pesar de que contaron con distintas concentraciones iniciales de 

éste. 

 

En general se puede afirmar que el tratamiento del agua por medio de L. gibba para 

retirar nitrógeno y fósforo es un sistema conveniente, ya que no solo disminuyen las 

concentraciones de los compuestos, sino que también se obtiene crecimiento de 

biomasa que al ser cosechada puede ser utilizada para otros fines. Esta es una 

importante ventaja que tendría un sistema de tratamiento a base de plantas acuáticas 

sobre un sistema de oxidación o estabilización, en el cual no se tiene producción de 

biomasa de fácil cosecha y su única función es la transformación de compuestos para 

su eliminación. 
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Con base en los resultados obtenidos, es importante considerar que el tiempo de 

retención de la macrófita en el agua a tratar depende del compuesto que se quiere 

eliminar o del que posee el medio en mayor cantidad; es decir, en el caso de 

compuestos nitrogenados, si el agua influente al sistema de tratamiento tiene gran 

cantidad de nitrógeno amoniacal, se observó en estos tratamientos que al primer día 

se pudo eliminar en promedio el 57.5%; en cambio, si el nitrógeno en el agua se 

encuentra como nitrato, a pesar de que en la mayoría de los tratamientos se obtuvo 

una reducción importante al primer día, otros tratamientos lo obtuvieron hasta el 

séptimo y octavo. Esto permite mencionar que la remoción del nitrato requiere de 

mayor tiempo, ya que su eliminación depende de la transformación a otras formas de 

nitrógeno. En el caso del fósforo, la mayor parte de los tratamientos presentó una 

reducción importante al tercer día y posteriormente se mantuvo una tasa de 

disminución constate en términos generales. 

 

5.2.2.- Evaluación del crecimiento 

Los resultados obtenidos en los experimentos para determinar los métodos más 

efectivos para la evaluación del crecimiento, marcaron la pauta para que a lo largo de 

los experimentos se cuantificara el crecimiento de la planta bajo dos variables: área 

cubierta y producción de biomasa como peso fresco y peso seco. 

 

5.2.2.1.- Área cubierta 

La macrófita se desarrolló en todos los tratamientos (Figura 33), sin embargo, el mayor 

crecimiento se obtuvo en los tratamientos 2, 3 y 5, los cuales contaban con una alta 

concentración de nitrógeno. 
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Figura 33. Área cubierta por Lemna gibba en cada tratamiento. 

 

 

Tras realizar el análisis de varianza y prueba post-hoc (Cuadro 13), se detectó la 

formación de dos grupos significativamente diferentes (P<0.05): tratamientos 1 y 4 

(grupo A), con concentración de 1.0 mg/L de N; y los tratamientos 2, 3 y 5 (grupo B) 

que contaban con concentraciones de 10 y 100 mg/L de nitrógeno. Al comparar el 

Tratamiento 1 con el 5, se obtuvieron diferencias significativas (P<0.001) a partir del 

sexto día; lo mismo ocurrió entre los tratamientos 2 y 4; entre 3 y 4; y entre 4 y 5. 

Entre el Tratamiento 2 y 3 solo difieren significativamente (P<0.05) el día 6. Con base 

en lo anterior, los 2 grupos significativamente diferentes hacen referencia a la 

situación de eutrofización y niveles normales de nutrientes, es decir, el que contó con 

un gran crecimiento de la planta (tratamientos 2, 3 y 5) y en los que L. gibba presentó 

poco crecimiento (tratamientos 1 y 4) respectivamente.  
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Cuadro 13. Resultados de la prueba Bonferroni para el área cubierta entre tratamientos a partir 

del sexto día. 

Tratamiento Diferencias significativas (P < 0.05)* 
1 A 
2 B 
3 B 
4 A 
5 B 

*letras distintas se refieren a diferencias significativas entre tratamientos. 

 

 

Quizá la disminución en la tasa de crecimiento de L. gibba en las últimas mediciones 

tanto del Tratamiento 3 como del 5, se vio afectada por la presencia de NO2
-. La 

repentina aparición se debe a que en el medio se pudo haber estado llevando un 

proceso de reducción, el cual debía de acelerarse para que la reducción no se quedara 

en NO2
-, sino que llegara a NH4

+ y pudiera ser aprovechado por las plantas. Es probable 

que el pH jugara un papel importante en este aspecto, dado que un medio ácido 

propicia la presencia de NH4
+, por lo que es probable que, como ya se ha comentado, 

la planta favoreció un aumento en el pH del medio. Una solución para propiciar la 

reducción de NO2
- a NH4

+ podría ser acidificar un poco el medio o propiciar la presencia 

de bacterias desnitrificadoras. 

 

Como se observa en la Figura 33, el crecimiento de L. gibba ante el Tratamiento 4 (1.0 

mg/L de N y 10.0 mg/L de P) estuvo por debajo del Tratamiento 1 (1.0 mg/L de N y 0.1 

mg/L de P), el cual contenía concentraciones normales esperadas en un cuerpo de 

agua estable. Esto indicaría que el crecimiento de L. gibba fue afectado por las altas 

concentraciones de fósforo, sin embargo no murió la planta y quizá con el tiempo 

hubiera podido recuperarse, ya que la tendencia de los nutrientes tiende a disminuir 

en todos los casos. 

 

Por otra parte, el Tratamiento 2 (10.0 mg/L de N y 1.0 mg/L de P) expuso un mayor 

crecimiento en los últimos días. A pesar de que los tratamientos 3 y 5 (100 mg/L de N) 

no cuentan con esta aceleración final de crecimiento, se puede observar que éste se 

mantiene con una pendiente positiva, lo cual afirma su resistencia a muy altas 

concentraciones de nitrógeno. Dado que la concentración de fósforo fue diferente en 
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estos tres tratamientos (0.1, 1.0 y 10.0 mg/L), se puede afirmar que la concentración 

de fósforo ante altas concentraciones de nitrógeno no afectó el crecimiento de L. 

gibba ante estos tratamientos. Sin embargo, en el Tratamiento 4, con 1.0 mg/L de 

nitrógeno, la alta concentración de fósforo (10 mg/L) pareció influir en el crecimiento 

de la planta, ya que estuvo por debajo del crecimiento mostrado en el tratamiento de 

referencia (Figura 33). Esto también se observa en el Cuadro 14, donde la velocidad de 

crecimiento de este tratamiento es la menor y el tiempo de duplicación es el mayor. La 

mayor velocidad de crecimiento se obtuvo en el tratamiento dos, en el cual se reportó 

la producción de 2.4 cm2 de cobertura de área por día y 9.8 días en duplicar la misma 

(Cuadro 14). El mejor tiempo de duplicación sobrepasa el óptimo reportado por 

Landolt (1975) de 1 a 5.3 días, debido a que este experimento se realizó en invierno, 

sin embargo la planta presentó un buen desarrollo. 

 

 

Cuadro 14. Velocidad de crecimiento (Vc) y tiempo de duplicación (td) para el área cubierta por 

Lemna gibba ante cada tratamiento. 

Tratamiento 
Vc 

(cm2 por día) 

td 

(días) 

1 0.3 36.3 
2 2.4 9.8 
3 1.0 10.0 
4 0.1 128.8 
5 1.1 10.9 

 

 

5.2.2.2.- Biomasa 

Se cuantificó tanto el peso fresco como el peso seco (Figura 34), el cual como se 

describe anteriormente, representa la cantidad de biomasa que fue generada a lo 

largo del experimento. La mayor producción de biomasa se obtuvo en el grupo de 

tratamientos bajo eutrofización (2, 3 y 5).  
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A)              B)   

Figura 34. A) Peso fresco y B) peso seco en gramos de Lemna gibba por tratamiento con distintas 

concentraciones de nitrógeno y fósforo. 

 

Con respecto al peso fresco, la prueba de ANOVA y la prueba post-hoc de Bonferroni 

muestran que el comportamiento es idéntico al mostrado por el área cubierta, en 

donde a partir del día 7 se forman dos grupos significativamente diferentes (P<0.001), 

por debajo, con poco crecimiento, los tratamientos 1 y 4 (grupo A) y con un mayor 

peso los tratamientos 2, 3 y 5 (grupo B) (Cuadro 15).  

 

Cuadro 15. Resultados de la prueba Bonferroni para peso fresco y seco entre tratamientos al 

séptimo día. 

Tratamiento Diferencias significativas (P < 0.001)* 
1 A 
2 B 
3 B 
4 A 
5 B 

*letras distintas se refieren a diferencias significativas entre tratamientos. 

 

En cuanto al peso fresco, los mayores resultados fueron los que se presentaron ante 

tratamientos con una alta concentración de nitrógeno (10 y 100 mg/L). Al parecer, el 

fósforo no es un elemento limitante para el crecimiento por sí solo, pero si lo es al 

encontrarse en relación con nitrógeno y se afirma, como bien mencionan Al-Hamdani 

y Sirna (2008), que el incremento del crecimiento en L. gibba es independiente de la 

variación de la concentración de fósforo. Aún así, los elementos parecen tener una 

relación favorable al crecimiento de L. gibba, dado que el Tratamiento 5 (100 mg/L de 

N y 10 mg/L de P) resultó tener la mayor producción de biomasa al día 7 (Figura 34a); 
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lo mismo ocurrió con el experimento de Al-Hamdani y Sirna (2008), quienes utilizaron 

Salvinia minima Baker. 

 

El peso seco conforma entre el 10 y el 14% del peso fresco total de la planta. Como se 

puede observar en la Figura 34b, el peso seco sigue la tendencia observada tanto en el 

peso fresco como en el área cubierta y se observa claramente con diferencias 

significativas, donde los tratamientos 1 y 4 son diferentes a los 2, 3 y 5.  

 

Monette et al., (2006) obtuvo en siete días una tasa de crecimiento en biomasa (peso 

seco) de 88 g/m2 (1470 g/m2 peso fresco) a una densidad inicial de biomasa de peso 

seco de 45 g/m2 (750 g/m2 de peso fresco). En este caso, la mayor producción de 

biomasa (peso seco) al séptimo día fue de 24 g/m2 (200 g/m2 peso fresco) partiendo 

de una densidad inicial de 20 g/m2 en peso seco.  

 

El promedio de peso fresco producido por día en los tratamientos 1 y 4 (0.01 g/d) fue 

distinto al obtenido en los tratamientos 2, 3 y 5 (0.06, 0.07 y 0.08 g/d), los cuales, a 

pesar de ser los más altos, no se comparan con los obtenidos por Oron (1994) de 0.1 y 

0.35 g/d. 

 

A pesar de que en las lagunas de oxidación (sin plantas acuáticas) se tiene un resultado 

parecido de eliminación de nutrientes, una laguna de lemnáceas puede ser ventajosa 

ya que produce gran cantidad de biomasa que puede ser aprovechada para otros fines 

como alimentación de aves y animales de corral con un alto valor proteico. 

 

5.2.3.- Determinación de clorofila 

La concentración de clorofila de la planta está íntimamente relacionada con la 

concentración de los nutrientes y se observó a primera instancia por la coloración de 

las plantas al final del experimento (Figura 35), lo cual es congruente con el desarrollo 

de la planta. Las lemnáceas ante los tratamientos 1 y 4, con concentración baja de 

nitrógeno (1.0 mg/L), mostraron una coloración café-amarillenta (clorosis), mientras 

que las producidas en los tratamientos 2, 3 y 5, con mayores concentraciones de 

nitrógeno (10 y 100 mg/L), mostraron una coloración verde brillante (Figura 35), 
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haciendo referencia a su vigor. En especial los tratamientos 3 y 5, con la mayor 

concentración de nitrógeno inicial, contaron con la mayor coloración verde. 

 
 

 

 

A) 

 

 

 

B) 

 

 

 

 

C) 

 

 

 

 

D) 

 

 

 

E) 

 

 

 
Figura 35. Fotografía de Lemna gibba ante cada tratamiento (tres repeticiones).  

A) Tratamiento 1. B) Tratamiento 2. C) Tratamiento 3. D) Tratamiento 4. E) Tratamiento 5.  

Nótese la distinta coloración entre tratamientos. 

 
La remoción de los compuestos nitrogenados tiene relación con los resultados 

obtenidos de la medición de clorofila (Figura 36), ya que al término de los mismos y en 

todos los casos, tanto la clorofila a como la b tienden a incrementar, sobretodo en los 

experimentos que cuentan con la mayor presencia de nitrógeno (tratamientos 2, 3 y 

5). 
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Figura 36. Concentración de A) clorofila a y B) clorofila b en mg/g de peso fresco (PF) de Lemna 

gibba a distintas proporciones de N:P. 

 

 

Al realizar la prueba de ANOVA y prueba post-hoc de Bonferroni en cuanto a la 

concentración de clorofila a, se observaron diferencias significativas (P < 0.05), 

contando con una mayor significancia (P<0.01) el Tratamiento 5. Una vez más se 

generaron dos grupos significativamente diferentes (Cuadro 16) en cuanto a la 

concentración de clorofila a; en el caso de la clorofila b no se presentaron diferencias 

significativas. 
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Cuadro 16. Resultados de la prueba Bonferroni para la concentración de clorofila a entre 

tratamientos al último día. 

Tratamiento Diferencias significativas (P < 0.05)* 
1 A 
2 B 
3 B 
4 A 
5 B 

*letras distintas se refieren a diferencias significativas entre tratamientos. 

 

Los tratamientos 2, 3 y 5 tuvieron las mayores concentraciones de clorofila tanto a 

como b, lo que significa que presentaron una alta tasa fotosintética que conlleva al 

aumento en la concentración de pigmentos fotosintéticos como bien mencionan Al-

Hamdani y Sirna (2008) y está directamente relacionado con el crecimiento de la 

planta. Esto se observó en los tratamientos 2, 3 y 5, los cuales contaban con altas 

concentraciones de nitrógeno. El tratamiento con mayor concentración de clorofila a y 

b fue el 5, el cual contó con una relación N:P de 10:1 (100 mg/L de N y 10 mg/L de P) y 

fue en el que se presentó el mejor crecimiento de L. gibba. Este tratamiento fue 

seguido por el 3, que contenía 100 mg/L de nitrógeno y 0.1 mg/L de fósforo. Por lo que 

se puede inferir que el nitrógeno es el factor principal para propiciar una alta actividad 

fotosintética. 

 

Tanto el Tratamiento 1 como el 4, los cuales contaban con bajas concentraciones de 

nitrógeno, tuvieron las menores proporciones en ambos tipos de clorofila. El 

Tratamiento 4 fue el que tuvo el menor crecimiento, incluso por debajo del 

tratamiento de referencia tanto en área cubierta como en biomasa. 

 

A pesar de que Zhen-Gang (2008) mencionan que el fósforo es determinante para el 

crecimiento de plantas acuáticas, al observar que los tratamiento 4 y 5, con alta 

concentración de fósforo (10 mg/L de P), fueron significativamente diferentes (P<0.05) 

tanto en el crecimiento de la planta como en concentración de clorofilas, se puede 

afirmar que la concentración de fósforo no fue limitante para el desarrollo de la 

planta, pero la relación nitrógeno- fósforo en conjunto si pueden influir en el 

crecimiento de L. gibba. 
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6.- Conclusiones 

Dadas las observaciones realizadas se puede afirmar que el medio de cultivo más 

adecuado y en el que el crecimiento fue más favorable para Lemna gibba fue Hoagland 

al 25%. 

Los factores ambientales más apropiados para L. gibba fueron una radiación 

fotosintéticamente activa de 21.55 μmol/m2/s y un pH de 4.5 a 8.5. 

Un inóculo de aproximadamente 40% de cobertura, favoreció la sobrevivencia ante 

contaminación de algas y pH ácido, el cual tendió a aumentar. 

El método más eficiente para conocer el crecimiento de L. gibba fue la medición 

cuantitativa del área cubierta. La cuantificación de biomasa (peso fresco y seco) 

contribuyó importantemente a la determinación del desarrollo de la planta. 

Ante altas concentraciones de nitrógeno, el fósforo no influyó significativamente en el 

crecimiento de la planta.  

Una proporción N:P donde es mayor el nitrógeno que el fósforo, fue favorable para la 

producción de biomasa de L. gibba. 

El compuesto nitrogenado mayormente removido fue el nitrógeno amoniacal. 

Los análisis mostraron que ante estos parámetros ambientales, el tiempo de retención 

de la macrófita en el agua a tratar depende del compuesto que se pretende eliminar o 

del que posee el medio en mayor cantidad; para nitrógeno amoniacal al primer día, 

nitrato hasta el séptimo y octavo, para fósforo al tercer día.  

Ante una concentración alta de fósforo, L. gibba tuvo una remoción más efectiva que 

la que se llevó ante bajas concentraciones. 
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ANEXO A 

 

Medio de cultivo Hoagland modificado 

(Hoagland y Arnon, 1950; Miranda, 1998). 
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ANEXO B 

 

Método para la determinación compuestos nitrogenados y fosfatos 

(Primo y Carrasco, 1973) 

 

1. Determinación de Nitratos 
Preparación de Reactivos 

Solución madre de 10 ppm de nitrato de potasio: Curva patrón de 5 puntos con 

concentraciones de 0-10 ppm.  

Preparación del ácido fenoldisulfónico: 25 g de fenol, agregar 150 mL de ácidos sulfúrico 

concentrado y dejar en un baño maría durante dos horas. 

 

Procedimiento: 

a) Tomar 5 mL de muestra y secar a 105°C por 24 horas. 

b) Agregar 2 mL del ácido fenoldisulfónico y 20 mL de agua desionizada. 

c) Dejar reposar 2 minutos. 

d) Agregar 7 mL de KOH 12M despacio. 

e) Aforar a 100 mL agua destilada y esperar a la aparición de un color amarillo. 

f) Leer en espectrofotómetro a 420nm. Se utilizó un espectrofotómetro 

ThermoSpectronic Heλios. 

 

 

2. Determinación de Nitritos 
Preparación de Reactivos 

Solución madre de 1ppm de nitrito de sodio: Curva patrón de 5 puntos con 

concentraciones de 0 a 1 ppm. 

 

Preparación de ácido sulfanílico: 0.8 g de ácido sulfanílico, disolver en 50 mL de ácido 

acético 5N y aforar a 100 mL con este mismo reactivo. 

Preparación de alfa naftilamina: 0.5 g de alfa naftilamina, disolver en 50 mL de ácido 

acético 5N y aforar a 100 mL con este mismo reactivo. 

Procedimiento: 

a) Tomar 5 mL de muestra. 
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b) Agregar 1 mL de ácido sulfanílico. 

c) Agregar 1 mL de la solución de alfa naftilamina. 

d) Aforar a 50mL de agua destilada. 

e) Dejar reposar 10 minutos. 

f) Leer en espectrofotómetro a 520 nm. Se utilizó un espectrofotómetro 

ThermoSpectronic Heλios. 

3. Determinación de Nitrógeno Amoniacal 
Preparación de ácido bórico con indicadores: 

Solución de indicadores: 0.33 g de verde de bromocresol y 0.165 g de rojo de metilo 

disolverlos en 500 mL de etanol; la solución presenta un color negro. Pesar 20 g de ácido 

bórico y disolver en 500 mL de agua destilada. La solución preparada de indicadores 

mantiene su actividad solamente por 24 horas. 

 

Procedimiento: 

a) Tomar 5 mL de muestra. 

b) Agregar 45 mL de agua desionizada y 0.2 g de óxido de Magnesio. 

c) Destilar por 5 minutos y captar el destilado en 20 mL de solución de ácido 

bórico con indicadores (presenta un color verdoso). Se utilizó un destilador 

Vapodest20, marca Gerhardt. 

d) Titular con ácido sulfúrico 0.01 M; debe esperarse el vire a color violeta-negro. 

 

4. Determinación de Fosfatos 
Preparación de Reactivos 

Solución de tartrato de antimonio y potasio al 0.5%. Pesar 0.5 g de K(SbO) C4H4O6.1/2 

H2O, disolver y aforar a 100 mL con agua destilada. 

Solución de molibdato de amonio [(NH4)6Mo7O24. 4H2O]. Disolver 20 g de molibdato de 

amonio [(NH4)6Mo7O24.4H2O] en 300 mL de agua destilada. Agregar lentamente 450 mL de 

H2SO4 (14N) (194.4 mL H2SO4 concentrado diluido a 500 mL con agua da una 

concentración de aproximadamente 14 N); mantener en constante agitación 

cuidadosamente. Agregar 100 mL de una solución al 0.5% (p/v) de tartrato de antimonio y 

potasio. Diluir las mezclas a 1 litro con agua destilada. Este frasco se debe mantener 

tapado con papel aluminio y protegido de la luz. 
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Solución reductora con ácido ascórbico. Disolver 0.50 g de ácido ascórbico con un poco de 

solución patrón de molibdato de amonio y aforar a 100 mL con la misma solución. Esta 

solución es preparada cada vez que se vaya a formar color. 

 

Solución patrón de 200 mg/L de fósforo. Disolver en agua destilada 0.8786 g de fosfato 

dihidrógeno de potasio (KH2PO4) previamente seco al horno y aforarla a un litro. Esta 

solución contiene 200 mg/L y debe guardarse refrigerada en frasco de plástico o de vidrio 

blando (no pyrex) para evitar contaminación con arsénico. Algunos autores recomiendan 

agregar antes de enrasar 25 mL de H2SO4 7N, lo cual ayudará a su conservación indefinida. 

 

Solución patrón de 10 mg/L de fósforo. Diluir 10 mL de la solución de 200 mg/L de fósforo 

en 200 mL con agua destilada. 

Procedimiento: 

a) Tomar una alícuota de 5 mL de la muestra y colocarla en un matraz aforado de 

50 mL. 

b) Adicionar agua hasta completar aproximadamente 40 mL. 

c) Agregar 5 mL de la solución reductora, agitar y aforar. 

d) Esperar 30 minutos. 

e) Leer en espectrofotómetro la intensidad de la absorción de luz a 882 nm. Se 

utilizó un espectrofotómetro ThermoSpectronic Heλios. 

f) Preparar blancos siguiendo el mismo procedimiento que en las muestras. 

g) Preparar una curva de calibración que contenga puntos correspondientes a 0, 1, 

2, 3, 4 y 5 mg/L de fósforo. Para ello colocar en matraces aforados de 50 mL 0, 5, 

10, 15, 20 y 25 mL de la solución de 10 mg/L de fósforo y proseguir en la forma 

descrita para las muestras. 

h) Llevar a aproximadamente 40 mL con agua y adicionar 5 mL de la solución 

reductora, agitar y aforar. 

i) Esperar 30 minutos y leer la intensidad de la absorción de luz a 882 nm. Se utilizó 

un espectrofotómetro ThermoSpectronic Heλios. 
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ANEXO C 

Determinación de clorofila a y b 

(Yu y Gu, 2007) 

 

Procedimiento: 

a) Se pesaron 0.1 g de peso fresco (fw) de Lemna sp. y se molieron, 
colocando el polvo en recipientes de vidrio. Se llevó a un volumen de 10 mL 
con acetona al 80%.  

b) Los matraces se colocaron en obscuridad por 24 horas. 
c) La absorción de luz se cuantificó a 645 y 663 nm en celdas a una distancia 

recorrida por la luz de 1 cm, contra blancos de acetona al 80%. Se utilizó un 
espectrofotómetro ThermoSpectronic Heλios. 

d) La cantidad de clorofila a y b en las plantas fue calculada por la siguiente 
fórmula (Ecuación 3) de Maclachalam y Zalik (1963). 
 

    (ec. 3) 

 

Donde: 

Ca= concentración de clorofila a (mg/g fw) 

Cb= concentración de clorofila b (mg/g fw) 

D= densidad óptica a un longitud de onda específica 

V= volumen final (mL) 

W= peso fresco de planta (g) 

d= distancia del paso de la luz (cm) 
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