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RESUMEN. Se evaluó el efecto del flujo de agua sobre la eficiencia de tapetes microbianos para remover 

nitrógeno amoniacal total (NAT, N-NH4
+ + N-NH3), nitritos (N-NO2

-), nitratos (N-NO3
-) y ortofosfatos (P-PO4

-3) 

en un sistema de recirculación piloto para el cultivo de camarón blanco del Pacífico, Litopenaeus vannamei. Se 

evaluaron cuatro flujos de agua durante un período de 40 días: 5,2 ± 0,3 (A), 6,6 ± 1,3 (B), 8,4 ± 0,3 (C) y 12,2 

± 0,7 (D) L min-1. Las concentraciones de NAT y nitritos fueron significativamente menores (P < 0,05) en los 

tratamientos de mayor flujo (C y D) con concentraciones  menores a 0,6 mg L-1 y 0,7 mg L-1, respectivamente. 

Los nitratos aumentaron en todos los tratamientos a lo largo del experimento y sus concentraciones finales 

fueron estadísticamente mayores en los tratamientos con mayor flujo (7,1 mg L-1). No se encontraron diferencias 

en la remoción de ortofosfatos entre los tratamientos (P > 0,05), y su concentración en los sistemas de cultivo 

alcanzó  valores de  4,63 ± 0,76 mg L-1.  La tasa de  crecimiento de  los camarones  se  mantuvo cercana al valor 

esperado de 0,7 g semana-1. En este trabajo se demostró que el flujo de agua posee un efecto importante en la 

capacidad de los tapetes microbianos para la biorremediación de amonio y nitritos en sistemas recirculados. Se 

recomienda continuar con la identificación de otras variables que podrían afectar el óptimo funcionamiento de 

los tapetes microbianos. 

Palabras clave: Litopenaeus vannamei, tapetes microbianos, biorremediación, Sistemas de Recirculación en 
Acuicultura (RAS). 

 

    Determination of water flow rate for bioremediation in recirculating 

    aquaculture systems using constructed microbial mats 

 
ABSTRACT. The effect of water flow rate was evaluated on the microbial mats efficiency to remove total 

ammonia nitrogen (TAN, NH4
+-N+ NH3-N), nitrite (N-NO2

-), nitrate (N-NO3
-) and orthophosphate (P-PO4

-3) in 

a pilot recirculation system for the culture of the Pacific white shrimp, Litopenaeus vannamei. Four water flow 

rates were evaluated during 40 days: 5.2 ± 0.3 (A), 6.6 ± 1.3 (B), 8.4 ± 0.3 (C), and 12.2 ± 0.7 (D) L min-1. The 

concentrations of TAN and nitrites were significantly lower (P < 0.05) in the higher flow treatments (C and D) 

and always showed values below 0.6 mg L-1 and 0.7 mg L-1, respectively. The concentrations of nitrate increased 

in all treatments through the experimental period; however, the concentrations were statistically higher in 

treatments with higher flow rate (7.1 mg L-1). Orthophosphate removal was not significantly different between 

treatments (P > 0.05). No differences in the removal of orthophosphate between treatments (P > 0.05) were 

found, and their concentration in the culture systems reached values of 4.63 ± 0.76 mg L-1. The growth rate of 

shrimp remained close to the expected value of 0.7 g week-1. This study showed that the water flow rate has a 

significant effect on the microbial mats capacity for the bioremediation of ammonium and nitrite in recirculating 

systems. It is recommended to continue with the identification of other variables that could affect the optimal 

functioning of microbial mats in RAS. 

Keywords:  Litopenaeus vannamei, microbial mats, bioremediation, Recirculating Aquaculture System (RAS). 
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INTRODUCCIÓN 

La acuicultura se puede desarrollar bajo sistemas de 

producción extensivos, semi-intensivos o intensivos 

dependiendo entre otros factores del grado de control 

de la calidad del agua. En sistemas intensivos el agua 

puede ser descartada luego de su uso, o ser tratada 

física, química y/o biológicamente para su reutili-
zación. 

La cantidad de agua requerida en los sistemas de 

producción acuícola aumenta con la intensificación. La 

disponibilidad de agua para otros fines sociales, y la 

contaminación asociada al uso desmedido han obligado 

a los gobiernos a tomar medidas de mitigación tales 

como el establecimiento de tasas económicas acordes a 

los volúmenes de uso y a las descargas de nutrientes. 

Esto a su vez ha obligado a los productores a diseñar 

sistemas que les permitan seguir operando de manera 
eficiente, y reducir la cantidad de agua requerida. 

Una estrategia importante en la acuicultura, sobre 

todo en países desarrollados, donde los costos por el 

uso del agua son elevados, es la implementación de 

sistemas de tratamiento y recirculación de agua dentro 

de las unidades productivas (Timmons & Ebeling, 

2007). Los sistemas de recirculación en acuicultura 

(Recirculating Aquaculture System, RAS) se diseñan 

para producir grandes cantidades de organismos en 

volúmenes de agua relativamente pequeños. Sin 

embargo, la acumulación de productos metabólicos o 

sus derivados, algunos de ellos tóxicos, hace 

indispensable el tratamiento del agua para su 
reutilización. 

La biofiltración es un proceso oxidativo microbial 

que transforma los metabolitos tóxicos como amoniaco 

(NH3
+) o nitrito (NO2

-) en formas químicas menos 

tóxicas para los organismos de cultivo mediante la 

intervención de bacterias nitrificantes (Hargreaves, 

1998). A pesar que este proceso se utiliza en 

prácticamente todos los sistemas de recirculación para 

la producción acuícola, su forma química final es el 

nitrato (NO3
-) el cual también debe ser procesado, 

frecuentemente de manera anaeróbica. 

En años recientes, han surgido tecnologías más 

eficientes para la bioremediación de efluentes 

acuícolas. Algunas estrategias propuestas en el cultivo 

de camarón se basan en cultivos integrados mediante el 

uso de humedales construidos (Lin et al., 2003, 2005), 

filtración por moluscos (Martínez-Córdova et al., 
2011), macroalgas (Sánchez-Romero et al., 2013), 

sistemas hidropónicos (Martínez-Córdova et al., 2011; 

Mariscal-Lagarda et al., 2012) y reactores (nitrificantes, 

denitrificantes y clarificadores) (Boopathy et al., 2005). 

Sin embargo, la mayoría de estos métodos resultan 

poco factibles, ya sea, en términos de capital de 

inversión, requerimiento energético, infraestructura, 
área requerida y/o frecuencia de mantenimiento. 

Una propuesta práctica, de bajo costo y ambien-

talmente compatible que empieza a implementarse en 

la depuración de efluentes camaronícolas, es el uso de 

tapetes microbianos. La biorremediación de agua la 

realizan de manera natural comunidades autótrofas y 

heterótrofas con una diversidad de cianobacterias, 

bacterias (púrpuras, reductoras y no reductoras de 

sulfato) y diatomeas entre otros grupos taxonómicos, 

que forman una biopelícula o tapete microbiano 

(Bender et al., 2004; Robertson et al., 2009). Estas 

comunidades actúan simultánea y sinérgicamente sobre 

cada uno de los contaminantes orgánicos e inorgánicos 
presentes en el agua.  

En los sistemas de cultivo, la comunidad de 

microorganismos que constituyen el tapete microbiano 

es inmovilizada sobre una matriz inerte (no tóxica) de 

polyester de baja densidad (Lezama-Cervantes & 

Paniagua-Michel, 2010; Lezama-Cervantes et al., 
2010). Esta matriz está conformada por una estructura 

fibrosa de composición ligera y alta porosidad (con una 

relación superficie:volumen alta), que facilita la 

fijación estratificada de los microorganismos 

(principalmente bacterias, cianobacterias y microalgas) 

y el paso del agua residual a través del tapete 

microbiano (Zamora-Castro et al., 2008). Esta tecno-

logía, además de evitar el lavado de células del sistema, 

tiene también gran flexibilidad operacional a la hora de 
incorporarla al sistema de cultivo.  

El uso de tapetes microbianos en la acuicultura es 

una estrategia complementaria a los tradicionales 

bioreactores nitrificantes (biofiltros) para el tratamiento 

de agua en RAS. Además de tratar los efluentes 

(Goodroad et al., 1995; Bender et al., 2004; Lezama-

Cervantes & Paniagua-Michel, 2010), este tratamiento 

permite reducir el uso de agua con una inversión menor 

en área y volumen debido a la alta relación área 

superficial:volumen que tienen (Zamora-Castro et al., 

2008). Además, los tapetes pueden ser utilizados como 

alimento complementario por las especies en cultivo 

(Phillips et al., 1994; Lopes-Thompson et al., 2002; Al-
Maslamani et al., 2009). 

Lopes-Thompson et al. (2002) demostraron la 

efectividad del uso de biofilms para el procesamiento y 

reducción de las concentraciones de amonio y fosfato 

en estanques con camarones marinos (Farfantepenaeus 

paulensis). Paniagua-Michel & García (2003) 

demostraron en condiciones de laboratorio la efectiva 

capacidad de tapetes microbianos construidos para 

disminuir la demanda bioquímica de oxígeno (DBO5) y 

los compuestos nitrogenados en un efluente de cultivo 

de camarón. Lezama-Cervantes et al. (2010) evaluaron 

el desempeño de un tapete microbiano sobre el proceso 
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de biorremediación de un efluente camaronícola 

provisto de un sistema piloto de recirculación en 

condiciones de mínimo recambio de agua, y fue capaz 

de disminuir significativamente la carga orgánica e 

inorgánica a la vez que propició el crecimiento y 
supervivencia de los camarones. 

Se conoce poco sobre los parámetros físicos, 

químicos y biológicos que permitirían optimizar el 

funcionamiento de tapetes microbianos incorporados 

en un RAS. Uno de estos parámetros es el tiempo de 

residencia y/o flujo de agua sobre el tapete microbiano 

para propiciar una acción efectiva del tapete. En esta 

investigación se evaluaron diferentes tasas de flujo 

(5,2; 6,6; 8,4 y 12,2 L min-1) para la optimización del 

funcionamiento de tapetes microbianos incluidos en un 

sistema de recirculación a nivel piloto. 

MATERIALES Y MÉTODOS 

Unidad experimental 

Para el experimento se utilizaron 12 sistemas 

recirculados independientes. Cada sistema consistió de 

un estanque principal de cultivo de 200 L, circular y de 

fondo cónico, unido al sistema de tratamiento 

conformado por dos estanques (A y B) de 80 L cada 

uno, para un volumen total de 360 L. En cada uno de 

los estanques de 80 L se colocaron dos tapetes: uno con 

biomasa predominantemente algal (A) y otro con 

biomasa predominantemente bacterial (B). La 

recirculación del agua en el sistema se mantuvo 

mediante el uso de una bomba de agua sumergible, 

modelo Lifetech AP 1600® (capacidad máxima de 900 

L h-1), colocada en el estanque principal. El agua fluyó 

contra gravedad hacia el primer estanque (A), el cual a 

su vez estuvo comunicado con el otro estanque (B). 

Finalmente, por gravedad, el agua del estanque B 

retornaba al estanque principal. A la tubería de 

conducción se le incorporó un sistema para desviar el 

agua. Con ello se pudo variar la cantidad de agua (flujo) 

que podría pasar por el sistema de tapetes. Para evitar 

el descenso de la concentración de oxígeno, fue 

necesario colocar un sistema de aireación comple-
mentaria durante todo el experimento. 

Construcción de los tapetes microbianos  

Para la construcción de los tapetes microbianos algales 

(Tipo A) se colectaron muestras de suelo provenientes 

de fincas camaroneras alrededor del Golfo de Nicoya 

(Costa Rica). Las muestras se tomaron con una espátula 

(primeros 5 mm), se colocaron en bolsas plásticas 

estériles y se transportaron al laboratorio de acuerdo 

con la metodología empleada por Paniagua-Michel & 

García (2003) y Zamora-Castro et al. (2008). 

Simultáneamente, se colectaron muestras de biomasa 

algal provenientes de estanques de cultivo cercanos al 

laboratorio (Puntarenas, Golfo de Nicoya) utilizando 

una red de 80 µm de luz de malla. Una vez en el 

laboratorio, las muestras de suelo fueron resuspendidas 

en agua de mar estéril, filtradas con papel Whatman 

(G/F 1,2 µm), retrolavadas y nuevamente resus-

pendidas en cuatro diferentes medios líquidos de 

cultivo: ASN III (Rippka et al., 1979) para el cultivo de 

cianobacterias, F/2 (Guillard & Ryther, 1962) para el 

cultivo de microalgas en general, y QA (Rostron et al., 
2001) empleado para estimular el crecimiento de 

bacterias amonio y nitrito oxidantes, principalmente. 

También se utilizó un medio de cultivo QA modificado 
(Zamora-Castro, 2004) 

Todos los inóculos se mantuvieron en una 
incubadora (Precision® 818) con luz fluorescente de 

intensidad entre 200 y 300 µE m-2 s-1, a una temperatura 

constante de 30oC y bajo un régimen lumínico de 12:12 
(horas luz: horas oscuridad). Los inóculos se cultivaron 

por varias generaciones y se replicaron quince-
nalmente. Cada semana se determinó la densidad y las 

especies algales presentes en cada uno de los medios de 
cultivo utilizados. Debido a que dichos medios no 

resultaron específicos para cada uno de los grupos 

taxonómicos, se tomaron alícuotas de cada cultivo, se 
mezclaron, y la biomasa fue cultivada en el medio QA 

modificado, ya que con éste se obtuvieron los mejores 
crecimientos algales. 

Los inóculos fueron resembrados en estanques de 

200 L (al aire libre) en los que se colocaron tiras de 

poliéster de baja densidad (Dacron®) de 70 cm de largo 
por 15 cm de ancho (área total efectiva de 1.050 cm2). 

Se prepararon 12 tapetes que fueron fijados sobre una 
estructura de PVC en forma de “W”. Cada uno de ellos 

fue colocado posteriormente en un estanque de 

60x40x35 cm (largo x ancho x alto) con flujo de agua 
constante de 8 L min-1. La salinidad y la temperatura de 

los cultivos microbianos fueron ajustadas a las 
condiciones promedio externas antes de su traslado al 

sistema descrito anteriormente. 

Para la preparación de los tapetes microbianos 

bacteriales (Tipo B), la colecta de los microorganismos 
del Dominio Bacteria (cianobacterias y bacterias) se 

realizó mediante el raspado de sedimentos superficiales 
en los estanques donde se cultivan los camarones. Las 

muestras fueron homogenizadas y concentradas por 
filtración al vacío sobre una membrana Whatman 

(GF/C), y lavadas varias veces con el medio a utilizar 

para su cultivo. Los filtrados se inocularon en matraces 
Erlenmeyer de 125 mL con 50 mL de cultivo, y fueron 
mantenidos en oscuridad, aireación constante y 
temperatura de 30oC. El medio de cultivo utilizado 

fue el descrito por Sánchez (2004) para bacterias nitri- 
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ficantes (Nitrosomonas sp.). El sistema de cultivo se 
escaló hasta un volumen final de 50 L. Durante el 

proceso de cultivo se mantuvo el pH cerca de 7,0, 
ajustándolo (cada dos días) con una solución NaHCO3. 

Además, se enriqueció regularmente con sulfato de 

amonio (NH4)2SO4 para garantizar la fuente constante 
de nitrógeno. 

Al igual que con los tapetes microbianos algales, 

antes de trasladar los tapetes bacterianos al sistema, se 

ajustó lentamente la salinidad y temperatura del cultivo. 

Las bacterias se resembraron sobre tiras de Dacron® y 

se colocaron sobre las estructuras de PVC en forma de 

“W”. En este caso, los estanques se mantuvieron 

protegidos de la luz para favorecer el desarrollo de 

bacterias nitrificantes y evitar el crecimiento de 

organismos fotosintéticos. 

Una vez inoculados los 24 tapetes (12 Tipo A y 12 

Tipo B), se mantuvieron en el sistema de cultivo 

durante 15 días con un flujo constante de 8 L min-1. El 

medio fue enriquecido con fósforo y nitrógeno hasta 

una concentración inicial de 5 mg N-NH4
+ L-1, 1 mg N-

NO2
- L-1 y 3 mg P-PO4

-3 L-1 para garantizar que los 

tapetes algales continuaran creciendo. Las biopelículas 

de los tapetes Tipo A alcanzaron en 15 días un grosor 
de 3 a 5 mm. 

Efecto del flujo de agua sobre la eficiencia del tapete 

para remover metabolitos  

Para evaluar el efecto del flujo de agua sobre la 

eficiencia de remoción de metabolitos de los tapetes 

microbianos se emplearon cuatro tratamientos con tres 

repeticiones cada uno: 1,5, 2,0, 2,5 y 3,5 ciclos h-1, 

equivalentes a 5,2 ± 0,3; 6,6 ± 1,3; 8,4 ± 0,3 y 12,2 ± 
0,7 L min-1, respectivamente. 

En cada estanque de cultivo se colocaron alrededor 

de 20 camarones juveniles de Litopenaeus vannamei 
con un peso promedio inicial de 4,64 ± 0,75 g y una 

biomasa por estanque de ~0,50 g L-1. Los camarones 

recibieron alimento peletizado formulado (40% de 

proteína). Se garantizó la presencia de suficiente 

materia orgánica y generación de metabolitos en el 

sistema, mediante una tasa de alimentación del 10% del 

peso corporal por día. La ración se ajustó 

semanalmente, de acuerdo al peso promedio de los 

individuos. Cada semana se removían del sistema, 

mediante una válvula, los sólidos sedimentados en el 
cono del estanque. 

Determinación de los parámetros físicos y químicos 

del agua y de las variables de producción 

Con un instrumento multiparamétrico (Thermo 

Electron Corporation, Orion 5 STAR) se midió 

diariamente durante 40 días, la temperatura, pH y 

oxígeno disuelto en el agua. La salinidad se midió con 

un refractómetro (NEW S-100). Cada 3-4 días se 

colectaron 500 mL de agua de cada sistema y las 

muestras fueron preservadas y almacenadas en 

refrigeración (4oC) para su posterior análisis (APHA, 

1995). Las formas de nitrógeno inorgánico disuelto 

medidas fueron nitritos (N-NO2
-) (diazotización), 

nitratos (N-NO3
-) previa reducción con cadmio y 

posterior medición en forma de nitritos, y nitrógeno 

amoniacal total (N-NH4
+ + N-NH3) mediante el método 

del fenato (Parsons et al., 1984). La suma de las tres 

especies nitrogenadas fue denotada como Nitrógeno 

Inorgánico Disuelto (NID). Adicionalmente, se midió 

la concentración de ortofosfato (P-PO4
-3) con el método 

del molibdato-ascorbato (Strickland & Parsons, 1972). 

Las mediciones se hicieron por duplicado con un 
espectrofotómetro Shimadzu® (UV-1203). 

Con el fin de evitar la manipulación de los 

organismos durante el experimento, se asumió una tasa 

de crecimiento de 0,15 g d-1 y se diseñó una tasa de 

alimentación del 10% del peso corporal diario. Con 

ello, se ajustó semanalmente la ración alimenticia. Al 

final de experimento (40 días) se evaluaron los 

siguientes parámetros: mortalidad (M%) = ((Ni-

Nf/Ni)*100) donde Ni y Nf es el número de organismos 

al inicio y final, respectivamente; tasa de crecimiento 

(GR, g d-1) = (Pf-Pi)/t donde Pf y Pi son el peso final e 

inicial en gramos, y t es el tiempo en días; y factor de 

conversión alimenticia (FCA, g d-1) = A/B, donde A es 

el alimento ofrecido (peso húmedo, g) y B es la biomasa 

ganada (peso fresco, g), ambos en un mismo período de 

tiempo. 

Identificación y cuantificación de los principales 

grupos asociados a los tapetes microbianos 

Al inicio y al final del experimento se identificaron los 

principales taxones componentes del tapete algal (Tipo 

A), mediante observación y conteo bajo microscopía de 

luz. Con ello se describió la composición y concen-

tración inicial y final de los principales grupos de 

microorganismos asociados a los tapetes y su 

contribución relativa al total de las especies presentes. 

De manera regular se cuantificó la biomasa en los 

tapetes Tipo A. Para ello se siguieron dos 

procedimientos. En el primero, la matriz completa 

(Dacrón®) se lavó inicialmente con ácido clorhídrico al 

5% y agua destilada, se secó en una estufa a 60oC y se 

llevó a peso constante (±0,1 g). Esa matriz fue 

inoculada con la biomasa algal tal como se describió 

anteriormente. Tanto al inicio como al final del 

experimento, el tapete algal (Dacrón® + biomasa) fue 
lavado con una solución de formiato de amonio al 3% 

para eliminar las sales, secado y llevado nuevamente a 

peso constante (± 0,1 g). En el segundo método se 

utilizaron trozos de 4 cm2 en lugar de todo el tapete. Al 
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inicio y final del experimento los microorganismos 

fueron disectados de los tapetes y la biomasa fue 

suspendida en solución de formiato de amonio (3%), 

separada a través de filtros Whatman GF/C y también 

llevada a peso constante. En ambos métodos la 

diferencia de peso entre la matriz y el tapete al inicio y 

al final del experimento fue expresada como gramos de 

biomasa seca por m2 de tapete. Todas las mediciones 
fueron realizadas aleatoriamente por triplicado. 

En los tapetes Tipo B el cultivo bacterial inicial fue 

monitoreado indirectamente, asumiendo la existencia 

de bacterias producto de la dinámica de los compuestos 

nitrogenados. Para ello, se midió la disminución de la 

concentración de amonio-amoniaco, así como el 

aumento en la concentración de nitratos, y el descenso 

del pH del medio de cultivo. Esto, por cuanto los tres 

procesos permiten valorar la acción de las bacterias 

nitrificantes. Para esta estimación se necesitó el 

suministro diario de amonio (NH4)2SO4, y el pH se 

mantuvo cerca de 7,0 con NaHCO3. Durante el 

experimento se asumió que dicho consorcio bacterial 

estuvo presente también en los sistemas de cultivo. 

Análisis estadístico  

A todas las variables físicas y químicas, microor-

ganismos y parámetros zootécnicos del camarón se les 

realizó un análisis de varianza de una vía para datos 

uniformes y homoscedásticos o su valor transformado 

(Zar, 1984; Yamane, 1999). En los casos en que se 

observaron diferencias significativas, se realizó el 

análisis a posteriori de Student-Newman-Keuls SNK 

(Zar, 1984) con un nivel de confianza del 95%. Los 

análisis se realizaron utilizando el software Statistica 

Ver. 10® (StatSoft, Inc. 2011). 

RESULTADOS 

Los cuatro medios de cultivo utilizados durante la 

primera fase de acondicionamiento de los microor-

ganismos empleados para la construcción de los tapetes 

Tipo A (ASN III, F/2, QA y QA modificado) 

permitieron el desarrollo de biomasa, aunque no fueron 

selectivos en cuanto al conjunto de especies presentes. 

El medio de cultivo QA modificado -con niveles de 

fósforo y nitrógeno similares al medio ASN III- 

permitió el mejor crecimiento algal. La concentración 

celular promedio del inóculo antes de adicionarlo a las 

matrices de Dacrón® fue de 11,83 ± 0,42x106 cel mL-1. 

Los valores promedio de los principales parámetros 

en el agua se indican en la Tabla 1. La salinidad fue el 

único parámetro que mostró diferencias significativas 

(P < 0,05) entre tratamientos. El pH, oxígeno disuelto 

y temperatura tuvieron escasa variación a lo largo del 

experimento. 

La Figura 1 muestra las fluctuaciones de orto-

fostatos y de las tres especies nitrogenadas estudiadas 

(nitratos, nitritos y amonio-amoniaco) en los sistemas 

recirculados. Al inicio del experimento las concen-

traciones de todos los parámetros fueron similares entre 
tratamientos y entre repeticiones (P > 0,05) (Fig. 1). 

Las concentraciones de nitrógeno amoniacal total 
(NAT) aumentaron hasta casi 7,5 mg L-1 en los 
tratamientos de menor flujo (A y B), y se mantuvieron 
con valores bajos (siempre menores a 0,6 mg L-1) en los 

tratamientos con flujos mayores (C y D). Las 
concentraciones de NAT en el tratamiento A (1,5 ciclos 
h-1) fueron significativamente mayores (P < 0,05) a las 
encontradas en el tratamiento B (2,0 ciclos h-1), sobre 
todo hacia el final del experimento; y a su vez, los 
tratamientos A y B fueron estadísticamente diferentes a 

los tratamientos C y D (2,5 y 3,5 ciclos h-1, respec-
tivamente).  

De manera similar, las concentraciones de nitritos 

aumentaron con el tiempo en los tratamientos A y B, 
llegando a tener valores superiores a 4,0 mg L-1, 
mientras que en los tratamientos con mayores flujos la 
concentración final a los 40 días no superó los 0,7 mg 
L-1. Para los nitritos únicamente el tratamiento A 
(menor flujo) mostró diferencias significativas (P < 

0,05) al resto de tratamientos. En todos los tratamientos 
las concentraciones de nitratos aumentaron a lo largo 
del experimento. Sus valores finales fueron mayores en 
los tratamientos con mayor flujo de agua. Los 
tratamientos A y B fueron similares en cuanto a la 
concentración final de nitratos y, a su vez, diferentes (P 
< 0,05) de los tratamientos C y D. 

Finalmente, no se encontraron diferencias 
significativas (P > 0,05) entre los tratamientos con 

respecto a la concentración de ortofosfatos. En todos 
los tratamientos se evidenció una acumulación de 
ortofosfatos en el sistema, con concentraciones 
iniciales promedio de 0,31 ± 0,15 mg L-1 y finales de 
4,63 ± 0,76 mg L-1. En la Fig. 2 se presentan en forma 
resumida las diferentes formas de NID durante tres 

períodos del experimento (1, 20 y 40 días) y para cada 
uno de los cuatro tratamientos. 

Al inicio del experimento, en los tratamientos de 

menor flujo (A y B) alrededor del 18% del NID estaba 
en forma de amonio, 30% como nitrito y 52% como 
nitrato. Después de 40 días, la proporción relativa de 
amonio aumentó a 47% (vs 18%), la de nitrito 
disminuyó levemente (30 a 26%) y la de nitrato 
disminuyó a 27% (vs 52%). En los tratamientos con 
mayor flujo (C y D) las proporciones de amonio, nitrito 
y nitrato estaban al inicio en proporciones del 6, 9 y 
85%, respectivamente y al final del experimento las 
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Tabla 1. Valores promedio (± DE) de los principales parámetros del agua en los sistemas de recirculación. A: 1,5 ciclos h-1, 

B: 2,0 ciclos h-1, C: 2,5 ciclos h-1, D: 3,5 ciclos h-1.*Valores transformados por log (x) antes del análisis estadístico (P < 
0,05). Las letras diferentes en la misma columna, indican que hay diferencia estadística (P < 0,05) (a > b > c). 

 

Flujo Salinidad 

(g L-1) 
pH* 

Oxígeno disuelto 

(mg L-1) 

Temperatura 

(oC) (Tratamiento) 

A 28,25 ± 4,02a 7,33 ± 0,16a 4,98 ± 1,45a 29,9 ± 1,8a 

B 24,22 ± 4,73c 7,44 ± 0,23a 5,70 ± 1,52a 29,5 ± 1,9a 

C 31,53 ± 1,65a 7,32 ± 0,16a 5,16 ± 1,17a 29,6 ± 1,8a 

D 27,69 ± 5,83b 7,32 ± 0,17a 5,42 ± 1,02a 29,6 ± 1,8a 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Fluctuación promedio (n = 3; ± DE) de las concentraciones de nitrógeno amoniacal total, nitritos, nitratos y 

ortofosfatos en sistemas de recirculación integrados con tapetes microbianos utilizando cuatro flujos de agua diferentes. 

 

 

concentraciones relativas disminuyeron levemente para 
el amonio (4%) y nitrito (5%), mientras que para el 
nitrato aumentó en la misma magnitud (91%) (Fig. 2). 

Para la medición de biomasa algal en los tapetes, se 

utilizaron dos procedimientos: la diferencia de peso 

entre la matriz completa y el tapete microbiano al inicio 

y final del experimento; y el análisis de biomasa 

mediante la utilización de trozos del tapete. En el 

primer procedimiento la biomasa fijada a la matriz 

alcanzó 235,6 ± 75,0 g m-2 (materia seca) de tapete y en 

el segundo caso fue de 253,4 ± 52,6 g m-2. No se 
determinaron diferencias significativas (P > 0,05) entre 
los métodos utilizados. 

En la Tabla 2 se muestran las concentraciones algales 

y los principales taxones presentes en los tapetes 
microbianos al inicio y al final del experimento. 

La estructura de la comunidad microbiana incluyó 

los microorganismos fotoautótrofos y heterótrofos 

(obligados y facultativos), así como una comunidad 

bacteriana de quimioautótrofos no cuantificada en este 

estudio. Los tapetes estuvieron dominados princi-

palmente por cianobacterias de los géneros Lyngbya 
sp., Trichodesmium sp. y Anabaena sp. Las diatomeas 

de los géneros Navicula sp., Pleurosigma sp., 
Skeletonema sp., Coscinodiscus sp., Thalassionema 
sp., Pseudo-nitzschia sp., Cylindrotheca sp., Thalassio-
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Figura 2. Porcentaje de las principales formas de nitrógeno inorgánico disuelto (NID) al inicio (día 1 al 12), mitad (día 13 

al 26) y final del experimento (día 27 a 40) en sistemas de recirculación integrados con tapetes microbianos utilizando 

cuatro flujos de agua diferentes. 

 

Tabla 2. Concentración inicial, final (± DE) y contribución relativa de los principales grupos de microorganismos asociados 

a los tapetes en un período de 40 días de cultivo. 

 

Grupo 
Concentración inicial 

(x 106 ind cm-2) 
Frecuencia relativa 

de individuos (%) 

Concentración final 

(x 106 ind cm-2) 

Frecuencia relativa 

de individuos (%) 

Cianobacterias 0,38 ± 0,09 76 0,42 ± 0,07 79 

Diatomeas 0,06 ± 0.02 14 0,11 ± 0,02 13 

Clorófitas 0,02 ± 0,01 5 0,01 ± 0,01 4 

Nemátodos 0,01 ± 0,01 3 0,03 ± 0,01 3 

Otros 0,11 ± 0,02 2 0,09 ± 0,02 1 

 

 

 

sira sp. y Chaetoceros sp., fueron el segundo grupo 
en importancia tanto en cantidad, número de especies, 
como porcentaje relativo de células presentes en el 

tapete. Otros grupos como algunas clorófitas, 
nemátodos, ciliados y euglenoides también estuvieron 
presentes durante todo el experimento.  

En la Tabla 3 se muestran los parámetros de 
alimentación y crecimiento de los camarones al final 
del experimento. La mortalidad promedio (M) fue alta 
en todos los tratamientos, y también el factor de 
conversión alimenticia (FCA). La tasa de crecimiento 
asumida (0,15 g d-1) coincidió con la tasa de 

crecimiento real GR (0,11-0,15 g d-1). No se 
encontraron diferencias significativas entre tratamientos, 
para ninguna de las variables analizadas (P > 0,05). 

 

DISCUSIÓN 

El cultivo de biomasa algal utilizando medios líquidos 

específicos favorece el desarrollo de las especies 

microalgales de interés (Guillard, 2005; Harrison & 

Berges, 2005). De acuerdo con las condiciones del 

medio y la composición de especies de la biomasa 

inicial inoculada, es de esperar que en cada medio de 

cultivo crezcan las especies de microorganismos que 

mejor se ajusten a la formulación del medio de cultivo, 

lo que puede significar que en cada medio, la 

contribución relativa de las diferentes especies es 

diferente. Algo similar ocurre en el medio natural 

donde, en condiciones de equilibrio, el número de espe- 
cies coexistentes no puede superar la cantidad de recur- 
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Tabla 3. Parámetros de crecimiento y alimentación de los camarones utilizados en el experimento (n = 3). A: 1,5 ciclos h-1,  

B: 2,0 ciclos h-1, C: 2,5 ciclos h-1, D: 3,5 ciclos h-1. Pi: peso inicial, Pf: peso final, M: mortalidad, GR: tasa de crecimiento, 
TEC: tasa específica de crecimiento, FCA: factor de conversión alimenticia. Las letras iguales en la misma fila, indican que 

no hay diferencia estadística (P > 0,05). 

 

Parámetro 
Tratamiento 

A B C D 

Pi (g) 4,75 ± 0,73a   4,57 ± 0,75a  4,57 ± 0,69 a 4,67 ± 0,84 a 

Pf (g) 9,96 ±1,51a 10,65 ±1,85a   9,63 ± 1,57 a 9,20 ±1,71 a 

M (%) 32,2 ± 16,5a  29,2  ± 18,7a 32,0 ± 9,7 a 36,8 ± 19,0 a 

GR(g d-1) 0,13 ± 0,01a   0,15 ± 0,03a   0,12 ± 0,01 a 0,11 ± 0,06 a 

TEC (% peso d-1) 1,81 ± 0,15a   2,09 ±0,24a  1,83 ±0,06 a 1,66 ± 0,19 a 

FCA (g g-1) 5,60 ± 0,6 a   4,70 ± 0,8a 5,60 ± 0,3 a 6,50 ± 0,3 a 

 

 

sos limitantes (Hardin, 1960; Phillips, 1973; Armstrong 

& McGehee, 1980; Grover, 1997; Shi et al., 2009). En 

el caso del fitoplancton, son numerosos los recursos 

potencialmente limitantes, entre ellos nitrógeno, 

fósforo, sílice, hierro, luz, carbón inorgánico y algunas 

veces, metales traza o vitaminas (Huisman & Weissing, 

1999). 

En este trabajo se utilizaron cuatro medios líquidos 

para el cultivo de biomasa algal: ASN III para el cultivo 

de cianobacterias, QA para estimular el crecimiento de 

bacterias amonio y nitrito oxidantes, F/2 (un medio de 

cultivo menos específico que los anteriores), y una 

modificación del medio QA propuesta por Zamora-

Castro (2004). Se obtuvo un mejor crecimiento con éste 

último medio de cultivo, que tiene niveles de fósforo y 

nitrógeno mayor al medio original, y similares al medio 

ASN III. Bajo condiciones poco controladas en cuanto 

a la composición inicial de especie, es poco probable 

que se logre una clara diferenciación algal en un tiempo 

de cultivo relativamente corto. 

Una vez seleccionado el medio con la mayor 

biomasa algal, se logró una concentración celular de 

11,83 ± 0,42x106 cel mL-1 y una composición de 

especies diversa. Esta concentración inicial, utilizada 

como inóculo para la formación y establecimiento de 

los tapetes verdes (algales) fue mucho mayor que la 

utilizada por Zamora-Castro et al. (2008), 1,5x106 cel 

mL-1), y permitió la diversidad de especies deseada 

(Tabla 2). Según Shankar & Mohan (2001) en 

condiciones naturales la densidad de las células de la 

biopelícula después de su maduración suele ser 100-

1000 veces mayor que la densidad de células 

planctónicas libres. En este trabajo, la densidad de los 

cultivos algales iniciales fue muy superior a la 

usualmente encontrada en el medio natural, y la 

densidad algal en los tapetes fue menor que la de los 

cultivos utilizados. 

El proceso de nitrificación es la transformación de 

nitrógeno amoniacal en nitrato por la acción de 

bacterias autótrofas, las cuales utilizan además carbono 

inorgánico (CO2 o HCO3
-) como fuente de carbono, y 

obtienen la energía para su crecimiento a partir de la 

oxidación de nitrógeno amoniacal. Este proceso se 

realiza en dos etapas y por dos grupos diferentes de 

microorganismos (bacterias amonio-oxidantes y 

nitrito-oxidantes). El proceso global consume una gran 

cantidad de alcalinidad, y cada mg L-1 de amonio 

oxidado provoca una disminución de 7,14 mg L-1 de 

alcalinidad expresada como CaCO3, provocando un 

importante descenso del pH del medio (Jiménez-

Douglas, 2010). En este trabajo no se realizó la 

caracterización y cuantificación directa de biomasa 

bacterial pero se pudo evaluar su presencia y efecto a 

través de tres parámetros: disminución global 

(entendiendo con esto una mayor tasa de consumo con 

respecto a la tasa de producción) de la concentración de 

amonio-amoniaco en el medio de cultivo, aumento de 

la concentración de nitratos y descenso del pH del 

medio de cultivo. Esta forma permite valorar, aunque 

de manera indirecta, la acción en las bacterias 

nitrificantes presentes en los tapetes utilizados para este 

efecto, en forma análoga a la cuantificación de la 
biomasa bacterial. 

Los parámetros físicos del agua se mantuvieron, la 

mayor parte del tiempo, dentro del intervalo adecuado 

para el cultivo de L. vannamei (Broom, 1970; Mackay, 

1974; Lucien-Brun, 1989; Chien, 1992). Esto fue 

importante, sobre todo ante un eventual aumento del pH 

y consecuente desplazamiento del equilibrio amonio-

amoniaco hacia su forma tóxica (N-NH3). La alta 

mortalidad observada durante el experimento fue 

asociada a cortos períodos de baja concentración de 

oxígeno disuelto (<1,5 mg L-1) hacia la mitad del 

experimento y no a factores químicos del agua como la 

acumulación de amonio-amoniaco en el sistema ya que 
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el pH se mantuvo siempre por debajo de 7,5. Estos 

períodos de baja concentración de oxígeno fueron 

menores a 6 h y fueron provocados por fallas en el 

sistema de aireación utilizado. 

Con respecto a los parámetros químicos, los 

tratamientos con bajo flujo (A y B) permitieron el 

aumento y acumulación de NAT en el sistema, 

alcanzando valores >7,0 mg L-1 NAT; el pH se mantuvo 

siempre bajo 7,5 (Tabla 1) lo que impidió el 

desplazamiento del equilibrio amonio-amoniaco hacia 

su forma tóxica. Por el contrario, la concentración de 

NAT en los tratamientos con flujos de 2,5 y 3,5 ciclos 

h-1 (C y D, respectivamente) se mantuvo siempre bajo 

0,6 mg L-1, y no se encontraron diferencias 

significativas entre estos dos tratamientos. De esta 

manera se evidencia que el flujo de agua en el sistema 

estudiado es muy importante para mantener bajas las 

concentraciones de especies eventualmente tóxicas 

como el amoniaco. 

Los tapetes construidos para este experimento 

tienen la capacidad de nitrificar el NAT, y esta 

capacidad puede verse mal aprovechada si el 

abastecimiento de NAT desde la unidad productiva es 

bajo; es decir, si el flujo de agua es bajo. Sin embargo, 

un flujo de agua mayor al necesario para lograr la 

efectiva eliminación de NAT implicaría un incremento 

en el gasto energético que debería ser evaluado 
consecuentemente. 

Situación similar al NAT se encontró en las 

concentraciones de nitritos. Esta especie química 

aumentó en los tratamientos de bajo flujo (A y B) hasta 

valores de 4,0 mg L-1 y no superó la concentración de 

0,7 mg L-1 en los de mayor flujo (C y D). La 

interpretación de datos sobre toxicidad en acuicultura 

es compleja (Boyd & Tucker, 1998). Chen & Chin 

(1988) reportaron un LC50  a las 96 h para nitritos de 

13,6 mg L-1 y recomiendan un valor de 1,36 mg L-1 

como concentración segura para larvas de P. monodon. 

Por su parte Gross et al. (2004) reportaron mortalidad 

para L. vannamei en concentraciones de nitrito iguales 

o superiores a 10 mg L-1 en sistemas de baja salinidad, 

y signos de letargia en concentraciones de 5,0 mg L-1. 

Schuler (2008) y Schuler et at. (2010) estudiaron el 

efecto tóxico de las concentraciones de amoniaco y 

nitritos en postlarvas de Litopenaeus vannamei, 
encontrando un LC50 para nitritos de 153,75 mg L-1 en 

salinidades de 10 g L-1, y demostraron los efecto 

tóxicos combinados de estas especies químicas. 

Aunque en el presente estudio la concentración de 

nitritos en los sistemas de bajo flujo no parece haber 

llegado a valores tóxicos para los organismos, su 
acumulación no es conveniente. 

Con respecto al nitrato las concentraciones en todos 

los tratamientos aumentaron. Sus valores finales fueron 

mayores en los tratamientos de mayor flujo (C y D, P < 

0,05). El nitrato es el producto final de la oxidación 

bacteriana del amonio-amoniaco. La oxidación de 

amonio a nitrito, y posteriormente a nitrato en el tapete 

B (microbiano bacterial) estuvo probablemente 

relacionada con el proceso de nitrificación realizado por 

bacterias quimiolitotróficas de los géneros Nitrosomonas 

y Nitrobacter (Hovanec & DeLong, 1996; Paniagua-

Michel & García, 2003). En este sistema de cultivo, los 

nitratos debieron ser utilizados por los organismos 

fotosintéticos fijados en el tapete; sin embargo, la 

reducción de sus concentraciones no fue suficiente 

como para provocar una disminución en su 

concentración. En este sentido, se ha encontrado que 

algunas especies de cianobacterias y microalgas como 

Synechococcus, Anabaena y Chlorella utilizan el 

amonio primero que los nitratos, debido a la inhibición 

de la actividad de la enzima nitrito reductasa (Hattori, 

1962; Dortch, 1990; Hyenstrand et al., 2000; Miller & 

Castenholz, 2001). 

Bajo condiciones de anoxia, el proceso de 

desnitrificación podría convertir el nitrato en nitrógeno 

gaseoso (N2) el cual escaparía del sistema. Debido a que 

se trata de un proceso anaeróbico, es poco probable que 

el nitrato disminuya en los sistemas de producción 

acuícola donde la concentración de oxígeno disuelto 

debe mantenerse alta. Sin embargo, en el micro-

ambiente del tapete microbiano, es posible que los 

microorganismos nitrato-reductores utilicen el nitrato. 

La acumulación de nitrato durante el experimento (la 

cual además fue independiente del flujo de agua 

empleado) mostró que este mecanismo de desnitri-

ficación también fue insuficiente para mantener baja la 

concentración de nitratos. 

Las altas concentraciones de nitratos en los sistemas 

de recirculación marinos de hasta 300-400 mg L-1 son 

frecuentes (Van Rijn, 1996). Khun et al. (2010) 

evaluaron el efecto de altas concentraciones de nitrato 

en juveniles de Penaeus vannamei por períodos 

prolongados (5-6 semanas) encontrando que concen-

traciones de 435-440 mg L-1 tienen un efecto negativo 

en diversos parámetros, como la supervivencia y el 

crecimiento, y que este efecto es mayor con bajas 

salinidades. Además, altas concentraciones de nitratos 

en el sistema de cultivo constituyen una significativa 

carga ambiental de nitrógeno (Van Rijn, 1996). Por lo 

anterior, se debe buscar mecanismos que permitan 

eliminar o al menos mantener su concentración baja. El 

uso de tapetes microbianos -como los utilizados en esta 

investigación- no parece ser una solución adecuada al 

problema de la eliminación de nitratos. Deberán 

investigarse alternativas complementarias. La incorpo-

ración de sistemas de desnitrificación es común en 

RAS, aunque suelen ser complejos (Lekang, 2013). 
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La acumulación de ortofosfatos se dio en todos los 

tratamientos. Los ortofosfatos provienen fundamental-

mente del alimento y el incremento de su concentración 

es resultado de la baja asimilación por parte de los 

organismos (McIntosh et al., 2001). En diversos 

trabajos se ha descrito una tendencia similar (e.g., 

Thakur & Lin, 2003; Lezama-Cervantes et al., 2010). 

El uso de este tapete microbiano tampoco parece ser 

una solución para el procesamiento de fósforo. Ray et 
al. (2010a) incorporaron cámaras de sedimentación a 

estanques circulares bajo un sistema de cultivo super-

intensivo con mínimo recambio de agua y lograron 

disminuir las concentraciones de fósforo en un 61%, a 

la vez que disminuían la concentración de partículas 

floculadas (biofloc), algo que podría ser evaluado en el 
sistema de cultivo utilizado. 

El total de las diferentes formas de nitrógeno 

inorgánico disuelto (NID), así como las proporciones 
de amonio, nitrito y nitratos se mantuvieron similares 

en los tratamientos con mayor flujo de agua (C y D, Fig. 
2) evitando la acumulación de especies tóxicas en el 

sistema. Por el contrario, los tratamientos de menor 

flujo de agua no propiciaron la eliminación de los 
compuestos nitrogenados, lo que propició un 

incremento considerable en la concentración de NID. 

A pesar que la tasa de alimentación ofrecida en este 
trabajo (10% peso corporal d-1) fue muy superior a la 

empleada frecuentemente para el cultivo de camarón 

(3-4% peso corporal d-1), las concentraciones de NID 
en los sistemas con mayor flujo de agua se mantuvieron 

en niveles inferiores a los alcanzadas en otros estudios 
que proponen como alternativas de biorremediación el 

uso de biofloc (Ray et al., 2010b), filtración por 
moluscos (Martínez-Córdova et al., 2011) y/o 

integración de sistemas hidropónicos (Mariscal-

Lagarda et al., 2012). 

Los tapetes microbianos construidos constituyen 
comunidades biológicas que se desarrollan en un 

microgradiente ambiental, que se modifica conforme se 
establecen los microorganismos constituyentes de la 

biopelícula. Durante la maduración del tapete es de 

esperar que se produzca de manera natural, una 
sucesión y estratificación de microorganismos. Los 

aerobios obligados fotosintéticos han de establecerse en 
la superficie (primeros mm); y un conjunto de 

organismos diferentes, fundamentalmente en cuanto a 

sus requerimientos de energía metabólica y de oxígeno, 
han de  formar un gradiente que finalizaría con 

organismos anaeróbicos reductores de sulfato, en las 
capas inferiores (Davey & O’Toole, 2000). 

La biomasa microbiana del tapete crece, muere y 
resurge. Así se renueva. La cantidad de biomasa tiende 

a mantenerse relativamente constante una vez que se 
alcanza el equilibrio en cuanto a número y composición 

de especies. La medición de la cantidad de biomasa 
fijada en la matriz, ya sea utilizando parte o la totalidad 

del sustrato, fue similar (235,6 ± 75,0 g m-2 y 253,4 ± 
52,6 g m-2) y no se encontraron diferencias signifi-

cativas entre los métodos (P > 0,05). La conveniencia 

de realizar las mediciones siguiendo el procedimiento 
de disección de solo una parte del tapete radica en que 

facilita el análisis, al proveer información sobre la 
evolución de la comunidad microbiana durante el 

crecimiento de la  biopelícula. La cantidad de biomasa 
alcanzada expresada en forma de materia seca coincide 

con los resultados de Lezama-Cervantes et al. (2010). 

Sin embargo, el valor máximo alcanzado al final del 
experimento, fue menor al observado para tapetes 

microbianos naturales (Urmeneta et al., 1998). 

Adicionalmente, la composición de los tapetes 

microbianos construidos en este trabajo puede haber 

diferido en cuanto a las poblaciones fotosintéticas 

fijadas en la matriz ya que no se controló la 

composición de los inóculos. Sin embargo, eso suele 

permitir la presencia de procesos de mixotrofía o 

heterotrofía de manera simultánea y conlleva un 

eficiente reciclaje y utilización de nutrientes 

(Lavrentyev et al., 1997; Allen et al., 2001). En la Tabla 

2 se presentan los principales taxa aeróbicos obligados 

autotróficos asociados a los tapetes microbianos 

algales, su concentración y proporción relativa. Los 

microorganismos sometidos al experimento son 

frecuentes en la zona de colecta (Víquez & Hargraves, 

2009) y siguen el mismo patrón de dominancia 

(cianobacterias, diatomeas y clorófitas) encontrado por 

Zamora-Castro et al. (2008) y Lezama-Cervantes et al. 
(2010). Sin embargo, en este trabajo la contribución 

relativa de microorganismos fotoautótrofos se mantuvo 

en una proporción 1,5 veces mayor a la señalada por 

Lezama-Cervantes et al. (2010), y cuatro veces menor 
en relación a las poblaciones de nemátodos. 

La biomasa cultivada que se utilizó como inóculo 

permitió la formación del tapete mediante el 

establecimiento de diversas especies de microalgas 

(Tabla 2). Las condiciones ambientales que 

prevalecieron durante el cultivo permitieron su 

permanencia y desarrollo. La estructura del tapete fue 

similar a la encontrada en otros trabajos (e.g., Bachar et 
al., 2007; Lezama-Cervantes et al., 2010). 

De los grupos algales, el 76-79% del número de 

células presentes fueron cianobacterias filamentosas 

(Tabla 2). Este grupo, o en sinergia con otros 

organismos, tiene la capacidad de degradar un alto 

número de compuestos orgánicos xenobióticos, y se ha 

puesto de manifiesto su eficacia en la regeneración de 
aguas residuales o eutrofizadas (Hall et al., 1995; 

Duvey et al., 2011; Kannan et al., 2011; Amin et al., 

2013).  

243 



Flujo de agua y eficiencia de tapetes microbianos en RAS                                                           11 
 

 
En todos los tratamientos la mortalidad de los 

camarones fue alta (29,2-36,8%) y se atribuye a la 

disminución de oxígeno disuelto en el sistema hasta 

niveles no deseados, provocado a su vez por el exceso 

de alimento ofrecido; este exceso de alimento resultó 

en un alto factor de conversión alimenticia (FCA). A 

partir del día 21 se corrigió la concentración de oxígeno 

disuelto y la mortalidad se redujo significativamente. 

La tasa de crecimiento obtenida (0,11-0,15 g d-1) 

coincidió muy bien con el crecimiento esperado para 

esta especie en diferentes condiciones de cultivo, 

cercano a 0,7 g semana-1 (Carvajal-Valdés et al., 2012; 

Ma et al., 2013). Para ninguna de las variables de 

crecimiento y aprovechamiento de alimento que fueron 

analizadas se encontraron diferencias significativas 
entre tratamientos (P > 0,05). 

El uso de tapetes microbianos para la eliminación de 

metabolitos en sistemas recirculados de acuicultura es 

una técnica novedosa y poco estudiada. La 

optimización de estos sistemas se podría lograr 

mediante la adaptación de condiciones físicas, químicas 

y biológicas que favorezcan a los microorganismos 
asociados.  

En este trabajo se demostró que el flujo de agua 

posee un efecto importante en la capacidad de 

transformación y asimilación de amonio y nitrito; no así 

en la disminución de las concentraciones de nitrato o 

fosfato. Es necesario cuantificar otras variables que 

podrían afectar el óptimo funcionamiento de los tapetes 

microbianos, tales como el tipo de organismos/especies 

presentes en el tapete, o la cantidad de biomasa 

microbiana requerida para eliminar una cantidad 

determinada de desechos.  
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