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INTRODUCCIÓN 

 

El agua es un recurso natural escaso, indispensable para la vida y para el ejercicio de 

la inmensa mayoría de las actividades económicas; es irremplazable, no ampliable por la 

mera voluntad del hombre, irregular en su forma de presentarse en el tiempo y en el 

espacio, fácilmente vulnerable y susceptible de usos sucesivos; asimismo constituye un 

recurso, que se renueva a través del ciclo hidrológico y que se conserva, a efectos prácticos, 

en una magnitud casi constante dentro de cada una de las cuencas hidrográficas del planeta 

(Ley de Aguas del Estado Español, 2001). Es un recurso imprescindible para la vida y por 

ello es necesaria una gestión adecuada que permita un suministro en buenas condiciones y 

proteja los recursos hídricos existentes, es un recurso limitado que actualmente se encuentra 

sometido a fuertes presiones que pueden condicionar tanto su disponibilidad como sus 

condiciones de calidad. La demanda social de agua de buena calidad para múltiples usos, 

desde el abastecimiento humano hasta la agricultura y la industria, debe coexistir con las 

funciones ecológicas propias del agua y de los ecosistemas acuáticos (Arroyo, 2010).  

 

La calidad del agua es una variable fundamental del estado de los ecosistemas, tanto 

desde el punto de vista de su caracterización ambiental, como desde la perspectiva de la 

planificación y gestión hidrológica, ya que delimita la aptitud del agua para mantener los 

ecosistemas y atender las diferentes demandas (Dimas y col, 2004). En Venezuela, a efectos 

de la vigente Ley de Aguas, (2007), se entiende por contaminación: “acción y efecto de 

introducir materias o formas de energía o inducir condiciones en el agua que, de modo 

directo o indirecto, impliquen una alteración perjudicial de su calidad en relación a los 

usos posteriores o en su función ecológica”.  

 

La contaminación del agua y el deterioro de los ecosistemas acuáticos, como 

consecuencia de las actividades humanas, supone un grave riesgo para la salud del hombre, 

así como un severo problema ambiental (Ruiz, 1998). Estas actividades modifican las 

características de las aguas de partida, contaminándolas e invalidando su posterior 

aplicación para otros usos. En la actualidad se estima en más de un millón, el número de 
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diferentes sustancias que llegan a los cauces naturales, a partir de vertidos de origen 

antropogénico (Förstner y col, 1993), muchas de las cuales alteran y/o deterioran el 

equilibro de los ecosistemas per se y/o son nocivas para la salud pública. Desde este punto 

de vista, la contaminación de las aguas no sólo tiene un efecto negativo sobre buena parte 

de la vegetación y la fauna asociadas al propio ecosistema acuático, sino que también 

ocasiona un desequilibrio perjudicial para todo el ecosistema terrestre que depende de estas 

masas de agua (Arroyo, 2010). 

 

Debido a las graves consecuencias que ocasiona el vertido de aguas residuales sin 

depurar, es preciso el tratamiento de estas aguas antes de su deposición final; en dicho 

tratamiento, éstas se someten a una serie de procesos físicos, químicos y biológicos, con el 

objetivo de reducir las concentraciones de los contaminantes presentes y poder verter los 

afluentes depurados cumpliendo la legislación vigente.  

 

El hecho de que los procesos de contaminación estén cada vez más extendidos, ha 

llevado a que términos como eutrofización sean cada vez más conocidos; de forma intuitiva 

este término se puede definir como el enriquecimiento de nutrientes de las aguas 

superficiales, principalmente nitrógeno en forma de nitrato, nitrito o amonio, y fósforo en 

forma de ortofosfato. Podría parecer que este hecho es bueno para el desarrollo de los seres 

vivos, pero si existe exceso de nutrientes, crecen en abundancia plantas y otros organismos 

por lo que se produce una disminución drástica del contenido de oxígeno en el agua y 

además se disminuye la transparencia del cuerpo de agua pudiendo provocar la 

desaparición de la vegetación del lecho. De esta forma, la masa de agua pierde su calidad y 

dejan de ser aptas para la vida, y en general, para el uso al que estaban predeterminadas 

(Emérita, 2010). 

 

Debido a los problemas de eutrofización en los ambientes acuáticos naturales y a la 

toxicidad que representa el amonio para las especies de estos ecosistemas, la eliminación 

del nitrógeno de las aguas residuales se ha convertido en una preocupación emergente en 

todo el mundo (Tchobanoglous y col, 2003). El nitrógeno en las aguas residuales se puede 
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encontrar en diferentes formas (N orgánico, NH4
+
, NO2

-
 y NO3

-
) y en concentraciones 

variables; normalmente en las aguas residuales urbanas el nitrógeno suele presentarse 

mayoritariamente en sus formas reducidas, es decir, como nitrógeno orgánico y amoniacal, 

en proporciones de un 40% y 60% respectivamente, mientras que la presencia de las formas 

nítricas y nitrosas, es inferior a un 1% (EPA, 1993). Las formas iónicas (reactivas) de 

nitrógeno inorgánico más comunes en los ecosistemas acuáticos son el amonio, el nitrito y 

el nitrato. Estos iones pueden estar presentes de manera natural en el medio acuático, sin 

embargo, las actividades humanas han alterado de manera significativa el ciclo global del 

nitrógeno aumentando su disponibilidad en muchas regiones del planeta, como 

consecuencia de fuentes puntuales y difusas de contaminación. Asociados a esta 

contaminación generalizada aparecen la acidificación de ríos y lagos con baja o reducida 

alcalinidad, la eutrofización de las aguas y proliferación de algas tóxicas y la toxicidad 

directa de los compuestos nitrogenados para los animales acuáticos, como problemas 

medioambientales en los ecosistemas acuáticos; además, la contaminación por nitrógeno 

inorgánico podría inducir efectos perjudiciales sobre la salud humana (Tchobanoglous y 

col, 2003). 

 

Como respuesta al problema de la contaminación de los medios acuáticos, se han 

ido diseñando soluciones factibles para restar el impacto que los vertidos causan al medio. 

Se han desarrollado diferentes sistemas convencionales para tratar y depurar aguas 

residuales, junto con estos, también se han desarrollado sistemas naturales de depuración o 

sistemas no convencionales. Estos sistemas son tecnologías que han resultado de un diseño 

ecológico, tomando como punto de partida los ecosistemas naturales acuáticos (Martel y 

col, 2006). 

 

En las pequeñas aglomeraciones urbanas, generalmente, la escasez de recursos 

técnicos y económicos hacen necesario abordar la depuración de sus aguas residuales con 

premisas diferentes a las que se adoptan en las grandes urbes, buscando soluciones de 

depuración sostenibles, que presenten el mínimo costo energético, un mantenimiento 

simple y una gran robustez de funcionamiento, este tipo de tecnologías no convencionales, 
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se presentan como una posible alternativa, su versatilidad y adaptabilidad, su integración en 

el entorno y su menor costo de implantación y explotación, las hacen especialmente 

indicadas para la depuración de vertidos urbanos en el medio rural (Rodríguez y col, 2007). 

 

En esencia, el funcionamiento de un sistema natural y el de uno convencional es el 

mismo, la diferencia fundamental entre ambos radica en la velocidad a la que ocurren los 

procesos de depuración, ya que en un sistema convencional el proceso de depuración se 

realiza de forma secuencial y a altas velocidades, para lo que se fuerza el sistema mediante 

el aporte de energía y en algunos casos, el uso de reactivos químicos; mientras que en los 

sistemas naturales se trabaja a la velocidad propia de los procesos, sin gasto energético ni 

de reactivos. Estos sistemas no convencionales se pueden clasificar en función de la 

intensidad del tratamiento o en función del tipo de biomasa activa, en unos casos imitan las 

condiciones propias de los humedales naturales (humedales artificiales) o los procesos que 

de forma natural se dan en lagos y ríos (lagunajes) (Arroyo, 2010). 

 

Los cauces fluviales, así como los humedales han sido desde siempre receptores 

directos e indirectos de la mayor parte de los residuos líquidos generados por el hombre, 

gracias a los procesos de autodepuración que ocurren dentro de estos ecosistemas, han 

podido soportar e incluso depurar las cargas contaminantes que recibían, en la actualidad, el 

acelerado ritmo de contaminación, imposibilita que pueda hablarse de procesos 

autodepurativos (Emérita, 2010). 

 

Los humedales son ecosistemas de transición entre el medio terrestre y el medio 

acuático que funcionan como un enlace entre ambos medios. En ellos se desarrollan 

numerosos procesos biológicos debido a la acción de la energía solar, de los seres vivos y 

del suelo (Kadlec y Knight, 1996). Se encuentran entre los ecosistemas más productivos del 

mundo, proporcionando el soporte de agua y producción primaria del cual dependen, para 

su supervivencia, un sinnúmero de especies de plantas y animales. Su importancia radica 

tanto en sus grandes valores ecológicos, como en las funciones que desempeñan en el ciclo 
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del agua y de la materia orgánica, soporte de redes tróficas, reciclado de nutrientes y filtro 

biogeoquímico. 

 

En España, uno de los cuerpos de agua más emblemáticos, en términos de valor 

ambiental, es el Lago L’Albufera, el cual se encuentra dentro del Parque Natural 

L’Albufera de Valencia. Este parque está ubicado al este de España, sobre la costa 

mediterránea de Valencia y comprende una superficie de 210 Km
2
 que junto con los 

campos de arroz y bosques de pino, forman una unidad de alto valor turístico, económico y 

científico (Peris y col, 2005; Martín y col, 2013). El parque es un humedal de importancia 

internacional, incluido en la Convención de Ramsar, desde 1990, igualmente es una zona de 

protección especial para aves, desde 1991, y uno de los humedales más singulares en 

España, a pesar del hecho de que ha sido altamente modificado por la actividad humana 

desde la edad media (Martín y col, 2013). Los humedales naturales se han empleado como 

sistemas de tratamiento de aguas residuales. Sin embargo no es aconsejable su empleo con 

dicha finalidad, por sus altos valores ecológicos y por las mejores oportunidades que 

ofrecen los humedales artificiales para la depuración, ya que están diseñados para la 

optimización de los procesos de eliminación de contaminantes (Verhoeven y Meuleman, 

1999). 

 

Los humedales artificiales se han creado como sistemas pasivos de depuración de 

agua, en ellos se combinan procesos físicos, químicos y biológicos por medio de los cuales 

se produce la depuración del agua. Hoy día, los humedales artificiales son ampliamente 

usados en la remoción de contaminantes de aguas residuales, para tratamientos de aguas de 

lluvias en ciudades, para tratamientos de aguas residuales industriales, y de aguas 

provenientes tanto de actividades mineras como agrícolas (Kadlec y Wallace, 2009). 

Además, estos sistemas de tratamientos de aguas se han empezado a usar en la remoción de 

contaminantes en ríos (Jing y col, 2001; Juang y Chen, 2007), y para proteger áreas de alto 

valor ecológico (Chimney y Goforth, 2006). Pero en la restauración de cuerpos de agua 

eutrofizados, la experiencia actual es escaza (Coveney y col, 2002; Li y col, 2008).  
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Aunque los humedales artificiales son extensivamente usados en Europa y alrededor 

del mundo, en España son relativamente nuevos (Puigagut y col, 2007). Estos sistemas 

fueron inicialmente introducidos para el saneamiento de pequeñas comunidades, y existen 

muy pocos, pero significativos estudios en el uso de humedales como sistemas de mejoras 

de calidad de agua en zonas agrícolas (Romero y col, 1999). Sin embargo, no existen 

suficientes estudios sobre el tratamiento de aguas eutrofizadas con estos sistemas, pero 

estudios previos muestran que es posible el uso de humedales artificiales para tratar las 

aguas desde el Lago L’Albufera (Martín y col, 2013). 

 

Por otro lado, la elevada complejidad de los procesos biológicos que tienen lugar en 

un sistema de tratamiento de aguas residuales, así como su comportamiento altamente 

dinámico hace necesario el uso de modelos matemáticos en este campo. Un modelo 

matemático es una formulación idealizada que representa la respuesta de un sistema físico 

ante un estímulo externo (Martin y Marzal, 1999), su desarrollo sirve para describir el 

comportamiento actual y previsible de un proceso mediante unas bases teóricas bien 

establecidas. Al realizar la modelación se lleva a cabo un gran esfuerzo por conocer el 

sistema, primero de una forma cualitativa y luego de una manera cuantitativa, asignando un 

sentido físico para cada parámetro y estudiando su efecto por separado, los cuales tendrán 

una interacción combinada sobre el proceso global (Emérita, 2010). La modelación de la 

calidad de agua constituye una herramienta eficaz para evaluar planes alternativos de 

ingeniería ya que estos modelos permiten simular condiciones actuales y futuras, de tal 

manera que es posible analizar escenarios y anticipar las variaciones que sufrirán los 

diversos índices o parámetros de calidad de aguas, en el cuerpo acuático bajo estudio. En el 

campo de estudio de calidad de agua, se trataría de determinar el valor de la concentración 

de cualquier sustancia en el agua, en función de un vertido.  

 

En este sentido, con la finalidad de evaluar la eficiencia como sistema depurativo 

natural de aguas contaminadas, se plantea modelar los procesos de degradación de 

nitrógeno, en el humedal artificial de flujo superficial de agua libre “Tancat de la Pipa”, 

construido en la zona norte del Parque Natural del L’Albufera de Valencia, España. 
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REVISIÓN DE LITERATURA 

 

Generalidades en el tratamiento de aguas residuales. 

El agua es un recurso imprescindible para la vida y por ello es necesaria una gestión 

adecuada que permita un suministro en buenas condiciones y proteja los recursos hídricos 

existentes, es un recurso limitado que se encuentra sometido a fuertes presiones que 

condicionan tanto su disponibilidad como su calidad. La demanda social de agua de buena 

calidad para múltiples usos, desde el abastecimiento humano hasta la agricultura y la 

industria, debe coexistir con las funciones ecológicas propias del agua y de los ecosistemas 

acuáticos (Arroyo, 2010). El aumento de la población en los núcleos urbanos, el desarrollo 

industrial y la creciente actividad agropecuaria ha aumentado la cantidad de vertidos a 

medios naturales hasta límites que superan la capacidad de autodepuración de estos medios 

receptores. Los vertidos están deteriorando la calidad del agua, variable importante tanto en 

lo que respecta a la caracterización ambiental como desde la perspectiva de la planificación 

hidrológica (Emérita, 2010). 

 

Los vertidos de aguas residuales se definen como cualquier material de desecho que 

las instalaciones industriales o energéticas, las ciudades o núcleos de población o las 

actividades agrícolas o ganaderas arrojan al agua. Las aguas residuales son por tanto, las 

aguas usadas que, procedentes de las viviendas, del sector servicios y de las industrias, son 

evacuadas por las instalaciones de saneamiento hasta el medio receptor. Estas aguas 

contienen una serie de sustancias que se incorporan por los diferentes usos, provocando su 

contaminación (Arroyo, 2010). 

 

 Los aportes de aguas residuales a los cauces receptores son el origen de diversos 

problemas ambientales en ecosistemas acuáticos (Cuadro 1). Tanto la legislación 

venezolana como la europea, exigen procesos de depuración de aguas residuales con el fin 

de disminuir el impacto ambiental que estas producen a los ecosistemas acuáticos y al 

medio ambiente. En general, el agua residual urbana contiene un 99% de agua y un 1% de 

materia sólida. Esta materia está constituida en un 70% por sustancias orgánicas como 
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proteínas, grasas y carbohidratos; mientras que el 30% restante es materia mineral insoluble 

como arena, arcilla o grava (Cuadro 2). La materia orgánica de un agua residual urbana o 

doméstica está formada mayoritariamente por materia fecal, también contiene carbohidratos 

(celulosa, almidón y azúcares), grasas y jabones (sales metálicas de los ácidos grasos), 

detergentes sintéticos, proteínas y sus productos de descomposición (urea, glicina y 

cisteína) así como hidróxido de amonio y sales amoniacales procedentes de la 

descomposición de complejos orgánicos nitrogenados (Rivas – Mijares, 1978; Knobelsdorf, 

2005). 

 

Para asegurar la calidad suficiente requerida en los diferentes usos del agua, han 

surgido normativas que establecen estándares y criterios de calidad específicos que definen 

los requisitos que debe reunir una determinada agua para un fin concreto. Los tipos de 

contaminación que pueden afectar a un medio natural se clasifican según el factor 

ecológico que altere, aunque suelen afectar a más de un factor. Las sustancias que 

modifican factores físicos, que pueden no ser tóxicas en sí mismas, pero modifican las 

características físicas del agua y afectan a la biota acuática, se clasifican como 

contaminantes físicos; y aquellos efluentes capaces de cambiar la concentración de los 

componentes químicos naturales del agua, causando niveles anormales de los mismos o 

introducen sustancias extrañas al medio ambiente acuático, se denominan contaminantes 

químicos (Emérita, 2010). 

  

El conjunto de procesos y tratamientos físicos, químicos y/o biológicos a los que 

debe someterse el agua residual con el objetivo de reducir la carga contaminante presente 

hasta alcanzar unos determinados parámetros de calidad antes de su vertido final o de su 

reutilización, es lo que se conoce como depuración del agua residual. En función de las 

características del punto de vertido así como de los posteriores usos de esa agua, en el caso 

de la reutilización, los parámetros de calidad que deberán alcanzarse serán más o menos 

exigentes (Rodríguez – Roda y col, 2008). 
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Cuadro 1.- Contaminantes presentes en el agua residual y sus posibles efectos sobre las aguas receptoras. 

Contaminantes de agua Impactos más significativos. 

Sólidos en suspensión 

 Aumento de la turbidez del agua, alteración de la 

fotosíntesis y reducción de la producción.  

 Sedimentación en el lecho del río, lo que puede provocar 

que quede cubierto. 

Compuestos inorgánicos 

 Ecotoxicidad en algunos compuestos de las sales de 

algunos metales.  

 Reacciones con sustancias disueltas en el agua que 

pueden formar compuestos tóxicos. 

Conductividad 

 Concentraciones elevadas de sales pueden perjudicar 

gravemente la supervivencia de distintas especies de 

animales y vegetales 

Nutrientes 

 Crecimiento masivo de algas y bacterias (aumento de la 

turbidez del agua). 

 Eutrofización. 

Materia orgánica 

 Su descomposición puede provocar una disminución de 

la concentración de oxígeno disuelto en el agua hasta 

condiciones que pueden perjudicar la supervivencia de 

animales y plantas.  

 Eutrofización.  

 Emisión de metano en el caso de que tenga lugar una 

descomposición anaeróbica. 

Organismos patógenos 

 Aparición de enfermedades de transmisión hídrica 

asociadas a la contaminación microbiológica del agua.  

 Posible contaminación de organismos 

Contaminación térmica 
 Alteración del ecosistema acuático.  

 Modificación de la solubilidad del oxígeno en el agua. 

Fuente: Dewisme, (1997) 
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Cuadro 2.- Rangos de concentración de los principales contaminantes del agua residual urbana 

Componente Rango medio 

Sólidos totales (mg/L) 375 – 1800 

Sólidos sedimentables (mg/L) 5 – 20  

Demanda biológica de oxígeno (mg/L) 110 – 400  

Demanda química de oxígeno (mg/L) 200 – 780  

Carbono orgánico total (mg/L) 80 – 290  

Nitrógeno total (mg N/L) 20 – 85  

Nitrógeno orgánico (mg N/L) 8 – 35  

Amonio (mg N/L) 12 – 50  

Nitritos y nitratos (mg N/L) 0 

Fósforo total (mg P/L) 4 – 15  

Fósforo orgánico (mg P/L) 1 – 5  

Fósforo inorgánico (mg P/L) 3 – 10  

pH 6,5 – 7,5  

Alcalinidad (ma CaCO/L) 50 – 200  

Dureza (mg CaCO/L) 180 – 350  

Cloruros (mg Cl/L) 30 – 100  

Grasas (mg/L) 50 – 150  

Fuente: Metcalf y Eddy, (2003) 

 

El hecho de que los procesos de contaminación estén cada vez más extendidos ha 

llevado a que términos como eutrofización sean cada vez más conocidos (Emérita, 2010). 

La causa de la eutrofización es siempre una aportación de nutrientes de muy diversa 

procedencia, tanto natural como de origen humano. Las fuentes naturales producen, 

normalmente, cantidades limitadas de nutrientes, por tanto, son los aportes humanos los que 

favorecen la eutrofización, denominándose eutrofización antropogénica o cultural. Estas 

aportaciones humanas pueden ser de naturaleza muy diversa, dependiendo de la fuente de 
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descarga (Arroyo, 2010). Así que en función del origen del vertido, se pueden distinguir 

diferentes tipos de contaminación de aguas (Cuadro 3). 

 

Sistemas no convencionales de depuración de aguas residuales. 

La depuración de las aguas residuales, ya sean urbanas, industriales o de origen 

agropecuario, se ha convertido en unos de los retos ecológicos y económicos más 

acuciantes del planeta. La escasez de agua potable como recurso, el imparable aumento de 

la población mundial, con el consiguiente incremento en la producción de aguas residuales, 

y la necesidad de conseguir los objetivos de reducción de emisiones de carbono 

contemplados en el Protocolo de Kyoto, ha enfrentado a la humanidad a diseñar 

tratamientos adecuados de las aguas residuales con el menor costo económico y energético 

posible (Fernández y col, 2005) 

 

Como respuesta al problema de la contaminación de los medios acuáticos, se han 

venido diseñando soluciones factibles para restar el impacto que los vertidos causan el 

medio. Se han desarrollado diferentes sistemas convencionales para tratar y depurar aguas 

residuales, junto con estos, también se han desarrollado sistemas naturales de depuración o 

sistemas no convencionales. Estos sistemas son tecnologías que han resultado de un diseño 

ecológico, tomando como punto de partida los ecosistemas naturales acuáticos (Martel y 

col, 2006). En ellos se logra la eliminación de las sustancias contaminantes de las aguas 

residuales a través de mecanismos y procesos naturales los cuales no requieren de energía 

externa ni de aditivos químicos. En estos sistemas un buen número de procesos de 

descontaminación son ejecutados por sinergia de diferentes comunidades de organismos. 

(García y Corzo, 2008). En esencia, el funcionamiento de un sistema natural y el de un 

sistema convencional es el mismo. La diferencia fundamental entre ambos radica en la 

velocidad a la que ocurren los procesos de depuración. En un sistema convencional el 

proceso de depuración se realiza de forma secuencial y a velocidades altas para lo que se 

fuerza el sistema mediante el aporte de energía y, en algunos casos, de reactivos. En los 

sistemas naturales se trabaja a la velocidad natural propia de los procesos, sin gasto 

energético ni de otros reactivos (Arroyo, 2010). 
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Cuadro 3.- Tipos de contaminación, según el origen de vertido 

Tipos de contaminación 

Fuentes naturales Fuentes antropogénicas 

El aporte de nutrientes a un 

medio acuático de forma 

natural depende 

principalmente de sus 

condiciones geomorfológicas, 

climáticas y biológicas, como 

por ejemplo, poca profundidad 

que favorece la penetración de 

la luz, suelos ricos en 

nutrientes, poco movimiento 

del agua, climas cálidos, 

erosión y arrastre de nutrientes 

por precipitaciones, rocas  

sedimentarias que aportan 

mayor cantidad de fósforo por 

escorrentía, descomposición y 

excreción de organismos, 

fijación de nitrógeno por 

microorganismos, entre otros. 

Actividades urbanas Actividades productivas 

Las aguas residuales urbanas 

contienen N y P procedente,  

principalmente de desechos 

humanos y de los productos 

de limpieza. Las aguas 

residuales urbanas presentan 

una cierta homogeneidad en 

cuanto a composición y carga 

contaminante, ya que sus 

aportes van a ser siempre los 

mismos. Pero esta 

homogeneidad tiene unos 

márgenes muy amplios, ya 

que las características de 

cada vertido urbano van a 

depender del núcleo de 

población en el que se 

genere. 

Industriales Agropecuarias Otras 

En algunos tipos de 

industria puede darse 

presencia de nutrientes 

en sus vertidos. La 

contaminación de 

origen industrial es una 

de las que produce un 

mayor impacto, por la 

gran variedad de 

materiales y fuentes de 

energía que pueden 

aportar al agua: materia 

orgánica, metales 

pesados, incremento de 

pH y temperatura, 

radioactividad, aceites, 

grasas, etc.  

Se produce principalmente 

por el uso de fertilizantes, 

biocidas y abonos, que son 

arrastrados por el agua de 

riego, llevando consigo sales 

compuestas de nitrógeno, 

fósforo, azufre y trazas de 

elementos organoclorados 

que pueden llegar al suelo 

por lixiviado y contaminar 

las aguas subterráneas. En 

las explotaciones ganaderas, 

la contaminación procede de 

restos orgánicos que caen al 

suelo y de vertidos de aguas 

cargadas de materia 

orgánica. 

Otras fuentes de 

contaminación de origen 

antropogénico son los 

vertederos de residuos, 

tanto urbanos como 

industriales, la 

contaminación por restos 

de combustibles, la 

contaminación del agua 

por fugas en 

conducciones y depósitos 

de carácter industrial, las 

mareas negras, 

ocasionadas por el vertido 

de petróleo crudo sobre el 

mar, etc. 

Fuente: Emérita, (2010) 
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Por lo tanto, se trata de sistemas con una aireación natural y una baja concentración 

de bacterias, lo que conlleva al uso de grandes superficies de terreno (sistemas extensivos) 

frente a la aireación mecánica, alta concentración de bacterias y poca superficie del reactor 

de los sistemas convencionales. En los sistemas naturales el control del proceso es más 

complicado que en los tratamientos convencionales, ya que se dispone de menos 

posibilidades de actuación frente a las perturbaciones del medio. Los distintos tipos de 

sistemas naturales se pueden clasificar en función de la intensidad del tratamiento, en 

función del tipo de biomasa activa o según donde tenga lugar el tratamiento, ya sea en el 

terreno o en una masa de agua. En unos casos, estos sistemas imitan las condiciones propias 

de los humedales naturales (humedales artificiales) o los procesos que de forma natural se 

dan en lagos y ríos (lagunajes). En otros casos se emplea el suelo como sistema natural para 

depurar (filtros verdes, zanjas, pozos y lechos filtrantes). Con frecuencia estos sistemas o 

tecnologías no funcionan de forma independiente sino que se busca una combinación de los 

mismos para lograr el grado de depuración deseado (Arroyo, 2010; García y Corzo, 2008). 

 

Humedales para tratamientos de aguas residuales 

Los humedales son ecosistemas de transición entre el medio terrestre y el medio 

acuático que funcionan como un enlace dinámico entre ambos medios. Según la Secretaría 

de la Convenio de Ramsar (2013), define a los humedales como: “Extensiones de 

marismas, pantanos y turberas, o superficies cubiertas de agua, sean éstas de régimen 

natural o artificial, permanentes o temporales, estancadas o corrientes, dulces, salobres o 

saladas, incluidas las extensiones de agua marina cuya profundidad en marea baja no 

exceda de seis metros".  

 

Los humedales han sido usados como sistemas de tratamiento de aguas 

contaminadas en diferentes partes del mundo. Sin embargo, sus altos valores ecológicos 

junto con las mejores oportunidades que ofrecen los artificiales para la depuración, 

diseñados buscando la optimización de los procesos de eliminación de contaminantes, 

desaconsejan en la actualidad su empleo con dicha finalidad. Las preocupaciones 

ambientales sobre el desempeño individual de los sistemas sépticos, así como los altos 
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costos de construcción de sistemas de alcantarillado con la purificación centralizada de 

agua, estimularon la investigación sobre la conveniencia de los ecosistemas de humedales 

para este propósito. Los sistemas naturales incluyen humedales lacustres, extensos sistemas 

de ciénagas, pantanos y llanuras de inundación, en la que grandes helófitas como 

Phragmites australis, Typha spp., Scirpus spp., a menudo dominan la vegetación. Por su 

parte, los humedales artificiales también tienen camas helófitas y son principalmente de dos 

tipos: (a) los humedales de flujo superficial, en el que el agua residual está fluyendo 

horizontalmente sobre el sedimento de los humedales; y (b) los humedales de infiltración, 

en la que el agua residual fluye verticalmente a través de un sedimento altamente permeable 

y es recogido en drenes (Verhoeven y Meauleman, 1999).  

 

El desarrollo de los humedales artificiales como sistemas para la depuración del 

agua tiene su origen en los experimentos realizados por Seidel en la década de 1950 en el 

Instituto Max‐Planck de Alemania, Seidel documentó en sus trabajos como el paso de agua 

contaminada a través de una cama de vegetación en un humedal, eliminaba grandes 

cantidades de materia orgánica e inorgánica, microorganismo, hidrocarburos y metales 

pesados (Seidel, 1964; Seidel, 1966; Brix y col, 2007). Posteriormente, los trabajos de 

Kickuth, (1977) despertaron el interés de la comunidad científica y tecnológica en Europa 

hacia el empleo de los humedales artificiales. Sin embargo, los estudios sobre humedales 

artificiales fueron escasos hasta la celebración de la Segunda Conferencia Internacional 

sobre humedales artificiales desarrollada en Cambridge en 1990 (Cooper y Findlater, 

1990). Desde entonces, se han construido alrededor  del mundo con la finalidad de tratar 

una gama amplia de aguas contaminadas. Su aplicación más extendida se centra en el 

tratamiento de aguas residuales domésticas (Kadlec y Knight, 1996; Brix y Arias, 2005), y 

aguas de origen industrial (Cooper y col, 1996; Maine y col, 2006). Pero también se 

emplean como tratamientos pasivos de focos de contaminación difusa como son los 

drenajes ácidos de minas (Sobolewski, 1999; Jing y col, 2001), los drenajes de carreteras 

(McNeill y Olley, 1998), en la remoción de contaminantes en ríos (Jing y col, 2001; Juang 

y Chen, 2007) y para proteger áreas de alto valor ecológico (Chimney y Goforth, 2006). 
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Pero en la restauración de cuerpos de agua eutrofizados, la experiencia actual es escaza 

(Coveney y col, 2002; Li y col, 2008) 

Según Brix, (1993); los humedales artificiales pueden clasificarse en función del 

tipo de macrófita dominante en el ecosistema: 

a. Sistemas con macrofitas flotantes. Este tipo de macrofitas presentan una alta 

diversidad tanto en sus formas como en el hábitat que ocupan. Así, estas plantas 

pueden estar enraizadas al sustrato con hojas flotantes, como el jacinto de agua 

(Eichornia crassipes) o la lechuga de agua (Pistia stratiotes), o pueden presentar 

pequeñas o inexistentes raíces como las lentejas de agua (Lemna sp. y Spirodela 

polyrhiza) (Brix y Schierup, 1989). 

b. Sistemas con macrofitas sumergidos. En este caso las macrofitas dominantes 

tienen su sistema fotosintético totalmente sumergido. Estas plantas sólo crecerán 

adecuadamente en aguas bien oxigenadas por lo que no se trata del sistema más 

adecuado para el tratamiento de aguas residuales (Brix, 1993). 

c. Sistemas con macrofitas emergentes. Aquí las macrofitas se encuentran enraizadas 

al sustrato y su sistema fotosintético está por encima de la lámina de agua. Es el caso 

de especies como la enea (Typha latifolia), el carrizo (Phragmites australis), o el lirio 

amarillo (Iris pseudacorus). En función de la circulación del agua en el humedal se 

dividen en dos subtipos principales: 

 Humedales de flujo hidráulico superficial. Presentan una lámina de agua no muy 

profunda, de 1 metro como máximo y generalmente en torno a 40 centímetros que 

fluye por encima del sustrato. Esta lámina está expuesta directamente a la atmósfera 

y circula preferentemente a través de los tallos de las macrófitas. Estos humedales 

forman parte del grupo de los sistemas de depuración natural basados en la acción 

de mecanismos que suceden en el agua (García y col, 2004). 

 Humedales de flujo hidráulico subsuperficial. El agua discurre en ellos a través 

de un medio granular muy permeable en contacto con los rizomas y las raíces de las 

macrofitas. La profundidad de la columna de agua se establece en torno a los 60 

centímetros. Dentro de este tipo de humedales de flujo subsuperficial existen a su 

vez, dos modalidades diferentes: humedales con flujo horizontal y humedales con 
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flujo vertical. Este tipo de humedales de flujo subsuperficial pueden considerarse 

como una modificación de los sistemas clásicos de infiltración en el terreno. 

Formarían por tanto, parte de los sistemas naturales de depuración basados en la 

acción del terreno (García y col, 2004). 

 

Existen diferentes modificaciones y variaciones sobre este esquema clásico de 

tipología de humedades artificiales. Con el objetivo de mejorar la depuración del agua 

residual, se han desarrollado sistemas híbridos, formados por una combinación de varios 

tipos de humedales que funcionan en serie (Vymazal, 2005). De esta forma, pueden 

combinarse humedales con distintos flujos hidráulicos o humedales con otro tipo de 

sistemas de tratamiento de agua residual, ya sean sistemas blandos o sistemas 

convencionales. La selección del humedal más apropiado dependerá de las características 

del agua residual, de la superficie disponible, así como de las necesidades de 

mantenimiento y gestión para cada situación específica (Arroyo, 2010). 

 

Nitrógeno en las aguas residuales. 

Debido a los problemas de eutrofización en los ambientes acuáticos naturales y a la 

toxicidad que representa el amonio para las especies de estos ecosistemas, la eliminación 

del nitrógeno de las aguas residuales se ha convertido en una preocupación emergente en 

todo el mundo. Las formas iónicas (reactivas) de nitrógeno inorgánico más comunes en los 

ecosistemas acuáticos son el amonio, el nitrito y el nitrato. Estos iones pueden estar 

presentes de manera natural en el medio acuático, sin embargo, las actividades humanas 

han alterado de manera significativa el ciclo global del nitrógeno aumentando su 

disponibilidad en muchas regiones del planeta, como consecuencia de fuentes puntuales y 

difusas de contaminación (Tchobanoglous y col, 2003). 

 

 Acidificación: el dióxido de azufre (𝑆𝑂2) y los óxidos de nitrógeno (𝑁𝑂,𝑁𝑂2) 

emitidos a la atmósfera pueden reaccionar con otras moléculas (𝐻2𝑂,𝑂𝐻−, 𝑂3) y 

formar ácido sulfúrico (𝐻2𝑆𝑂4) y ácido nítrico (𝐻𝑁𝑂3). Al depositarse estos ácidos 

sobre las aguas superficiales pueden incrementar, además de la concentración de 
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𝑆𝑂4
−2 y 𝑁𝑂3

−, la concentración de 𝐻+ y en consecuencia, reducir el valor del pH del 

agua (Schindler, 1988; Baker y col, 1991). 

 Eutrofización y aparición de algas tóxicas: el incremento de los compuestos 

nitrogenados puede promover el desarrollo, mantenimiento y proliferación de los 

productores primarios (fitoplancton, algas bentónicas, macrofitas), contribuyendo a 

la eutrofización de los ecosistemas acuáticos (Anderson y col, 2002; Smith, 2003; 

EEA, 2005). La eutrofización puede producir diversos efectos ecológicos y 

toxicológicos, los cuales están directa o indirectamente relacionados con la 

proliferación de los productores primarios (Emérita, 2010). 

 Toxicidad de compuestos nitrogenados: concentraciones elevadas de amonio, 

nitrito y nitrato pueden provocar una toxicidad directa sobre los organismos del 

medio: 

o Amoníaco. El 𝑁𝐻3 es muy tóxico para los animales acuáticos, mientras que 

el 𝑁𝐻4
+ es mucho menos tóxico. La acción tóxica del 𝑁𝐻3 puede ser debida 

a una o más de las siguientes causas (Camargo y Alonso, 2006): (a) 

destrucción del epitelio branquial; (b) estimulación de la glucólisis y 

supresión del ciclo de Krebs; (c) inhibición de la producción de ATP y 

reducción de sus niveles; (d) alteración de la actividad osmorreguladora; (e) 

disrupción del sistema inmunológico. 

o Nitrito. Tanto el 𝑁𝑂2
− como el 𝐻𝑁𝑂2 son bastante tóxicos. Sin embargo, ya 

que en los ecosistemas acuáticos la concentración de 𝑁𝑂2
− suele ser mayor, 

los iones nitrito son considerados los principales responsables de la 

toxicidad. La acción tóxica del nitrito es debida fundamentalmente a la 

conversión de los pigmentos respiratorios en formas que son incapaces de 

transportar y liberar oxígeno, lo cual puede causar asfixia y la muerte 

(Camargo y Alonso, 2006). 

o Nitrato. Lo mismo que en el caso del 𝑁𝑂2
−, la acción tóxica del 𝑁𝑂3

− es 

debida básicamente a la conversión de los pigmentos respiratorios en formas 

que son incapaces de transportar y liberar oxígeno. Sin embargo, el nitrato 

presenta una menor toxicidad que el nitrito y el amoníaco como resultado de 
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su baja permeabilidad branquial, lo cual hace que su absorción a través de 

las branquias sea más limitada (Camargo y Alonso, 2006). 

 Efectos sobre la salud humana: la ingestión directa de 𝑁𝑂2
− y 𝑁𝑂3

− a través del 

agua puede provocar diferentes efectos negativos sobre la salud humana. Los bebés 

pueden sufrir metahemoglobinemia, manifestando los síntomas típicos de cianosis, 

taquicardia, convulsiones, asfixia y en último término la muerte (Fewtrell, 2004). 

Algunas evidencias científicas sugieren que la ingestión prolongada d𝑁𝑂2
− y 𝑁𝑂3

− 

podría contribuir al desarrollo de linfomas y cánceres, enfermedades coronarias, 

infecciones del tracto respiratorio, y malformaciones en los recién nacidos 

(Camargo y Alonso, 2006). Indirectamente, la acumulación de nutrientes de los 

ecosistemas acuáticos y la proliferación de algas tóxicas pueden causar también 

efectos adversos. La ingestión de agua o alimentos que contengan toxinas algales 

puede dar lugar a trastornos fisiológicos (nauseas, vómitos, diarrea, gastroenteritis, 

neumonía, dolores musculares, etc.) y diversos síndromes de intoxicación  que, en 

último término, pueden desembocar en la muerte de la persona afectada (Landsberg, 

2002; Busse y col, 2006). Además, la eutrofización de las aguas puede favorecer el 

desarrollo de organismos transmisores o causantes de enfermedades infecciosas 

(malaria, encefalitis, cólera, etc.). 

 

Procesos de transformación de nitrógeno en los humedales 

 En la biósfera, el nitrógeno es continuamente transformado entre sus formas 

orgánicas, inorgánicas y gaseosa (Figura 1). El ciclo del nitrógeno es muy complejo y en 

los humedales, incluso las transformaciones más básicas son difíciles de controlar. El 

nitrógeno puede encontrarse en los humedales con diferentes estados de oxidación, así 

como en forma particulada o en forma disuelta. La eliminación de las distintas formas del 

nitrógeno en los humedales tiene lugar fundamentalmente por medio de procesos 

biológicos entre los que se encuentra la acción de las bacterias y en menor medida, la 

absorción por las plantas. Otros procesos que también intervienen en su eliminación son 

físico‐químicos como la sedimentación y la adsorción. Se estima que entre el 60 y 70% del 

nitrógeno es eliminado por la acción de las bacterias, mientras que entre el 20 y el 30% se 
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debe a la absorción por las plantas (Reddy y D’Angelo, 1997; Spiels y Mitsch, 2000). La 

cantidad de nitrógeno removido o transformado en un humedal, desde la fase del agua y en 

el cual los flujos o procesos de nitrógeno son los más importantes, dependen de la química 

del agua y de otras condiciones del humedal, como clima, vegetación, profundidad del agua 

y el caudal (Bastviken, 2006).  

 

Figura 1.- Procesos y flujos de diferentes especies de nitrógeno en un humedal (Bastviken, 2006). 

 

 La amonificación es el proceso biológico de conversión del nitrógeno orgánico a 

amonio. Los contaminantes que contienen nitrógeno son rápidamente degradados tanto de 

forma aerobia como anaerobia en los humedales, dando lugar a la formación de nitrógeno 

amoniacal inorgánico. La amonificación tiene lugar cinéticamente a una mayor velocidad 

que el posterior proceso de nitrificación. Esta velocidad es mayor en las zonas aerobias y 

menor si el medio es más anaeróbico (Lee y col, 2009). Otros factores que afectan a la 
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velocidad de amonificación son la temperatura, el pH, la relación C/N, la disponibilidad de 

nutrientes y la estructura del suelo (Reddy y col, 1984). El nitrógeno amoniacal 

experimenta en los humedales artificiales fenómenos de adsorción, absorción por las 

plantas y volatilización. No obstante, estos procesos contribuyen de forma limitada a su 

eliminación en relación a los procesos biológicos de nitrificación – desnitrificación y 

anammox (Lee y col, 2009). 

 

La nitrificación consiste en la oxidación quimiolitoautótrofa del amonio a nitrato. 

Este proceso tiene lugar en condiciones estrictamente aerobias, y se realiza en dos etapas: 

oxidación del amonio a nitrito y oxidación del nitrito a nitrato. Cada una de estas etapas se 

desarrolla gracias a la actividad de diferentes bacterias las cuales emplean el amonio o el 

nitrito como fuente de energía (bacterias amonio oxidantes y bacterias nitrito oxidantes 

respectivamente), el oxígeno como aceptor de electrones y el dióxido de carbono como 

fuente de carbono. Entre los géneros de bacterias amonio oxidantes se encuentran: 

Nitrosomonas, Nitrosococcus, Nitrosopira, Nitrosovibrio y Nitrosolobus. En el caso de la 

oxidación del nitrito se encuentran bacterias de los géneros Nitrospira, Nitrospina, 

Nitrococcus, Nitrocystis y Nitrobacter (Ahn, 2006). 

 

La nitrificación, seguida por la desnitrificación usualmente es el proceso más 

importante para la remoción permanente de nitrógeno en humedales que reciben aguas ricas 

en amonio (Johnston, 1991). El proceso más aceptado y utilizado corresponde con el 

proceso biológico en dos etapas de nitrificación – desnitrificación (Figura 2) que se basa en 

transformar el nitrógeno contenido en las aguas residuales en nitrógeno gas. La 

nitrificación, es la transformación del nitrógeno amoniacal en nitrato por acción de un 

conjunto de bacterias autótrofas (bacterias cuyo agente oxidante es la materia inorgánica) 

nitrificantes. Las bacterias encargadas de realizar este proceso utilizan el carbono 

inorgánico (𝐶𝑂2 o 𝐻𝐶𝑂3
−) como fuente de carbono y obtienen la energía necesaria para su 

crecimiento a partir de la oxidación del nitrógeno amoniacal (Gómez  y col, 2010; Emérita, 

2010).  
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Figura 2.- Transformaciones del nitrógeno en los procesos de tratamiento biológico (Metcalf y Eddy, 2003). 

 

La nitrificación del nitrógeno amoniacal se realiza en dos etapas llevadas a cabo por 

dos grupos diferentes de microorganismo (bacterias amonioxidantes y nitrioxidantes). Las 

correspondientes reacciones bioquímicas representativas en cada etapa son: 
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4𝐶𝑂2 + 𝐻𝐶𝑂3
− + 𝑁𝐻4

+ + 𝐻2𝑂
                    
→      𝐶5𝐻7𝑁𝑂2 + 5𝑂2 

 

 Por tanto, la reacción global representativa del proceso de nitrificación obtenida a 

partir de las reacciones de oxidación y síntesis, corresponde a: 

4𝐶𝑂2 + 𝐻𝐶𝑂3
− + 22𝑁𝐻4

+ + 37𝑂2

                    
→      𝐶5𝐻7𝑁𝑂2 + 21𝑁𝑂3

− + 20𝐻2𝑂 + 42𝐻+ 

 

 En esta reacción global se puede observar que en el proceso de nitrificación se 

produce un consumo considerable de alcalinidad, cada mg/L de 𝑁 − 𝑁𝐻4 oxidado provoca 

una disminución de 7,14 mg/L de alcalinidad expresada como 𝐶𝑎𝐶𝑂3, lo que provoca un 

importante descenso del pH del medio.  

 

En la etapa de nitrificación se consigue oxidar el nitrógeno amoniacal a nitrato, pero 

para transformar ese nitrato a nitrógeno gas y por tanto poder reducir el contenido de 

nitrógeno del agua residual, se requiere de una segunda etapa, llamada desnitrificación. En 

humedales que reciben nitrato como la forma dominante de nitrógeno, como por ejemplo 

las aguas provenientes de zonas agrícolas, usualmente la desnitrificación es el proceso más 

importante (Johnston, 1991; Vymazal, 2001). El mecanismo de desnitrificación biológica 

consiste en el empleo por parte de bacterias generalmente heterótrofas de compuestos 

oxidados del nitrógeno (nitrato y nitrito) como aceptor final de electrones en ambientes con 

escasa concentración de oxígeno, dando lugar a la formación de nitrógeno molecular. 

Mediante este proceso se estima que se elimina entre el 60 y 95% del nitrógeno total en los 

humedales (Lee y col, 2009). La ruta clásica de desnitrificación implica la participación de 

bacterias principalmente heterótrofas. Esto no excluye a algunos organismos autótrofos que 

también pueden realizar el proceso de desnitrificación, entre las que se encuentra el grupo 

de las Nitrosomonas capaces de realizar la nitrificación y la desnitrificación de forma 

simultánea (Schmidt y col, 2003). 

 

 Para que este proceso tenga lugar de forma eficiente, es fundamental mantener 

condiciones anóxicas, ya que las bacterias heterótrofas facultativas prefieren utilizar el 

oxígeno como aceptor de electrones antes que el nitrato. El crecimiento bacteriano en 
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presencia de nitrato resulta menos eficiente que el crecimiento en presencia de oxígeno, ya 

que no se genera la misma cantidad de energía en forma de ATP por unidad de DQO 

degradada (Brock, 1994). 

 

 La reacción general de desnitrificación utilizando metanol como fuente de carbono, 

se representa a partir de la siguiente ecuación: 

6𝑁𝑂3
− + 5𝐶𝐻3𝑂𝐻

                    
→      3𝑁2 + 5𝐶𝑂2 + 7𝐻2𝑂 + 6𝑂𝐻− 

 

 Si en la reacción anterior se considera la síntesis de biomasa (𝐶5𝐻7𝑁𝑂2), la 

degradación de la materia orgánica del agua residual como fuente de carbono (considerada 

como 𝐶10𝐻19𝑂3𝑁) y el consumo de nitrógeno amoniacal como nutriente, la reacción global 

de eliminación de nitrato se puede escribir como (WEF y ASCE, 1998): 

𝑁𝑂3
− + 0,345𝐶10𝐻19𝑂3𝑁 + 𝐻+ + 0,267𝐻𝐶𝑂3

− + 0,267𝑁𝐻4
+

          
→  0,612𝐶5𝐻7𝑂2𝑁 +0,5𝑁2 + 0,655𝐶𝑂2 + 2,3𝐻2𝑂 

 

 Como se puede observar en esta reacción, el proceso de desnitrificación compensa 

la disminución de la alcalinidad del proceso de nitrificación, ya que en la desnitrificación 

aumenta el pH. Este aumento del pH se produce como consecuencia del consumo de 

protones (Sedlak, 1991). 

 

La fijación de nitrógeno es un proceso bacterial en el cual se transforma nitrógeno 

gaseoso gas en amonio, sin embargo, este proceso generalmente no tiene una influencia 

significativa sobre las tasas de remoción de nitrógeno que se manejan en humedales 

artificiales para tratamiento de aguas (Kadlec y Knight, 1996).  

 

 La asimilación de nitrógeno, es la transformación de nitrógeno inorgánico a 

nitrógeno orgánico en células y tejidos. La asimilación por parte de las plantas solamente 

ocurre en un pequeño porcentaje del total de remoción de nitrógeno cuando la carga de 

nitrógeno es alta (Tanner y col, 1995), el cual es el caso de la mayoría de los humedales 

artificiales de agua libre (Kadlec y Knight, 1996). Por otro lado, este tipo de asimilación no 

juega un papel importante en la remoción anual de nitrógeno, además el nitrógeno 
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asimilado por las plantas usualmente es liberado durante su descomposición (Johnston, 

1991). Sin embargo, el consumo de nitrógeno por parte de las plantas puede contribuir a la 

dinámica estacional de remoción de nitrógeno durante períodos de crecimiento con rápido 

consumo de nitrógeno (Bastviken, 2006).  

 

 La volatilización del amonio es un proceso fisicoquímico en el cual, el amonio en el 

equilibrio amoniaco – amonio es transportado a la fase gaseosa. Este proceso puede ser 

importante en humedales con altas temperaturas y pH, aunque las pérdidas de amonio por 

volatilización usualmente son pequeñas si el pH es inferior a 8 (Reddy y Patrick, 1984). 

Otros flujos de nitrógeno que pueden ocurrir en un humedal son la sedimentación y 

resuspensión de varias formas de nitrógeno. El nitrógeno orgánico que se encuentra en los 

sedimentos, hace al nitrógeno menos disponible para plantas y microorganismos, mientras 

que la liberación de nitrógeno desde la biomasa durante su descomposición haría que los 

nutrientes estuviesen disponibles nuevamente (Bastviken, 2006).  

 

Modelación matemática en el tratamiento de aguas residuales. 

Un modelo matemático, es una formulación idealizada que representa la respuesta 

de un sistema físico ante un estímulo externo, generalmente lo forman un conjunto de 

ecuaciones diferenciales donde se relacionan las variables de estado del proceso de manera 

que su resolución proporciona la trayectoria seguida por estas variables en el tiempo. Estas 

ecuaciones son el resultado de la combinación de las ecuaciones de conservación de 

materia y energía con las ecuaciones de velocidad de los procesos implicados, que pueden 

ser físicos, químicos y/o biológicos (Emérita, 2010; Martín y Marzal, 1999). La definición 

del modelo también puede incorporar una serie de restricciones propias del modelo, como 

las leyes de equilibrio u otras restricciones externas referentes a la legislación o normas de 

seguridad; una vez formulado el modelo, éste se puede resolver y comparar con datos 

experimentales. Las diferencias observadas pueden ser utilizadas para refinar e incluso 

redefinir el modelo hasta conseguir una buena representación de los hechos experimentales. 
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De manera general, la evolución de una variable de estado con el tiempo viene 

definida por una ecuación diferencial ordinaria del tipo: 

𝑑𝑥

𝑑𝑡
= 𝑓(𝑥, 𝑢, 𝑡, 𝜃)   𝑥𝑡=0 = 𝑥0 

 

 Donde 𝑓 hace referencia a la estructura matemática del modelo, 𝑥 representa el 

vector de variables de estado implicadas en el sistema, 𝑢 hace referencia a las entradas del 

sistema y 𝜃 es el conjunto de parámetros del modelo. 

 

 Independientemente de la estructura del modelo, las ecuaciones matemáticas que 

relacionan las entradas y salidas contienen tres tipos de constituyentes: variables, constantes 

y parámetros. Las variables están formadas por las entradas y salidas del modelo y las 

diferentes variables de estado, mientras que la diferencia entre constantes y parámetros es 

menos evidente. Generalmente se consideran constantes todos aquellos parámetros que 

nunca cambian su valor en todas las posibles aplicaciones del modelo. Parámetros son 

entonces los constituyentes del modelo cuyo valor puede cambiar según las características 

del sistema donde se aplica, de manera que su determinación para cada caso particular es 

imprescindible (Emérita, 2010). 

 

 El desarrollo histórico de los modelos de calidad de aguas, ha estado íntimamente 

ligado con los tipos de sustancias contaminantes cuyo conocimiento permitía su estudio y 

tipo de sistema que se pretendía modelar (Martín y Marzal, 1999). Estos modelos iniciaron 

desde la pionera investigación de Streeter y Phelps, (1925); quienes desarrollaron un 

balance entre la tasa de incremento de oxígeno disuelto en el agua desde la reaireación y la 

tasa de consumo de oxígeno disuelto en el agua, desde la estabilización de un residuo 

orgánico en el cual la tasa de desoxigenación de la demanda bioquímica de oxígeno, fue 

expresada como una reacción empírica de primer orden, estableciendo el clásico modelo de 

consumo de oxígeno disuelto.  
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 El desarrollo de modelos empíricos en el campo de calidad de aguas, se inició con 

los trabajos de Vollenwieder, (1968, 1975); donde a partir de una recolección de datos de 

vertido de fósforo a lagos, profundidad, tiempos de residencia y estado trófico de los 

mismos, estableció una correlación entre estas variables de forma que se podía determinar 

el grado de eutrofización que podía llegar a tener un lago sometido a cierto vertido; en 

conclusión, se podía determinar su capacidad de asimilación. Esta aproximación partió de 

la evidencia real de que los lagos profundos son menos susceptibles a la eutrofización que 

los someros y de la suposición de que el fósforo actúa como nutriente limitante en estos 

sistemas.  

 

 Los modelos empíricos establecen una serie de relaciones, por lo general mediante 

técnicas de correlación, entre las distintas variables que intervienen en un proceso a partir 

de un gran número de datos experimentales, en el estudio de eutrofización en lagos, estas 

aproximaciones han tenido un notable desarrollo y una aplicación válida (Martín y Marzal, 

1999). 

 

 Duke, (1973), en investigación conjunta con la USEPA, presenta el QUAL – II, un 

modelo matemático computacional para ríos, en cuyo esquema de trabajo se dividía el río 

en celdas interconectadas, se establecía una resolución numérica de la ecuación diferencial 

en una dimensión y presentaba soluciones dinámicas a problemas de eutrofización e 

intercambio de calor. Luego Di Toro y Sifitzpartic, (1983), igualmente en colaboración con 

la USEPA, presentan el WASP, un modelo matemático computacional para ríos, estuarios, 

lagos y zonas costeras, con un esquema de trabajo muy parecido al QUALII, pero con la 

mejora añadida de que las soluciones dinámicas que este modelo arrojaba incluían 

problemas de toxicidad de compuestos orgánicos y metales pesados, además de una 

introducción detallada de procesos de intercambio con el sedimento.  

 

 Las tendencias actuales apuntan al desarrollo de modelos biológicos cuyos 

parámetros varían en función de la evolución del tipo de microorganismos presentes; 

modelos de eutrofización en donde se consideran la introducción de varias especies de 
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fitoplancton, zooplancton y peces, y el empleo de modelos basados en redes neuronales 

(Martín y Marzal, 1999). 

 

 Modelación de los procesos biológicos. 

Los procesos biológicos consisten en transformaciones bioquímicas que realizan los 

microorganismos durante su crecimiento. La modelación matemática de estos procesos de 

crecimiento es fundamental para simular el funcionamiento del ecosistema que se esté 

estudiando. El grado de detalle con que se describe los procesos determina la complejidad 

final del modelo, pero también el grado de variabilidad de sus parámetros (Emérita, 2010). 

 

 Bases del crecimiento microbiano. La cinética de Monod 

 La mayor parte de los modelos desarrollados para la simulación de los procesos 

biológicos de degradación se basan en el modelo empírico de crecimiento propuesto por 

Monod a mediados del siglo XX (Monod, 1942). Este modelo fue el primero en introducir 

el concepto de sustrato limitante en el crecimiento (𝑆): 

𝜇 = 𝜇𝑚𝑎𝑥 ∗
𝑆

𝐾𝑆 + 𝑆
 

 

 Según este modelo, los microorganismos crecen de manera exponencial siempre y 

cuando no haya limitaciones de sustrato en el medio. Por tanto, la velocidad de crecimiento 

de los microorganismos (𝑋) vendrá definida por la siguiente ecuación diferencial: 

𝑑𝑋

𝑑𝑡
= 𝜇 ∗ 𝑋 = 𝜇𝑚𝑎𝑥 ∗

𝑆

𝐾𝑆 + 𝑆
∗ 𝑋 

 

 En la expresión cinética de Monod, la velocidad específica de crecimiento (𝜇) viene 

dada en función de la concentración de sustrato que limita el crecimiento mediante dos 

parámetros: la velocidad específica máxima de crecimiento (𝜇𝑚𝑎𝑥) y el coeficiente de 

afinidad por el sustrato (𝐾𝑆). El significado biológico de los parámetros es el siguiente: 

𝜇𝑚𝑎𝑥 indica la velocidad máxima de crecimiento en condiciones donde el sustrato no limita 
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el crecimiento y 𝐾𝑆 hace referencia a la concentración de sustrato que hace que la velocidad 

específica de crecimiento sea la mitad de su valor máximo. 

 

 La aplicación del modelo de Monod a medios en los que el crecimiento de los 

microorganismos puede estar limitado por más de un tipo de sustrato o por la presencia de 

compuestos inhibidores del crecimiento ha llevado a posteriores modificaciones en la 

ecuación cinética del crecimiento (Emérita, 2010). 

 

Para tener en cuenta la limitación de crecimiento por varios sustratos Dochain y 

Vanrolleghem, (2001) propusieron dos tipos de modelos alternativos: 

 Modelos interactivos. En estos modelos se supone que ambos nutrientes controlan 

la velocidad de reacción en forma simultánea. Se propone la “ecuación múltiple de 

Monod”: 

𝜇 = �̂� ∗ (
𝑆𝑆1

𝑆𝑆1 + 𝐾𝑆1
) ∗ (

𝑆𝑆2

𝑆𝑆2 + 𝐾𝑆2
) 

 

El valor de la tasa de crecimiento depende de los dos sustratos involucrados. En 

cualquier caso las concentraciones de los sustrato 𝑆1 y 𝑆2 son tal que ambos términos son 

inferiores a la unidad, ambos sustratos actúan reduciendo 𝜇 por debajo de �̂�. 

 

 Modelos no‐interactivos. En este caso se considera que solo uno de los sustratos es 

limitante. De esta forma la tasa de crecimiento será la mínima obtenida por las 

funciones de Monod independientes de cada sustrato. 

𝜇 = 𝑚𝑖𝑛 (
�̂�𝑆𝑆1

𝑆𝑆1 + 𝐾𝑆1
,

�̂�𝑆𝑆2

𝑆𝑆2 + 𝐾𝑆2
) 

 

En la modelación de los procesos que tienen lugar en los sistemas de tratamiento de 

aguas residuales suele emplearse los modelos interactivos, ya que este tipo de formulación 

es apropiada cuando los sustratos limitantes son el dador y aceptor de electrones. En cuanto 
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a la inhibición del crecimiento, esta puede ser incluida en los modelos de diversas formas 

en función del tipo de inhibición de la sustancia correspondiente (Llavador, 2006): 

 

 Inhibición no competitiva: 

𝐾𝐼,𝑖

𝐾𝐼,𝑖 + 𝑆𝑖
     

𝑆𝑖 = 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑠𝑡𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑖𝑛ℎ𝑖𝑏𝑖𝑑𝑜𝑟𝑎  

𝐾𝐼,𝑖 = 𝑐𝑜𝑒𝑓𝑖𝑐𝑖𝑒𝑛𝑡𝑒 𝑑𝑒 𝑖𝑛ℎ𝑖𝑏𝑖𝑐𝑖ó𝑛 

 

 Inhibición competitiva: 

𝑆𝑗

𝑆𝑗 + 𝐾𝑆,𝑗 ∗ (1 +
𝑆𝑖

𝐾𝐼,𝑖
)
  

La sustancia inhibidora 𝑖 compite con el sustrato 𝑗. 𝐾𝐼,𝑖 representa el valor de 𝑆𝑖 que 

provoca un aumento de 𝐾𝑆,𝑗 al doble de su valor. 

 

 Inhibición acompetitiva: 

𝑆𝑗

𝐾𝑆,𝑗 + 𝑆𝑗 ∗ (1 +
𝑆𝑖

𝐾𝐼,𝑖
)
 

Caso similar al anterior, pero aquí el grado de inhibición también es función de la 

cantidad de sustrato presente. El tipo de inhibición más utilizada en el campo de los 

tratamientos de aguas residuales es la inhibición no competitiva, la cual puede venir dada 

por una sustancia externa, por un producto formado por el propio proceso o por el mismo 

sustrato del proceso en cantidades elevadas. 

 

 Estequiometria y cinética de los procesos biológicos. 

Las transformaciones que llevan a cabo los microorganismos pueden describirse por 

medio de reacciones bioquímicas. Por lo tanto, dichas transformaciones quedan definidas  

mediante relaciones estequiométricas y ecuaciones cinéticas. Según Emérita, (2010), las 

relaciones estequiométricas se expresan en unidades molares siendo su fórmula general: 
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𝑎1𝐴1 + 𝑎2𝐴2 + ⋯+ 𝑎𝑘𝐴𝑘

                    
→       𝑎𝑘+1𝐴𝑘+1 + 𝑎𝑘+2𝐴𝑘+2 + ⋯+ 𝑎𝑚𝐴𝑚 

 

donde 𝑎1 hasta 𝑎𝑘 representan los coeficientes estequimétricos de cada uno de los reactivos 

(𝐴1 hasta 𝐴𝑘). De la misma forma, los productos de la reacción química (desde 𝐴𝑘+1 hasta 

𝐴𝑚) tienen asociados sus correspondientes coeficientes estequiométricos (desde 𝑎𝑘+1 hasta 

𝑎𝑚). 

 

En cambio, en el tratamiento biológico de aguas residuales las unidades molares no 

se suelen utilizar, expresando normalmente las relaciones estequiométricas en unidades 

másicas. Además, al escribir las reacciones químicas se suele normalizar los coeficientes 

estequiométricos en base a uno de los reactivos utilizados o productos formados. Por 

ejemplo, si se normaliza en base al reactivo 𝐴1, la reacción se convierte en: 

𝐴1 + 𝜗2𝐴2 + ⋯+ 𝜗𝑘𝐴𝑘

                
→    𝜗𝑘+1𝐴𝑘+1 + 𝜗𝑘+2𝐴𝑘+2 + ⋯+ 𝜗𝑚𝐴𝑚 

 

Los coeficientes estequiométricos normalizados (𝜗𝑖) se calculan del siguiente modo: 

𝜗𝑖 =
𝑎𝑖

𝑎1
 

 

La reacción química cumple el balance de masas, es decir, se puede reescribir de la 

siguiente manera: 

(−1)𝐴1 + (−𝜗2)𝐴2 + ⋯+ (−𝜗𝑘)𝐴𝑘 + 𝜗𝑘+1𝐴𝑘+1 + 𝜗𝑘+2𝐴𝑘+2 + ⋯+ 𝜗𝑚𝐴𝑚 = 0 

 

Los coeficientes estequimétricos de los reactivos tienen signo negativo (se 

consumen) y de los productos positivos (se forman). Puesto que hay una relación entre los 

reactivos que se consumen y los productos que se forman, también existe una relación entre 

las variables a las que son consumidos o formados. Si se define 𝑟𝑖 como la velocidad de 

transformación del componente 𝑖 y 𝑟 como la velocidad de la reacción química, la relación 

queda expresada del siguiente modo (Emérita, 2010): 

𝑟1
(−1)

=
𝑟2

(−𝜗2)
= ⋯ =

𝑟𝑘
(−𝜗𝑘)

=
𝑟𝑘+1

(−𝜗𝑘+1)
= ⋯ =

𝑟𝑚
(−𝜗𝑚)

= 𝑟 
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donde 𝑟𝑖 es la velocidad de consumo de los reactivos 𝐴𝑖 para 𝑖 = 1,⋯ , 𝑘  y la velocidad de 

formación de los productos 𝐴𝑖 para 𝑖 = 𝑘 + 1,⋯ ,𝑚. 

 

Por regla general, en el tratamiento biológico de aguas residuales un componente 

𝑖 (𝑖 = 1,⋯ , 𝑘) participa en más de una reacción química 𝑗 (𝑗 = 1,⋯ , 𝑛), pudiendo ser 

reactivo en unas y producto en otras (Emérita, 2010): 

(−1)𝐴1 + (−𝜗2,1)𝐴2 + ⋯+ (−𝜗𝑘,1)𝐴𝑘 + 𝜗𝑘+1𝐴𝑘+1 + ⋯+ 𝜗𝑚,1𝐴𝑚 = 0          𝑟1 

(−𝜗1,2)𝐴1 + (−𝜗2,2)𝐴2 + ⋯+ (−1)𝐴𝑘 + 𝜗𝑘+1,2𝐴𝑘+1 + ⋯+ 𝜗𝑚,2𝐴𝑚 = 0        𝑟2 

⋯+ ⋯+ ⋯+ ⋯+ ⋯+ ⋯+ ⋯ = 0 

(−𝜗1,𝑛)𝐴1 + (−𝜗2,𝑛)𝐴2 + ⋯+ (−𝜗𝑘,𝑛)𝐴𝑘 + 𝜗𝑘+1𝐴𝑘+1 + ⋯+ (−1)𝐴𝑚 = 0    𝑟𝑛 

 

El coeficiente 𝜗𝑖,𝑗 representa el coeficiente estequiométrico normalizado del 

componente 𝑖 en la reacción química 𝑗. Por lo tanto, la velocidad de transformación de un 

componente 𝑖 (𝑟𝑖) se obtendrá de la suma de todas las velocidades de las reacciones en las 

que participa multiplicadas por su coeficiente estequiométrico en dicha reacción (Emérita, 

2010). 

𝑟𝑖 = ∑𝜗𝑖,𝑗 ∗ 𝑟𝑗

𝑛

𝑗=1

 

 

Si el resultado es un valor negativo, el componente 𝑖 desaparecerá en el proceso 

global. En cambio, si 𝑟𝑖 es positivo el componente 𝑖 se estará formando. 

 

 Formato y notación. 

Muchos de los modelos cinéticos describen sistemas complejos, en los que la 

mayoría de sus componentes participan en más de un proceso dificultando el seguimiento 

de sus transformaciones. Para la presentación de los modelos de forma clara, sencilla y 

estructurada, se utiliza la notación matricial. En 1987, la IAW Task Group optó por esta 

modalidad en el desarrollo del modelo ASM1 (Activated Sludge Model Nº1), (Henze y col, 

1987), demostrando su gran utilidad. 
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Este tipo de notación se basa en colocar los coeficientes estequiométricos 𝜗𝑖,𝑗 en 

una tabla, conocida como matriz de Petersen, indicando como varía cada componente 𝑖, 

presentado en columnas sucesivas, en cada uno de los procesos 𝑗, presentado en filas 

sucesivas. En la Cuadro 4, se puede ver un ejemplo de esta notación con el crecimiento de 

las bacterias heterótrofas en un medio aerobio utilizando sustrato soluble orgánico como 

fuente de energía y materia. En el ejemplo mostrado todos los coeficientes están 

normalizados respecto al correspondiente a la biomasa. Como se puede ver en la tabla el 

valor del coeficiente es cero cuando el componente no participa en el proceso, negativo 

cuando dicho componente se consume y positivo cuando se genera. Además de los 

coeficientes estequiométricos se debe presentar en la matriz o fuera de ella la ecuación de 

velocidad para cada uno de los distintos procesos. 

Cuadro 4.- Notación matricial para el crecimiento de las bacterias heterótrofas bajo condiciones aerobias 

Componente 𝑖 → 1 2 3 
Velocidad de 

crecimiento 

Proceso 𝑗 ↓ 𝑋𝐵 𝑆𝑆 𝑆𝑂 𝑟𝑗 

 
Biomasa 

(mg DQO/L) 

Sustrato       

(mg DQO/L) 

Oxígeno 

disuelto  

 (mg DQO/L) 

(mg DQO/L) 

Crecimiento 

aerobio 
1 −

1

𝑌
 −

1 − 𝑌

𝑌
 𝜇 ∗

𝑆𝑆

𝐾𝑆 + 𝑆𝑆
∗ 𝑋𝐵 

Lisis −1 1  𝑏 ∗ 𝑋𝐵 

Fuente: Emérita, 2010 

 

La aparición del modelo ASM1 supuso, además de la aparición de un nuevo 

concepto de simulación dinámica de los procesos de tratamiento de las aguas residuales, un 

creciente avance en la estandarización de la notación y estructura de los modelos. La 

notación utilizada permite distinguir entre los componentes solubles, representados por una 

"𝑆" seguida del subíndice que representa cada componente y los componentes particulados, 

representados con una "𝑋" seguida de su correspondiente subíndice. Por lo que respecta a 
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los parámetros del modelo, cabe distinguir entre parámetros estequiométricos y parámetros 

cinéticos. Los parámetros estequiométricos son aquellos que se utilizan para el cálculo de 

los coeficientes estequiométricos de cada proceso, como rendimiento de microorganismos, 

representado por una "𝑌" seguida del subíndice relativo a cada tipo de microorganismos 

considerado en el modelo. Los parámetros cinéticos son aquellos que se utilizan en las 

expresiones cinéticas de cada proceso, como la velocidad de crecimiento máxima de cada 

microorganismo, representada por una "𝜇" seguida del subíndice relativo  al tipo de 

microorganismo (Henze y col, 2000). 

 

La notación matricial permite comprobar las ecuaciones de continuidad o 

conservación en las filas de la matriz. Las ecuaciones de conservación se aplican a la masa, 

cargas eléctricas, DQO, SST, N y P para asegurar que ninguno de estos términos se crea ni 

se destruye, tan solo se transforman. La ecuación de continuidad válida para cualquier 

proceso 𝑗 y todas las variables (𝑐) sujetas a conservación, tiene la siguiente forma: 

∑𝜗𝑖,𝑗 ∗ 𝑖𝑐,𝑖
𝑖

= 0 

donde 𝜗𝑖,𝑗 es el coeficiente estequiométrico del componente 𝑖 en el proceso 𝑗 e 𝑖𝑐.𝑖 indica el 

contenido en material 𝑐 del componente 𝑖. Este factor permite el paso de las unidades del 

componente 𝑖 a las de la variable 𝑐 a la cual se aplica la ecuación de conservación (Henze y 

col, 2000). 

 

  Estas ecuaciones de continuidad resultan de gran utilidad para el cálculo de algunos 

coeficientes estequiométricos, siempre y cuando se conozca el resto. De este modo, se 

ahorra su determinación experimental. En los modelos de fangos activados más utilizados, 

la ecuación de continuidad de la DQO se utiliza para determinar el coeficiente 

estequiométrico del oxígeno. 

 

 Modelos existentes en  el tratamiento de aguas residuales. 

Los modelos biológicos para la descripción de fangos activados han evolucionado 

en gran medida desde los primeros modelos, donde sólo se consideraba la eliminación de 
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materia orgánica (Mckinney, 1962), hasta los más actuales, donde se han ido incorporando 

progresivamente nuevos procesos para tener en cuenta también la eliminación biológica de 

nitrógeno y fósforo. 

 

A principios de los años 80, la International Water Association (IWA), organizó un 

grupo de trabajo para revisar los distintos modelos existentes de fangos activados e 

incorporar los procesos de nitrificación y desnitrificación. Fruto de esta iniciativa, en el año 

1986 aparece la primera versión del modelo (Grady y col, 1986), que posteriormente sería 

publicado con el nombre de Activated Sludge Model Nº 1 (ASM1) (Henze y col, 1987). 

Este modelo considera dos grupos de bacterias (autótrofas y heterótrofas) y divide la 

actividad de los microorganismos en los siguientes procesos: crecimiento de las bacterias 

heterótrofas en condiciones aerobias y en condiciones anóxicas (desnitrificación), 

crecimiento de las bacterias autótrofas, lisis de las bacterias heterótrofas, lisis de las 

bacterias autótrofas, amonificación del nitrógeno orgánico soluble, hidrólisis de la materia 

orgánica suspendida e hidrólisis del nitrógeno orgánico suspendido. 

 

 Posteriormente, el modelo ASM1 fue revisado y actualizado con la finalidad de 

corregir los defectos y limitaciones de este. La nueva versión de este modelo se denominó 

Activated Sludge Model Nº 3 (ASM3) (Gujer y col, 1999). Una de las características más 

destacadas de este nuevo modelo es que el proceso de degradación de la materia orgánica 

soluble está divido en dos etapas: una primera en que la materia orgánica soluble es 

almacenada en el interior de la bacteria y una segunda etapa, en la cual ésta es asimilada 

por el organismo. Además el nitrógeno orgánico no es considerado como un elemento 

independiente sino que forma parte de la materia orgánica, de manera que los procesos de 

hidrólisis del nitrógeno orgánico suspendido y la amonificación quedan implícitos en los 

procesos de hidrólisis de la materia orgánica suspendida y degradación de la materia 

orgánica soluble, respectivamente. Otra novedad importante de este modelo consiste en 

considerar que las bacterias tienen una velocidad de lisis en condiciones anóxicas menor 

que en condiciones aerobias. Contrario al ASM1, el ASM3 no considera el crecimiento de 
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las bacterias heterótrofas directamente a partir del sustrato y tampoco tiene en cuenta los 

procesos de eliminación biológica de fósforo. 

 

 El primer modelo que consideró los procesos de eliminación de fósforo fue 

publicado en 1988 por el grupo de investigación de la Universidad de Cape Town. 

Posteriormente el grupo de trabajo en modelación matemática de la IWA se encargó del 

desarrollo de un modelo de consenso para la simulación de los procesos de fangos 

activados con eliminación biológica de materia orgánica, nitrógeno y fósforo. Así, en el año 

1995 se publicó el modelo Activated Sludge Model Nº 2 (ASM2) (Henze y col, 1995). 

 

 El modelo ASM2 incluye un tercer grupo de bacterias (PAO) encargadas de la 

eliminación biológica de fósforo, incluyendo los siguientes procesos de: almacenamiento 

de PHA (polihidroxialcanoatos), almacenamiento de PP (polifosfatos) en condiciones 

aerobias, crecimiento de bacterias en condiciones aerobias, lisis de las bacterias PAO, 

ruptura del PHA asociada a la lisis y ruptura de PP asociada a la lisis. En este modelo la 

hidrólisis de fósforo orgánico y posterior transformación a ortofosfato fue incluida de 

manera implícita, igual que para el caso del nitrógeno, en los procesos de hidrólisis de la 

materia orgánica particulada y la degradación de la materia orgánica soluble, 

respectivamente. De esta manera, la estequiometría de estos procesos es la que determina la 

cantidad de fosfato y amonio liberados al medio después de los procesos de hidrólisis y 

degradación de la materia orgánica. El ASM2 va a incorporar también los procesos de 

hidrólisis y fermentación en condiciones anaerobias, necesarios para poder simular la 

generación de ácidos volátiles a partir de la degradación anaerobia de la materia orgánica 

fermentable. Se tiene en cuenta también en el modelo los procesos de precipitación y 

redisolución, que permiten simular la eliminación química de fosforo por precipitación con 

sales de hierro y aluminio (Emérita, 2010). 

 

 Sin embargo, el ASM2 no consideraba la capacidad desnitrificante por parte de las 

bacterias PAO que fue ratificado por diversos autores con posterioridad a su publicación e 

incorporado en diversos modelos alternativos al modelo de la IWA (Baker y Dold, 1997; 
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Maurer y Gujer, 1998). Para tener en cuenta este hecho, la IWA publicó una extensión del 

modelo ASM2 con el nombre de Activated Sludge Model Nº 2d (AMS2d) (Henze y col, 

1999), que incorpora los procesos de almacenamiento del PP y crecimiento de las bacterias 

PAO en condiciones anóxicas. El ASM2d es el modelo más ampliamente aceptado por la 

comunidad científica para representar los procesos de eliminación biológica de materia 

orgánica, nitrógeno y fósforo. 

 

 Paralelamente a los trabajos desarrollados por la IWA, existen otros grupos de 

investigación que han desarrollado otros modelos para los procesos de fangos activados. 

Destacar los modelos propuestos por el grupo de investigación de la Universidad de Delft y 

el grupo de investigación de la EAWAG (Swiss Federal Institute for Environmental 

Science and Technology, siglas en alemán). El grupo de la Universidad de Delft propuso un 

modelo con un enfoque diferente al de la IWA. Este modelo está basado en los mecanismos 

bioenergéticos y en la estequiometría de los procesos metabólicos de los microorganismos 

(Smolders y col, 1994a, 1994
a
; Smolders, 1995). Por otro lado, el grupo de investigación de 

la EAWAG incluyó en su modelo los procesos de precipitación del fósforo inducido 

biológicamente por las bacterias PAO (Maurer y col, 1999).  

 

Modelos propuestos 

Modelo I. Cinética del nitrógeno. 

Martín y Marzal, (1999), estudiando los modelos de eutrofización de cuerpos de 

agua, proponen el término 𝑆𝐾, expresión fuente/sumidero la cual representa las posibles 

entradas y/o salidas de la sustancia en estudio, no asociadas al transporte convectivo - 

dispersivo que puedan producirse por unidad de tiempo y volumen de fluido, para las 

distintas formas del nitrógeno; este incluye los siguientes procesos:  

(a) Amonificación: mineralización del nitrógeno orgánico disuelto por parte de 

microorganismos y transformación a nitrógeno amoniacal (Martin y Marzal, 1999; Bowie y 

col, 1985).  
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(b) Nitrificación: oxidación de amonio a nitrato (𝑁𝑂3
−) directamente (proceso de 

una etapa); o a nitrito (𝑁𝑂2
−) y luego a nitrato (proceso de dos etapas). Está producido por 

bacterias autótrofas (Nitrosomonas) que emplean estas reacciones como fuente de energía, 

y bacterias del género Nitrobacter. La velocidad de crecimiento de las bacterias autótrofas 

es sensiblemente inferior a la de las heterótrofas; además, la conversión de nitritos a 

nitratos es mucho más rápida que la de amonio a nitratos (Martin y Marzal, 1999; Bowie y 

col, 1985).  

 

(c) Desnitrificación: reducción del nitrato a nitrógeno gaseosos en condiciones 

anóxicas. También se genera óxido nítrico, pero dado que no suele tener mucha 

importancia en la calidad del agua no se suele considerar. Si las condiciones del medio son 

anóxicas puede ser un mecanismo de eliminación importante en los sedimentos (Martin y 

Marzal, 1999; Bowie y col, 1985).  

 

(d) Consumo por parte del fitoplancton: amonio y/o nitratos son consumidos y 

acumulados en forma orgánica por el fitoplancton. El nitrógeno inorgánico es acumulado 

por las plantas durante su crecimiento fotosintético. Tanto el amonio como el nitrato son 

acumulados, con preferencia del amonio sobre formas oxidadas de nitrógeno (Martin y 

Marzal, 1999; Bowie y col, 1985). 

 

(e) Fijación de nitrógeno atmosférico: reducción de 𝑁2 a compuestos amoniacales 

por las cianobacterias, este es una importante entrada de acumulación de nitrógeno en 

cuerpos de agua, que materialmente afecta la dinámica del nitrógeno. Puede ser una fuente 

de nitrógeno importante en el sistema. En cualquier caso, el consumo de nitrógeno 

inorgánico disuelto existente, es prioritario sobre la fijación de nitrógeno (Martin y Marzal, 

1999; Bowie y col, 1985). 

 

(f) Partición entre amonio y amoníaco no ionizado: ciertas formas de amonio no 

ionizado son tóxicas para numerosas formas de vida, incluso a bajas concentraciones. Se 
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considera que el amonio no ionizado está en equilibrio con el amonio y los iones hidróxido 

(Martin y Marzal, 1999). 

 

o Nitrógeno orgánico [𝑵𝑶] 

La concentración del nitrógeno orgánico aumenta en la columna de agua a partir del 

fitoplancton muerto que se descompone y disminuye su mineralización, y por la 

sedimentación del nitrógeno orgánico particulado. Se admite que parte del fitoplancton 

muerto no se transforma en nitrógeno orgánico, sino que se mineraliza directamente a 

amonio, siendo su disponibilidad por parte del fitoplancton, casi inmediata. Por otra parte, 

la mineralización del nitrógeno orgánico depende, al igual que sucede con el fósforo, de la 

cantidad de fitoplancton presente (Martin y Marzal, 1999). La expresión cinética 𝑆𝐾𝑁𝑂 es la 

siguiente: 

𝑆𝐾𝑁𝑂 =
𝜕[𝑁𝑂]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ 𝑓𝑁𝑂 − 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20) ∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] −
𝑉𝑠𝑁𝑂 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂𝐷)

𝐻
∗ [𝑁𝑂] 

 

donde: 

𝐷: Constante de velocidad de muerte y respiración del fitoplancton (día
-1

) 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

[𝑁𝑂]: Concentración de nitrógeno orgánico (mg N/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝑓𝑁𝑂: Fracción de fitoplancton muerto que da lugar a nitrógeno orgánico 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁: Constante de mineralización del nitrógeno orgánico (día
-1

) 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁: Factor de corrección de temperatura para la mineralización del nitrógeno orgánico 

𝑋𝑁𝑅𝐶: Factor de limitación a la mineralización del nitrógeno orgánico por parte de 

fitoplancton (mg C/L) 

𝑋𝑁𝑅𝐶 =
[𝑓𝑖𝑡𝑜]

𝑘𝑚𝑁𝐶 + [𝑓𝑖𝑡𝑜]
 

𝑘𝑚𝑁𝐶: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de la 

mineralización del nitrógeno orgánico por parte del fitoplancton (mg C/L) 

𝑉𝑠𝑁𝑂: Velocidad de sedimentación del nitrógeno orgánico particulado (m/día) 
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𝑓𝑁𝑂𝐷: Fracción de nitrógeno orgánico disuelto 

𝐻: Profundidad de la columna de agua (m) 

 

o Nitrógeno amoniacal [𝑵𝑯𝟒
+] 

El contenido de nitrógeno amoniacal en la columna de agua aumenta, debido a la 

mineralización del nitrógeno orgánico y a la fracción del fitoplancton muerto cuyo 

nitrógeno se transforma en amonio, éste último disminuye debido a su consumo como 

nutriente por parte del fitoplancton y por el proceso de nitrificación. El consumo está 

afectado por la cantidad relativa de amonio y nitratos, existiendo una preferencia de 

consumo hacia el primero. En el proceso de nitrificación, la concentración de oxígeno 

disuelto actúa como limitante, de forma que a concentraciones superiores a 2 mg/L la 

reacción no se ve afectada, pero conforme disminuye la concentración de oxígeno disuelto, 

la velocidad de reacción también lo hace (Martín y Marzal, 1999). Teniendo en cuenta estas 

consideraciones y la expresión desarrollada para el nitrógeno orgánico, la expresión final 

empleada para el amonio, 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+, es la siguiente: 

𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ =

𝜕[𝑁𝐻4
+]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂) + 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20) ∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] − 𝐺 ∗ 𝐹𝑃𝑁𝐻4
+ ∗ 𝑎𝑁𝐶

− 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 ∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20) ∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇[𝑁𝐻4

+] 

 

donde: 

𝐷: Constante de velocidad de muerte y respiración del fitoplancton (día
-1

) 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

[𝑁𝑂]: Concentración de nitrógeno orgánico (mg N/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝑓𝑁𝑂: Fracción de fitoplancton muerto que da lugar a nitrógeno orgánico 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁: Constante de mineralización del nitrógeno orgánico (día
-1

) 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁: Factor de corrección de temperatura para la mineralización del nitrógeno orgánico 

𝑋𝑁𝑅𝐶: Factor de limitación a la mineralización del nitrógeno orgánico por parte de 

fitoplancton (mg C/L) 
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𝑋𝑁𝑅𝐶 =
[𝑓𝑖𝑡𝑜]

𝑘𝑚𝑁𝐶 + [𝑓𝑖𝑡𝑜]
 

𝑘𝑚𝑁𝐶: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de la 

mineralización del nitrógeno orgánico por parte del fitoplancton (mg C/L) 

𝐺: Constante de velocidad de crecimiento del fitoplancton (día
-1

) 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+: Factor de preferencia por el amonio 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+ =

[𝑁𝐻4
+] ∗ [𝑁𝑂3

−]

(𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝐻4
+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3

−])
+

[𝑁𝐻4
+] ∗ 𝑘𝑚𝑁

([𝑁𝑂3
−] + [𝑁𝐻4

+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3
−])

 

[𝑁𝐻4
+]: Concentración de amonio (mg N/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑚𝑁: Constante de semisaturación para el nitrógeno (mg N/L) 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Constante de nitrificación del amonio (día
-1

) 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Factor de corrección de temperatura para la nitrificación del amonio  

𝑋𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la nitrificación del amonio debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 

𝑋𝑁𝐼𝑇 =
[𝑂𝐷]

𝑘𝑁𝐼𝑇 + [𝑂𝐷]
 

[𝑂𝐷]: Concentración de oxígeno disuelto (mg O2/L) 

𝑘𝑁𝐼𝑇: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno a 

la nitrificación (mg O2/L) 

 

 La disponibilidad de 𝑁𝐻4
+ y 𝑁𝑂3

− muestra una significante variabilidad espacial y 

temporal en los humedales. Usualmente el 𝑁𝑂3
− es la forma de nitrógeno dominante en el 

cuerpo de agua, pero en los sedimentos se dispersa rápidamente con la profundidad del 

suelo, en consecuencia el 𝑁𝐻4
+ se encuentra como la forma dominante del nitrógeno en las 

raíces de las macrofitas (Cedergreen y Madsen, 2003) y es la forma de nitrógeno que 

comúnmente prevalece en las aguas residuales (Tylová, 2007). Tanto el 𝑁𝐻4
+ como el 𝑁𝑂3

− 

son fuentes importantes de nitrógeno y la mayoría de las plantas (superiores e inferiores), 

muestran un alto potencial de crecimiento sobre mezclas de estas formas de nitrógeno. La 

preferencia por una fuente particular de nitrógeno, puede, sin embargo, ocurrir en especies 
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de biomasa particulares en respuesta a las condiciones químicas del hábitat (Kronzucker y 

col, 1997). La biomasa vegetal que se desarrolla en los humedales muestra una preferencia 

por el consumo de 𝑁𝐻4
+ (Brix y col, 2002; Cedergreen y Madsen, 2003). Si la 

concentración de 𝑁𝑂3
− tiende a cero, el valor del Factor de Preferencia (𝐹𝑃𝑁𝐻4

+), tiende a 

uno, lo que lógicamente significa que el fitoplancton consume únicamente 𝑁𝐻4
+ para su 

crecimiento. Si la concentración de 𝑁𝐻4
+ tiene a cero, el valor de FP igualmente tenderá a 

cero, por lo que el fitoplancton consumirá el 𝑁𝑂3
− disponible. 

 

o Nitratos [𝑵𝑶𝟑
−] 

Los nitratos proceden de la nitrificación del amonio en condiciones aerobias. Su 

disminución en la columna de agua es debida a su consumo como nutriente por parte del 

fitoplancton y al proceso de desnitrificación, la cual está limitada por la presencia de 

oxígeno disuelto en el agua. Cuando la concentración de oxígeno disuelto es muy elevada, 

el factor de limitación de la desnitrificación es muy pequeño, por lo que dicho proceso 

apenas tiene lugar. Como sustancia disuelta, los nitratos se desplazan entre la columna de 

agua y el agua intersticial del sedimento, provocando un flujo cuya dirección dependerá de 

su concentración en ambos medios (Martín y Marzal, 1999). Teniendo en cuenta estas 

consideraciones y la expresión desarrollada para el nitrógeno orgánico, la expresión final 

empleada en los modelos de eutrofización para el término fuente/sumidero para los nitratos, 

𝑆𝑘𝑁𝑂3
−, es la siguiente: 

𝑆𝑘𝑁𝑂3
− =

𝜕[𝑁𝑂3
−]

𝜕𝑡
= −𝐺 ∗ (1 − 𝐹𝑃𝑁𝐻4

+) ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 + 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 ∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝐻4
+] − 𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 ∗ 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡

(𝑇−20)

∗ 𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝑂3
−] 

 

donde: 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝐺: Constante de velocidad de crecimiento del fitoplancton (día
-1

) 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+: Factor de preferencia por el amonio 
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𝐹𝑃𝑁𝐻4
+ =

[𝑁𝐻4
+] ∗ [𝑁𝑂3

−]

(𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝐻4
+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3

−])
+

[𝑁𝐻4
+] ∗ 𝑘𝑚𝑁

([𝑁𝑂3
−] + [𝑁𝐻4

+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3
−])

 

[𝑁𝐻4
+]: Concentración de amonio (mg N/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑚𝑁: Constante de semisaturación para el nitrógeno (mg N/L) 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Constante de nitrificación del amonio (día
-1

) 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Factor de corrección de temperatura para la nitrificación del amonio  

𝑋𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la nitrificación del amonio debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 

𝑋𝑁𝐼𝑇 =
[𝑂𝐷]

𝑘𝑁𝐼𝑇 + [𝑂𝐷]
 

[𝑂𝐷]: Concentración de oxígeno disuelto (mg O2/L) 

𝑘𝑁𝐼𝑇: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno a 

la nitrificación (mg O2/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡: Constante de desnitrificación (día
-1

) 

𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡: Factor de corrección de temperatura para la desnitrificación  

𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la desnitrificación del nitrato debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 

𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 =
𝑘𝑁𝑂3

−

𝑘𝑁𝑂3
− + [𝑂𝐷]

 

𝑘𝑁𝑂3
−: Constante de Michaelis para la desnitrificiación (mg O2/L) 
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Modelo II. Activated Sludge Model Nº1 (ASM1).  

Este modelo considera dos grupos de bacterias (autótrofas y heterótrofas) y divide la 

actividad de los microorganismos en los siguientes procesos (Henze y col, 2000):  

 

(a) Crecimiento de las bacterias heterótrofas en condiciones aerobias. Estos 

microorganismos utilizan la materia orgánica (𝑆) como fuente de electrones, que se oxida a 

𝐶𝑂2 y 𝐻2𝑂. Como agente oxidante utilizan oxígeno y consumen amonio en su síntesis 

celular (Gómez y col, 2010). Omitiendo los correspondientes coeficientes estequiométricos, 

el proceso completo se muestra en la siguiente reacción: 

𝑆 + 𝑁𝐻4
+ + 𝑂2 → 𝑋ℎ + 𝐶𝑂2 + 𝐻2𝑂 

 

(b) Crecimiento de bacterias heterótrofas en condiciones anóxicas 

(desnitrificación). Estos microorganismos utilizan materia orgánica (𝑆) como fuente de 

electrones, exógena o endógena, que se oxida a 𝐶𝑂2 y 𝐻2𝑂; y como aceptor de electrones 

nitrato y nitrito. El consumo de estos compuestos se produce en serie y su producto final es 

el nitrógeno gaseoso. Además, se consume el amonio utilizado en la síntesis celular 

(Gómez y col, 2010). Omitiendo los correspondientes coeficientes estequiométricos, el 

proceso completo se muestra en las siguientes reacciones: 

𝑆 + 𝑁𝐻4
+ + 𝑁𝑂3

− → 𝑋ℎ + 𝑁𝑂2
− + 𝐶𝑂2 + 𝐻2𝑂 

𝑆 + 𝑁𝐻4
+ + 𝑁𝑂2

− → 𝑋ℎ + 𝑁2 + 𝐶𝑂2 + 𝐻2𝑂 

 

(c) Crecimiento de las bacterias autótrofas aerobias, con consumo de amonio. 

Estos microorganismos, del género Nitrosomonas (𝑋𝑛𝑠), utilizan el amonio como fuente de 

electrones, además de para la síntesis celular, que oxidan a nitrito, y oxígeno como agente 

oxidante (Gómez  y col, 2010). Omitiendo los correspondientes coeficientes 

estequiométricos, el proceso completo se muestra en la siguiente reacción: 

𝑁𝐻4
+ + 𝑂2 → 𝑋𝑛𝑠 + 𝑁𝑂2

− 

 

(d) Crecimiento de las bacterias autótrofas aerobias, con consumo de nitrito. 

Estos microorganismos, del género Nitrobacter (𝑋𝑛𝑏), utilizan nitrito como fuente de 
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electrones, además de para la síntesis celular, que oxidan a nitrato, y oxígeno como agente 

oxidante. Igualmente consumen amonio en la síntesis celular (Gómez  y col, 2010). 

Omitiendo los correspondientes coeficientes estequiométricos, el proceso completo se 

muestra en la siguiente reacción: 

𝑁𝑂2
− + 𝑂2 → 𝑋𝑛𝑏 + 𝑁𝑂3

− 

 

La combinación del crecimiento de Nitrosomonas y Nitrobacter, produce la 

transformación de amonio en nitrato (nitrificación). 

 

(e) Lisis de las bacterias heterótrofas y autótrofas. Los compuestos obtenidos en 

la muerte de microorganismos, se pueden dividir en sustancias lentamente biodegradables 

(𝑋𝑝) y sustancias rápidamente biodegradables (𝑋𝑠), eliminadas por los microorganismos 

heterótrofos mediante el consumo endógeno. Tras la muerte de los microorganismos, la 

materia biodegradable es particulada, sin embargo, los microorganismos solo pueden 

alimentarse de materia soluble. Para que la materia orgánica particulada pueda ser 

consumida, debe ser hidrolizada primero, transformándose en materia orgánica soluble (𝑆) 

(Gómez  y col, 2010).  

 

Parte de la materia orgánica biodegradable, será materia nitrogenada (𝑋𝑁). Y de la 

misma manera que el sustrato biodegradable, se hidroliza a materia nitrogenada soluble 

(𝑆𝑁). Finalmente, se produce la amonificación, o transformación de esta materia 

nitrogenada soluble, en amonio (Gómez  y col, 2010). Las reacciones que tienen lugar se 

resumen a continuación: 

𝑋 → 𝑋𝑝 + 𝑋𝑠 

𝑋𝑠 → 𝑆 

𝑋𝑁 → 𝑆𝑁 

𝑆𝑁 → 𝑁𝐻4
+ 
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En el Cuadro 5 se resume de manera matricial, cada uno de los procesos y 

reacciones consideradas en el modelo ASM1. Esta representación matricial corresponde 

con la propuesta por IAW (Henze y col, 1987; Schulthess y Gujer., 1995; Gómez, y col 

2010). Las distintas reacciones corresponden con las diferentes filas y cada uno de los 

compuestos que intervienen en ellas, están definidos en una columna. Cada celda, 

corresponde con el coeficiente estequiométrico de cada compuesto en cada reacción.  

 

Parámetros estequiométricos: 

 Rendimiento heterotrófico 𝑌ℎ 

 Rendimiento autotrófico 𝑌𝑛𝑠, 𝑌𝑛𝑏 

 Fracción de producto particulado en la producción de biomasa 𝑓𝑃 

 Relación Masa de N/Masa de COD en biomasa 𝑖𝑋 

 Relación Masa de N/Masa de COD en productos desde la biomasa 𝑖𝑃 

 

Parámetros cinéticos: 

 Crecimiento y deterioro heterotrófico 𝜇ℎ, 𝐾𝑠, 𝐾𝐻2𝑂 , 𝐾𝑁𝑂3
, 𝐾𝑁𝑂2

, 𝑏ℎ 

 Crecimiento y deterioro autotrófico 𝜇𝑛𝑠, 𝜇𝑛𝑏 , 𝐾𝑁𝐻4
, 𝐾𝑁𝑂2

, 𝑏𝑛𝑠, 𝑏𝑛𝑏 

 Factor de corrección para crecimiento anóxico de heterótrofos 𝜂𝑔 

 Amonificación 𝑘𝑎 

 Hidrólisis 𝑘𝑛, 𝐾𝑋 

 Factor de corrección para hidrólisis anóxica 𝜂ℎ 

 

Componentes: 

 Sustrato rápidamente biodegradable 𝑆 

 Sustrato lentamente biodegradable 𝑋𝑆 

 Biomasa heterotrófica 𝑋ℎ 

 Biomasa autotrófica 𝑋𝑛𝑠, 𝑋𝑛𝑏 

 Aumento del producto particulado, desde el descenso de la biomasa 𝑋𝑃 

 Oxígeno 𝑂2 
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 Nitrógeno en forma de nitrato 𝑁𝑂3
− 

 Nitrógeno en forma de nitrito 𝑁𝑂2
− 

 Nitrógeno amoniacal 𝑁𝐻4
+ 

 Nitrógeno orgánico soluble 𝑆𝑁 

 Nitrógeno orgánico particulado 𝑋𝑁 
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Cuadro 5.- Representación matricial del modelo ASM1 

Fuente: Gómez, y col (2010). 

 𝑺 𝑿𝑺 𝑿𝒉 𝑿𝒏𝒔 𝑿𝒏𝐛 𝑿𝒑 𝑶𝟐 𝑵𝑶𝟑
− 𝑵𝑶𝟐

− 𝑵𝑯𝟒
+ 𝑺𝑵 𝑿𝑵  

Crecimiento Xh aerobio −1/𝑌ℎ   1    −
(1 − 𝑌ℎ)

𝑌ℎ

   −𝑖𝑥    𝜇ℎ ∗
𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋ℎ  

Crecimiento Xh anóxico (NO3) −1/𝑌ℎ   1     −
(1 − 𝑌ℎ)

1,14 ∗ 𝑌ℎ

 
(1 − 𝑌ℎ)

1,14 ∗ 𝑌ℎ

 −𝑖𝑥    𝜇ℎ ∗
𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂3

(𝐾𝑁𝑂3
+ 𝑁𝑂3)

∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ  

Crecimiento Xh anóxico (NO2) −1/𝑌ℎ   1      −
(1 − 𝑌ℎ)

1,71 ∗ 𝑌ℎ

 −𝑖𝑥    𝜇ℎ ∗
𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂2

(𝐾𝑁𝑂2
+ 𝑁𝑂2)

∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ  

Crecimiento Xns aerobio    1   −
(3,43 − 𝑌𝑛𝑠 )

𝑌𝑛𝑠

  
1

𝑌𝑛𝑠

 
−𝑖𝑥 − 1

𝑌𝑛𝑠

   𝜇𝑛𝑠 ∗
𝑁𝐻4

(𝐾𝑁𝐻4
+ 𝑁𝐻4)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑠  

Crecimiento Xnb aerobio     1  −
(1,14 − 𝑌𝑛b)

𝑌𝑛b

 
1

𝑌𝑛b

 −
1

𝑌𝑛b

 −𝑖𝑥    𝜇𝑛𝑏 ∗
𝑁𝑂2

(𝐾𝑁𝑂2
+ 𝑁𝑂2)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑏  

Muerte Xh  1 − 𝑓𝑝  −1   𝑓𝑝       𝑖𝑥 − 𝑓𝑝 ∗ 𝑖𝑝  𝑏ℎ ∗ 𝑋ℎ  

Muerte Xns  1 − 𝑓𝑝   −1  𝑓𝑝       𝑖𝑥 − 𝑓𝑝 ∗ 𝑖𝑝  𝑏𝑛𝑠 ∗ 𝑋𝑛𝑠  

Muerte Xnb  1 − 𝑓𝑝    −1 𝑓𝑝       𝑖𝑥 − 𝑓𝑝 ∗ 𝑖𝑝  𝑏𝑛𝑏 ∗ 𝑋𝑛𝑏  

Amonificación          1 −1  𝑘𝑎 ∗ 𝑆𝑁 ∗ 𝑋ℎ  

Hidrólisis Xs 1 −1           𝑘𝑛 ∗
𝑋𝑆

(𝐾𝑋 + 𝑋𝑆 𝑋ℎ )
∗  

𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
+ 𝜂ℎ ∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂3

(𝐾𝑁𝑂3
+ 𝑁𝑂3)

  

Hidrólisis Xn           1 1 𝑘𝑛 ∗
𝑋𝑁

(𝐾𝑋 + 𝑋𝑆 𝑋ℎ )
∗  

𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
+ 𝜂ℎ ∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂3

(𝐾𝑁𝑂3
+ 𝑁𝑂3)
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METODOLOGÍA 

 

Ubicación de la zona bajo estudio 

La zona propuesta para la investigación es el humedal artificial de flujo superficial 

Tancat de la Pipa, situado en el Parque Natural L’Albufera de Valencia, a 12 Km al sur de 

la ciudad de Valencia, España. El Tancat de la Pipa, es el resultado de un proyecto 

mancomunado entre la Consellería de Medio Ambiente, Agua, Urbanismo y Vivienda de la 

Generalitat Valenciana y la Confederación Hidrográfica del Júcar, en la Comunidad 

Valenciana. Su objetivo principal es la reducción del contenido de fitoplancton, tratando el 

agua desde el lago con la finalidad de mejorar el estatus ecológico del mismo, el cual está 

altamente eutrofizado desde la década de 1970. Tal como se muestra en la Figura 3, para 

este objetivo fueron transformados 0,4 Km
2
 de campos de arroz en tres sistemas 

independientes: Filtros Grandes (FG), Filtros Pequeños (fp) y F4, los cuales fueron 

plantados con macrófitas emergentes; FG y fp fueron divididos en tres cuentas en series 

(FG1, FG2, FG3, fp1, fp2 y fp3, respectivamente). El promedio de profundidad del nivel del 

agua es de 20 cm. Las celdas FG1, FG2, fp1 y fp2 fueron plantadas con Typha spp. a una 

densidad de 1 planta/m
2
 y el resto de las cuentas fueron plantadas con una mayor diversidad 

de plantas Typha spp., Scirpus spp. entre otras, pero a una densidad mucho más baja (0,25 

plantas/m
2
) (Hernández-Crespo y col, 2012).  

 

Figura 3.- Ubicación del Tancat de la Pipa y mapa del humedal artificial (Martin et al, 2013) 
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Fase I 

 A fin de cumplir con los objetivos planteados en la investigación, se realizó una 

exhaustiva revisión en libros y revistas científicas especializadas sobre trabajos e 

investigaciones realizadas en cuanto a:  

(a) Los procesos biológicos que tienen lugar en una estación depuradora de aguas 

residuales. 

(b) Las transformaciones bioquímicas que realizan los microorganismos durante su 

crecimiento y que influyen de manera directa e indirecta en los procesos depurativos 

de aguas residuales. 

(c) Las transformaciones físico – químicas que ocurren dentro de los humedales, 

direccionadas por las interacciones microorganismos – suelo – planta, como parte 

del proceso depurativo. 

(d) La descripción matemática de los procesos biológicos, físicos y químicos, que 

ocurren en sistema de tratamiento de aguas residuales.  

(e) Los modelos biológicos que se han desarrollado para la descripción de fangos 

activados en tratamientos de aguas residuales, principalmente el Activated Sludge 

Model Nº 1 (ASM1) propuesto por la International Water Association Task 

(Henzeet al., 1987; Henze et al., 2001) y la descripción de las cinéticas de 

comportamiento de contaminantes dentro de un modelo de eutrofización, detallados 

por Martín & Marzal, (1999). 

 

Fase II 

 En esta fase del trabajo se recabaron los datos, que se usaron como componentes 

físico – químicos (variables) con los que se alimentaron los modelos seleccionados. Estos 

datos corresponden al contenido de nitrógeno orgánico, nitrógeno amoniacal, nitrato, 

nitrito, oxígeno disuelto, pH y conductividad eléctrica.  
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 Toma de muestras 

Se dispuso de 4 puntos (Figura 4), ubicados uno en la entrada de agua del filtro FG1 

y el resto en las salidas del FG1, FG2 y FG3, dichos puntos fueron muestreados en intervalos 

de 2 semanas para análisis biológicos, físicos y químicos. Las muestras de agua fueron 

tomadas en botellas de plástico, previamente higienizadas; recogidas a 0,10 m de 

profundidad desde la lámina de agua presente en cada filtro, entre las 9:00 am y las 2:00 

pm, en una misma ruta. Las muestras de agua fueron analizadas en cuanto a contenido de 

materia orgánica (DQO total y soluble), nitrógeno total, amonio, nitrito, nitrato, fósforo 

total, fosfato, silicio, sólidos suspendidos totales y volátiles, turbidez y contenido de 

fitoplancton como concentración de clorofila “a” (Chl a). Además, los parámetros físico – 

químicos de temperatura del agua, pH, conductividad eléctrica y oxígeno disuelto, se 

midieron in situ. Tanto la frecuencia como la cantidad de muestras fueron definidas por el 

jefe del Laboratorio de Calidad de Agua del Instituto de Ingeniería del Agua y Medio 

Ambiente (IIAMA) de la Universidad Politécnica de Valencia, España. 

 

 Análisis de las muestras 

Con la finalidad de determinar los parámetros físico – químicos de calidad de agua, 

las muestras luego de ser tomadas en los distintos puntos del humedal, se analizaron en el 

Laboratorio de Calidad de Agua del Instituto de Ingeniería del Agua y Medio Ambiente 

(IIAMA) de la Universidad Politécnica de Valencia, España. Con estos parámetros con los 

que se alimentaron los modelos para su análisis en el software y cálculo de parámetros 

cinéticos. Siguiendo el sistema de análisis Spectroquant®, propuesto por Merck, (2005) y 

las metodologías propuestas por Apha, (1992) y EPA, (1983), para análisis de aguas, aguas 

residuales y suelos: 
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Figura 4.- Señalización de los puntos toma muestras, en los Filtros Grandes (FG’s) del Tancat de la pipa (Hernández-Crespo y col, 2012). 
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 DETERMINACIÓN DE pH (Apha, 1992; EPA; 1983) 

Método electrométrico 

Definiciones 

El pH o la actividad del ión hidrógeno indican a una temperatura dada, la intensidad 

de las características ácidas o básicas del agua. El pH se define como el logaritmo de la 

inversa de la actividad de los iones hidrógeno: 

𝑝𝐻 = −𝑙𝑜𝑔[𝐻+] 

 [H
+
] = actividad de los iones hidrógeno en mol/L. 

 

Principio 

El método consiste en la determinación de la actividad de los iones hidrógeno por 

medidas potenciométricas usando un electrodo combinado o un electrodo estándar de 

hidrógeno de vidrio con un electrodo de referencia. 

 

Equipos y materiales 

 Medidor de pH. 

 Electrodo de referencia de potencial constante y electrodo de vidrio.  

 Termómetro o sensor de temperatura para compensación automática en el 

instrumento. 

 Agitador magnético y barras agitadoras. 

 Vasos de Bohemia. 

 

Reactivos 

 Agua destilada y desionizada. 

 Agua destilada y desaireada con conductividad menor a 2 µmhos/cm. Para 

desairearla, se sometió a ebullición durante 15 minutos y luego se dejó enfriar a 

temperatura ambiente. 

 Soluciones buffer estándar de pH conocido, necesarias para calibrar el instrumento: 

a) Solución buffer de pH = 4,004 a 25 ºC. Se pesaron 10,12 g de KHC8H4O4 y se 

diluyó a 1 L en matraz aforado con agua destilada. 
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b) Solución buffer de pH = 6,863 a 25 ºC. Se pesaron 3,387 g de KH2PO4 previamente 

secado en estufa a 110 – 130 ºC durante 2 horas y 3,533 g de Na2HPO4. Se 

disolvieron y se llevó a 1 L en matraz aforado con agua destilada. 

c) Solución buffer de pH = 10,014 a 25 ºC. Se pesaron 2,092 g NaHCO3 y 2,640 g de 

Na2CO3, se disolvieron y se llevó a 1 L en matraz aforado con agua destilada. 

 

Procedimiento 

 Calibración del instrumento: Para ello se siguieron las instrucciones del medidor de 

pH. En la calibración se usaron dos soluciones buffer, una solución de pH 6,863 y 

una solución de pH 10,014 cuyo rango de pH era el esperado para las muestras a 

medir.  

 Al momento en que se realizó la medición del pH, se registró la temperatura de cada 

muestra. La medida se realizó directamente en el punto de toma de muestra, y 

cuando las condiciones de la zona no lo permitían, la medición se realizaba dentro 

del envase. Durante la medición era necesario realizar una agitación moderada para 

minimizar la entrada de dióxido de carbono y suficiente como para homogeneizar la 

muestra. 

 Una vez finalizada la medida, se enjuagaba el electrodo con agua destilada y 

desionizada y se secaba suavemente. 

 

Expresión de resultados 

Los resultados se reportaron en unidades de pH con una precisión de 0,1 y la 

temperatura con una precisión de 1 ºC. 

 

 DETERMINACIÓN DE CONDUCTIVIDAD (Apha, 1992; EPA; 1983) 

Definiciones 

La conductividad es la capacidad que posee una solución acuosa de conducir la 

corriente eléctrica, a 25 ºC. 
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Principio 

El método consiste en la medida directa de la conductividad utilizando una celda de 

conductividad previamente estandarizada con una solución de KCl. 

 

Equipos y materiales 

 Medidor de conductividad. 

 Celda de conductividad. 

 Termómetro con precisión de 0,1 ºC, en el rango de 20 – 30 ºC, o sensor de 

temperatura en el equipo. 

 Matraz aforado de 1 L. 

 Vasos de bohemia. 

 

Reactivos 

 Agua destilada y desionizada. 

 Solución estándar de KCl 0,01 M: Se disolvió en agua destilada, 0,7456 g de 

cloruro de potasio (KCl) previamente secado en estufa a 105 ºC por 2 horas, y se 

diluyó a 1 L en matraz aforado a 25 ºC. Esta solución estándar de referencia tenía, a 

25 ºC, una conductividad de 1412 µmhos/cm. Dicha solución se preservó en un 

frasco de vidrio de borosilicato. 

 

Procedimiento 

 Determinación de la constante de la celda (calibración): Se enjuagó la celda de 

conductividad con al menos tres porciones de la solución de KCl 0,01 M. Se ajustó 

la temperatura de la cuarta porción a 25,0 ± 0,1 ºC y se medió una solución estándar 

de laboratorio. 

 Al momento de hacer la medición se enjuagó la celda de conductividad con una o 

más porciones de la muestra. Se ubicó la celda en el punto de toma de muestra de tal 

manera que no queden retenidas burbujas de aire, ni que tocara la superficie del 

filtro, cuando las condiciones de la zona no lo permitían, la medición se realizaba 

dentro del envase. 
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 Luego de que el medidor se estabilizaba, se tomaba el valor de conductividad de la 

muestra registrado por el instrumento. 

 

 SÓLIDOS SUSPENDIDOS TOTALES Y VOLATILES (Apha, 1992; EPA; 

1983) 

Método Gravimétrico 

Definición 

Los sólidos suspendidos totales son los materiales retenidos por un filtro estándar de 

fibra de vidrio y secado 103 – 105 ºC. 

Los sólidos suspendidos fijos son los residuos resultantes luego de calcinar a 550 ± 

50 ºC la muestra retenida en el filtro. 

Los sólidos suspendidos volátiles corresponden a los compuestos perdidos durante 

la calcinación a 550 ± 50 ºC de la muestra retenida en el filtro. Se determinan por diferencia 

de peso entre sólidos suspendidos totales y fijos. 

 

Muestreo y preservación de la muestra 

Las muestras se recolectaron en botellas de plástico de 1 L de capacidad. Se 

refrigeraron a 4 ºC.  

 

Equipos y materiales 

 Filtros de fibra de vidrio: Whatman 934 AH o Gelman A/E o Milipore AP 40. 

Preferentemente de 4,7 cm de diámetro. 

 Equipo de filtración por vacío: embudo de membrana filtrante, preferentemente de 

4,7 cm de diámetro, frasco de succión de suficiente capacidad para la muestra, 

trampa de agua, bomba de vacío. 

 Estufa para operar a 103 – 105 ºC. 

 Mufla para operar a 550 ± 50 ºC. 

 Desecador conteniendo un desecante con indicador coloreado de humedad. 

 Balanza analítica de precisión 0,1 mg. 

 Probetas 
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Procedimiento 

 Preparación del papel de filtro: Se colocó el papel de filtro en el embudo de 

filtración. Se aplicó vacío y enjuagó con tres porciones de 20 mL de agua destilada. 

Se continuó la succión hasta la eliminación total del agua. Se secó en estufa a 103 – 

105 ºC por 1 hora en un crisol de porcelana. Se dejó enfriar en el desecador y se 

pesó; se repitió el ciclo hasta obtener peso constante. Para la determinación de 

sólidos volátiles, el filtro se sometió a mufla por 15 minutos a 550 ºC, se dejó 

enfriar en el desecador y se pesó. Se repitió el ciclo de muflado, enfriado y pesado 

hasta peso constante.  

 Determinación: Una vez que se obtuvo el peso constante de filtro, se pesó 

inmediatamente antes de usarlo. Se tomó un volumen de 100 mL de la muestra 

homogeneizada y se vertió en el embudo de filtración. Seguidamente se inició la 

succión. Se continuó la succión por 3 minutos hasta que la filtración fue completa. 

Se removió el papel de filtro y se colocó sobre un crisol de porcelana. Se secar en 

estufa a 103 – 105 ºC durante 1 hora, se dejó enfriar en desecador hasta temperatura 

ambiente y se pesó. Se repetir el ciclo de secado, enfriado y pesado hasta peso 

constante. El papel de filtro anterior se colocó en la mufla a 550 ± 50 ºC durante 1 

hora. Se dejó enfriar en desecador y se pesó. Se repitió la secuencia hasta obtener 

peso constante. 

 

Cálculos y expresión de resultados 

𝑆𝑆𝑇,𝑚𝑔/𝐿 =
(𝑃2 − 𝑃1) × 1000

𝑉
 

𝑆𝑆𝐹,𝑚𝑔/𝐿 =
(𝑃3 − 𝑃1) × 1000

𝑉
 

𝑆𝑆𝑉,
𝑚𝑔

𝐿
= 𝑆𝑆𝑇 − 𝑆𝑆𝐹 

donde: 

𝑆𝑆𝑇 = Sólidos suspendidos totales (mg/L) 

𝑆𝑆𝐹= Sólidos suspendidos fijos (mg/L) 

𝑆𝑆𝑉= Sólidos suspendidos volátiles (mg/L) 
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𝑃1= Peso del filtro preparado (mg) 

𝑃2 = Peso del filtro más el residuo seco a 103 – 105 ºC 

𝑃3 = Peso del filtro más el residuo calcinado a 550 ºC 

𝑉 = Volumen de muestra tomando (mL) 

 

 DETERMINACIÓN DE TURBIDEZ (Apha, 1992; EPA; 1983) 

Método Nefelométrico 

Definición 

La turbidez es una medida de la propiedad óptica que causa dispersión y absorción 

de la luz con disminución de la transmisión en línea recta. Se miden en unidades de 

turbidez nefelométrica, (NTU). 

 

Principio del método 

Este método está basado en la comparación de la intensidad de la luz dispersada por 

la muestra en condiciones definidas con la luz dispersada por una suspensión estándar de 

referencia bajo las mismas condiciones. Cuanto mayor sea la intensidad de la luz 

dispersada, mayor será la turbidez. 

 

Equipos y materiales 

 Turbidímetro: es un nefelómetro con una fuente de luz para iluminar la muestra y 

uno o más detectores fotoeléctricos con mecanismo de lectura para indicar la 

intensidad de la luz dispersada a 90º del camino de luz incidente. 

 Tubos para la muestra: de vidrio transparente y limpio. 

 Matraces aforados de 100 mL 

 Pipetas aforadas de 5 y 10 mL 

 Balanza analítica de 1 mg de precisión. 

 

Reactivos 

 Agua libre de turbidez: se obtuvo pasando agua destilada a través de un filtro de 

membrana de diámetro de poro de 0,2 µm 
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 Solución I: Se disolvió 1,00 g de sulfato de hidrazina en agua destilada y se diluyó 

hasta 100 mL en matraz aforado.  

 Solución II: Se disolvieron 10,00 g de hexametilen – tetraamina en agua destilada y 

se diluyó hasta 100 mL en matraz aforado. 

 Suspensión stock de turbidez, 400 NTU: En un matraz aforado de 100 mL 

mezclaron 5,0 mL de solución I con 5,0 mL de solución II. Se dejó reposar 24 horas 

a 25 ± 3ºC, y luego se enrasó y mezcló. 

 Suspensión estándar de turbidez, 40 NTU: Se diluyeron 10,00 mL de suspensión 

stock de turbidez en 100 mL con agua libre de turbidez en matraz aforado. 

 

Procedimiento 

Se realizó la calibración del equipo de acuerdo al manual de instrucciones. Una vez 

calibrado con la solución de 40 NTU, se procedió a las lecturas de turbidez de las diferentes 

muestras. 

 

Expresión de resultados 

La turbidez se informa en NTU (Unidades Nefelométricas de Turbidez) 

𝑇𝑢𝑟𝑏𝑖𝑑𝑒𝑧, 𝑁𝑈𝑇 =
𝐴 × 𝑉

𝑇
 

donde: 

𝐴 = NTU de la muestra diluída 

𝑉 = volumen del matraz de dilución (mL) 

𝑇 = volumen de muestra tomado para diluir (mL) 

 

 DETERMINACIÓN DE NITRÓGENO TOTAL (Merck, 2005). 

Método Spectroquant® 14537 

Procedimiento. 

 Se tomaron 10,0 mL de la muestra en una cubeta redonda vacía. 

 Se añadió 1 microcuchara azul rasa de N-1K. 
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 Se añadieron 6 gotas de N-2K, se cerró la cubeta redonda con la tapa roscada y se 

mezcló. 

 Se calentó la cubeta durante 1 hora a 120 ºC en el termorreactor. 

 Sacar la cubeta del termorreactor, dejarla enfriar hasta temperatura ambiente en el 

soporte para cubetas redondas. 

 Se añadió 1 microcuchara azul rasa de N-3K en un tubo de reacción, luego se cerró 

con la tapa roscada. 

 Se agitó vigorosamente la cubeta durante 1 minuto para disolver la sustancia sólida. 

 Se añadieron 1,5 mL de la muestra preparada con la pipeta muy lentamente, se cerró 

firmemente con la tapa roscada y se mezcló. 

 Se esperó un tiempo de reacción de 10 minutos (sugerido por el proveedor Merck). 

 En el espectrofotómetro se seleccionó el método con el AutoSelector (Método 

Oxidación de peroxodisulfato/Nitrospectral) 

 Se colocó la cubeta en el compartimiento para cubetas, de manera que coincidiera la 

raya de marcado de cubeta con la marca de fotómetro. Luego se realizó la lectura. 

 

 DETERMINACIÓN DE AMONIO (Merck, 2005) 

Método Spectroquant® 14752 

Procedimiento. 

 Se tomaron 5,0 mL de la muestra en un tubo de ensayo 

 Se añadieron 0,6 mL de NH4 – 1 con la pipeta y se mezcló 

 Se añadió 1 microcuchara azul rasa de NH4 – 2 

 Se agitó intensamente el tubo para disolver la sustancia sólida. 

 Se esperó un tiempo de reacción de 5 minutos (sugerido por el proveedor Merck). 

 Se añadieron 4 gotas de NH4 – 3 y se mezcló. 

 Se esperó un tiempo de reacción de 5 minutos (sugerido por el proveedor Merck). 

 Se añadió la solución en la cubeta correspondiente. 

 En el espectrofotómetro se seleccionó el método con el AutoSelector (Método Azul 

de Indofenol) 
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 Se colocó la cubeta en el compartimiento para cubetas, de manera que coincidiera la 

raya de marcado de cubeta con la marca de fotómetro. Luego se realizó la lectura. 

 

 DETERMINACIÓN DE NITRITOS (Merck, 2005) 

Método Spectroquant® 14776 

Procedimiento. 

 Se tomaron 5,0 mL de la muestra en un tubo de ensayo. 

 Se añadió 1 microcuchara azul rasa de NO2 – 1  

 Se agitó intensamente la cubeta para disolver la sustancia sólida. 

 Se comprobó el valor de pH de la muestra, intervalo previsto pH 2,0 – 2,5  

 Se esperó un tiempo de reacción de 10 minutos (sugerido por el proveedor Merck). 

 Se añadió la solución en la cubeta correspondiente. 

 En el espectrofotómetro se seleccionó el método con el AutoSelector (Reacción de 

Griess) 

 Se colocó la cubeta en el compartimiento para cubetas, de manera que coincidiera la 

raya de marcado de cubeta con la marca de fotómetro. Luego se realizó la lectura. 

 

 DETERMINACIÓN DE NITRATOS (Merck, 2005) 

Método Spectroquant® 14776 

Procedimiento. 

 Se vertió 1 microcuchara azul rasa de NO3 – 1  en una cubeta redonda vacía. 

 Se añadieron 5,0 mL de NO3 – 2 con la pipeta y se cerrar la cubeta con la tapa 

roscada. 

 Se agitó intensamente la cubeta durante 1 minuto para disolver la sustancia sólida. 

 Se añadieron 1,5 mL de la muestra con la pipeta muy lentamente, se cerró la cubeta 

con la tapa roscada y se mezcló. 

 Se esperó un tiempo de reacción de 10 minutos (sugerido por el proveedor Merck). 

 Se añadió la solución en la cubeta correspondiente. 
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 En el espectrofotómetro se seleccionó el método con el AutoSelector  

(Nitrospectral) 

 Se colocó la cubeta en el compartimiento para cubetas, de manera que coincidiera la 

raya de marcado de cubeta con la marca de fotómetro. Luego se realizó la lectura. 

 

 DETERMINACIÓN DE LA DEMANDA QUÍMICA DE OXÍGENO (Merck, 

2005) 

Procedimiento. 

 Se resuspendió el sedimento del fondo de la cubeta mediante agitación por 

balanceo. 

 Se añadieron 3,0 mL de la muestra con la pipeta cuidadosamente en una cubeta de 

reacción, se cerrar firmemente con tapa roscada y se mezcló intensamente. 

 Se calentó la cubeta de reacción en el termorreactor durante 2 horas a 148 ºC. 

 Se sacó la cubeta del termorreactor, se dejó enfriar en el soporte de cubetas 

redondas. 

 Después de enfriar durante unos 10 minutos, se agitó otra vez la cubeta por 

balanceo. 

 Se volvió a colocar la cubeta en el soporte y se dejó enfriar hasta temperatura 

ambiente. 

 Se colocó la cubeta en el compartimiento para cubetas, de manera que coincidiera la 

raya de marcado de cubeta con la marca de fotómetro. Luego se realizó la lectura. 

 

 DETERMINACIÓN DE CLOROFILA POR ESPECTROFOTOMETRÍA 

(Apha, 1992; EPA; 1983). 

 La determinación de clorofila “a” es una medida indirecta de la biomasa del 

fitoplancton. El procedimiento para su análisis incluye la concentración del fitoplancton, la 

extracción de los pigmentos con una solución acuosa de acetona (90%) y la determinación 

de la densidad óptica (absorbancia) del extracto por medio de un espectrofotómetro. 
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Equipos y reactivos 

Para la extracción de pigmentos: 

 Equipo de filtración. 

 Bomba de vacío. 

 Filtros de microfibra de vidrio de 0,4 – 0,6 µm de poro. 

 Solución de carbonato magnésico saturada: Se disolvió 1,00 g de MgCO3 en polvo 

en 100 mL de agua destilada. 

 Solución de acetona 90%: Se mezclaron 90 partes de acetona en 10 partes de la 

solución saturada de carbonato magnésico. 

 

Para la determinación de clorofila: 

 Triturador de tejidos vegetales o aparato de sonicación. 

 Centrifugadora clínica y tubos de centrifuga de 15 mL (opcional). 

 Espectrofotómetro, con banda estrecha (0,50 a 20 nm; por lo general de 2 nm). 

 Cubetas con recorridos de 1,50 y 10 cm 

 Pipetas (0,10 y 5 mL) 

 

Extracción de pigmentos 

 Se concentró la muestra mediante filtrada de un volumen suficiente de agua a través 

de un filtro de microfibra de vidrio. Se le adicionó la suspensión acuosa de 

carbonato magnésico para aumentar la eficiencia de la retención del filtro y evitar la 

degradación de la clorofila.  

 Se mantuvo el filtro congelado (-20 ºC), en el mismo tubo donde se realizó 

posteriormente la extracción y protegido de la luz.  

 Se añadió al tubo con el filtro de fitoplancton una cantidad aproximada de 5 mL de 

solución de acetona y se mantuvo en frío (0 – 4 ºC) y en la oscuridad, al menos 12 – 

24 horas. Se aceleró la extracción mediante la trituración mecánica del filtro para 

romper las células. Durante la extracción se agitó el tubo un par de veces.  
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 Finalizada la extracción, se filtró el solvente a través de otro filtro de microfibra de 

vidrio. Se medió el volumen del extracto (aproximadamente 5 mL). El extracto es 

muy sensible a la luz por lo que este proceso se realizó, así como la lectura del 

espectrofotómetro, con la luz del laboratorio muy atenuada y se mantuvieron los 

tubos en una caja negra, debidamente protegidos de la luz.  

 

Espectrofotometría 

Se llenó la cubeta del espectrofotómetro y se midieron las densidades del extracto 

clarificado para las longitudes de onda que requiere la fórmula de cálculo publicada por 

Jeffrey y Humphrey (1975), para determinación de la concentración de clorofila “a” (Chl a) 

en una muestra.  

𝐶ℎ𝑙 𝑎 (𝜇𝑔/𝐿) =
[11,85 × (𝐴664 − 𝐴750) − 1,54 × (𝐴647 − 𝐴750) − 0,08 × (𝐴630 − 𝐴750)] × 𝑣

𝑉
 

 

donde: 

A664, A647, A630, A750 = Densidad óptica medida en las longitudes de onda indicadas de paso 

óptico de 1 cm 

𝑣 = Volumen del extracto (mL) 

𝑉 = Volumen de agua filtrada (L) 

 

Modelos propuestos 

Modelo I. Adaptación de la Cinética del nitrógeno. 

Las ecuaciones de la cinética de nitrógeno, descritas por Martín y Marzal, (1999), 

para las distintas formas del nitrógeno incluyen los siguientes procesos:  

(a) Amonificación: mineralización del nitrógeno orgánico disuelto por parte de 

microorganismos y transformación a nitrógeno amoniacal.  

(b) Nitrificación: oxidación de amonio a nitritos y de nitritos a nitrato. Puede 

suceder en una etapa o dos. Está producido por bacterias autótrofas (Nitrosomonas) que 

emplean estas reacciones como fuente de energía, y bacterias del género Nitrobacter.  
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(c) Desnitrificación: reducción del nitrato a nitrógeno gaseosos en condiciones 

anóxicas. También se genera óxido nítrico, pero dado que no suele tener mucha 

importancia en la calidad del agua no se suele considerar. Si las condiciones del medio son 

anóxicas puede ser un mecanismo de eliminación importante en los sedimentos.  

(d) Consumo por parte del fitoplancton: amonio y/o nitratos son consumidos y 

acumulados en forma orgánica por el fitoplancton. 

 

o Nitrógeno orgánico [𝑵𝑶] 

La expresión cinética 𝑆𝐾𝑁𝑂 es la siguiente: 

𝑆𝐾𝑁𝑂 =
𝜕[𝑁𝑂]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ 𝑓𝑁𝑂 − 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20) ∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] −
𝑉𝑠𝑁𝑂 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂𝐷)

𝐻
∗ [𝑁𝑂] 

 

donde: 

𝐷: Constante de velocidad de muerte y respiración del fitoplancton (día
-1

) 

𝐷 = 𝑟 + 𝑒𝑥 

𝐷 = (0,05 − 0,2) 

𝑟: Tasa de respiración del fitoplancton 

𝑟 = (0,05 −  0,15) (Di Toro y col, 1975; O’Connor y col, 1981; Thomann y col, 1979) 

𝑒𝑥: Tasa de muerte del fitoplancton  

𝑒𝑥 = 𝑒𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛 + 𝑒𝑛𝑜 𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛 

𝑒𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛: Tasa de muerte por depredación 

𝑒𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛 = (0,03) (Martín y Marzal, 1999) 

𝑒𝑛𝑜 𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛: Tasa de muerte por no depredación 

𝑒𝑛𝑜 𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛 = (0,02) (Thomann y Fitzpatrick, 1982) 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

[𝑁𝑂]: Concentración de nitrógeno orgánico (mg N/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝑎𝑁𝐶 = (0,01 − 0,25) (Thomann y Fitzpatrick, 1982; Di Toro y col, 1975; Martín y Marzal, 

1999) 

𝑓𝑁𝑂: Fracción de fitoplancton muerto que da lugar a nitrógeno orgánico 
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𝑓𝑁𝑂 = 𝑒𝑛𝑜 𝑑𝑒𝑝𝑟𝑒𝑑𝑎𝑐𝑖ó𝑛 × [𝑁]𝐹𝑖𝑡𝑜 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁: Constante de mineralización del nitrógeno orgánico (día
-1

) 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 = (0,004 −  0,53) (Reddy y D'Angelo, 1997; Tanner y col, 2002) 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁: Factor de corrección de temperatura para la mineralización del nitrógeno orgánico 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 = (1,02 − 1,103) (Di Toro y Matystik, 1980, Nyholm, 1978) 

𝑋𝑁𝑅𝐶: Factor de limitación a la mineralización del nitrógeno orgánico por parte de 

fitoplancton (mg C/L) 

𝑋𝑁𝑅𝐶 =
[𝑓𝑖𝑡𝑜]

𝑘𝑚𝑁𝐶 + [𝑓𝑖𝑡𝑜]
 

𝑘𝑚𝑁𝐶: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de la 

mineralización del nitrógeno orgánico por parte del fitoplancton (mg C/L) 

𝑘𝑚𝑁𝐶 = (0,001 − 0,9) (Di Toro y Connolly, 1980) 

𝑉𝑠𝑁𝑂: Velocidad de sedimentación del nitrógeno orgánico particulado (m/día) 

𝑉𝑠𝑁𝑂 = (0,05 − 0,5) (Tetra Tech, 1976) 

𝑓𝑁𝑂𝐷: Fracción de nitrógeno orgánico disuelto 

𝐻: Profundidad de la columna de agua (m) 

 

o Nitrógeno amoniacal [𝑵𝑯𝟒
+] 

Teniendo en cuenta la expresión desarrollada para el nitrógeno orgánico, la 

expresión final empleada para el amonio, 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+, es la siguiente: 

𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ =

𝜕[𝑁𝐻4
+]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂) + 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20)
∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] − 𝐺 ∗ 𝐹𝑃𝑁𝐻4

+ ∗ 𝑎𝑁𝐶 − 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖

∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇[𝑁𝐻4
+] 

 

donde: 

𝐷: Constante de velocidad de muerte y respiración del fitoplancton (día
-1

) 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

[𝑁𝑂]: Concentración de nitrógeno orgánico (mg N/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝑓𝑁𝑂: Fracción de fitoplancton muerto que da lugar a nitrógeno orgánico 
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𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁: Constante de mineralización del nitrógeno orgánico (día
-1

) 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁: Factor de corrección de temperatura para la mineralización del nitrógeno orgánico 

𝑋𝑁𝑅𝐶: Factor de limitación a la mineralización del nitrógeno orgánico por parte de 

fitoplancton (mg C/L) 

𝑋𝑁𝑅𝐶 =
[𝑓𝑖𝑡𝑜]

𝑘𝑚𝑁𝐶 + [𝑓𝑖𝑡𝑜]
 

𝑘𝑚𝑁𝐶: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de la 

mineralización del nitrógeno orgánico por parte del fitoplancton (mg C/L) 

𝐺: Constante de velocidad de crecimiento del fitoplancton (día
-1

) 

𝐺 = (1,30 − 2,50) (Di Toro y Connolly, 1980; Thomann y Fitzpatrick, 1982; O’Connor y 

col, 1981) 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+: Factor de preferencia por el amonio 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+ =

[𝑁𝐻4
+] ∗ [𝑁𝑂3

−]

(𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝐻4
+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3

−])
+

[𝑁𝐻4
+] ∗ 𝑘𝑚𝑁

([𝑁𝑂3
−] + [𝑁𝐻4

+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3
−])

 

[𝑁𝐻4
+]: Concentración de amonio (mg N/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑚𝑁: Constante de semisaturación para el nitrógeno (mg N/L) 

𝑘𝑚𝑁 = (0,001 − 1,30) (O’Connor y col, 1975) 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Constante de nitrificación del amonio (día
-1

) 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = (0,003 − 2,15) (Chen y Orlob, 1975; Reddy y D’angelo, 1997; Tanner y col, 

2002) 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Factor de corrección de temperatura para la nitrificación del amonio  

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = (1,02 − 1,103) (Smith, 1978) 

𝑋𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la nitrificación del amonio debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 

𝑋𝑁𝐼𝑇 =
[𝑂𝐷]

𝑘𝑁𝐼𝑇 + [𝑂𝐷]
 

[𝑂𝐷]: Concentración de oxígeno disuelto (mg O2/L) 

𝑘𝑁𝐼𝑇: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno 

para la nitrificación (mg O2/L) 



67 
 

𝑘𝑁𝐼𝑇 = (0,25 − 2,50) (Painter, 1986). 

 

 El proceso de nitrificación puede ocurrir de dos maneras, la primera es aquella en la 

que la degradación de amonio a nitrato ocurre directamente en una sola etapa, proceso 

representado por la siguiente manera: 

𝑁𝐻4
+ + 2𝑂2

                     
→      𝑁𝑂3

− + 2𝐻+ + 𝐻2𝑂 

 

 La segunda es aquella que se realiza en dos etapas llevadas a cabo por dos grupos 

diferentes de microorganismo (bacterias amonio oxidantes y nitrito oxidantes). Las 

correspondientes reacciones bioquímicas representativas en cada etapa son: 

Primera etapa 

𝑁𝐻4
+ +

3

2
𝑂2

          𝐴𝑚𝑜𝑛𝑖𝑜𝑥𝑖𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠          
→                   𝑁𝑂2

− + 2𝐻+ + 𝐻2𝑂 

Segunda etapa 

𝑁𝑂2
− +

1

2
𝑂2

          𝑁𝑖𝑡𝑟𝑖𝑡𝑜𝑥𝑖𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠          
→                   𝑁𝑂3

− 

 

La reacción global representativa del proceso de nitrificación obtenida a partir de las 

reacciones de oxidación y síntesis, corresponde a: 

4𝐶𝑂2 + 𝐻𝐶𝑂3
− + 22𝑁𝐻4

+ + 37𝑂2

                    
→      𝐶5𝐻7𝑁𝑂2 + 21𝑁𝑂3

− + 20𝐻2𝑂 + 42𝐻+ 

 

Debido a la importancia biológica, como contaminante, que representa el nitrito, 

para esta investigación se consideró el proceso de nitrificación en dos etapas, como el más 

idóneo para estudiar la cinética de degradación de nitrógeno dentro del humedal. 

 

o Nitratos [𝑵𝑶𝟑
−] 

Teniendo en cuenta la expresión desarrollada para el nitrógeno orgánico, la 

expresión final empleada en los modelos de eutrofización para el término fuente/sumidero 

para los nitratos, 𝑆𝑘𝑁𝑂3
−, es la siguiente: 
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𝑆𝑘𝑁𝑂3
− =

𝜕[𝑁𝑂3
−]

𝜕𝑡
= −𝐺 ∗ (1 − 𝐹𝑃𝑁𝐻4

+) ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 + 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 ∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝐻4
+] − 𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 ∗ 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡

(𝑇−20)

∗ 𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝑂3
−] 

 

donde: 

[𝑓𝑖𝑡𝑜]: Concentración de fitoplancton (mg C/L) 

𝑎𝑁𝐶: Relación nitrógeno/carbón en el fitoplancton  

𝐺: Constante de velocidad de crecimiento del fitoplancton (día
-1

) 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+: Factor de preferencia por el amonio 

𝐹𝑃𝑁𝐻4
+ =

[𝑁𝐻4
+] ∗ [𝑁𝑂3

−]

(𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝐻4
+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3

−])
+

[𝑁𝐻4
+] ∗ 𝑘𝑚𝑁

([𝑁𝑂3
−] + [𝑁𝐻4

+]) ∗ (𝑘𝑚𝑁 + [𝑁𝑂3
−])

 

[𝑁𝐻4
+]: Concentración de amonio (mg N/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑚𝑁: Constante de semisaturación para el nitrógeno (mg N/L) 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Constante de nitrificación del amonio (día
-1

) 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖: Factor de corrección de temperatura para la nitrificación del amonio  

𝑋𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la nitrificación del amonio debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 

𝑋𝑁𝐼𝑇 =
[𝑂𝐷]

𝑘𝑁𝐼𝑇 + [𝑂𝐷]
 

[𝑂𝐷]: Concentración de oxígeno disuelto (mg O2/L) 

𝑘𝑁𝐼𝑇: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno 

para la nitrificación (mg O2/L) 

[𝑁𝑂3
−]: Concentración de nitratos (mg N/L) 

𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡: Constante de desnitrificación (día
-1

) 

𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 = (0,003 − 1,02) (Engler y Patrick, 1974; Johnston, 1991; Reddy y D'Angelo, 

1997). 

𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡: Factor de corrección de temperatura para la desnitrificación  

𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡 = (0,80 −  1,09) (Porcella y col, 1983) 

𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇: Factor de limitación de la desnitrificación del nitrato debido a la concentración de 

oxígeno en el agua 
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𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 =
𝑘𝑁𝑂3

−

𝑘𝑁𝑂3
− + [𝑂𝐷]

 

𝑘𝑁𝑂3
−: Constante de Michaelis para la desnitrificación (mg O2/L) 

𝑘𝑁𝑂3
− = (0,002 − 1,0) (Henze y col, 2007; Wild y col, 1995) 

 

Modelo II. Simplificación del Activated Sludge Model Nº1 (ASM1). Este modelo 

considera dos grupos de bacterias (autótrofas y heterótrofas) y divide la actividad de los 

microorganismos en los siguientes procesos (Henze y col, 2000):  

(a) Crecimiento de las bacterias heterótrofas en condiciones aerobias. 

(b) Crecimiento de bacterias heterótrofas en condiciones anóxicas (desnitrificación).  

(c) Crecimiento de las bacterias autótrofas aerobias, con consumo de amonio.  

(d) Crecimiento de las bacterias autótrofas aerobias, con consumo de nitrito.  

(e) Lisis de las bacterias heterótrofas y autótrofas.  

 

 La materia orgánica y los compuestos nitrogenados presentes en una corriente típica 

de agua residual, pueden ser eliminados mediante un tratamiento de fangos activos, donde 

tienen lugar las diferentes reacciones y procesos ya mencionados. Considerando constante 

el número de microorganismo, se pueden despreciar las columnas correspondientes a estos, 

logrando una reestructuración (Cuadro 6) de representación matricial propuesta por IAW. 

 

Parámetros estequiométricos: 

 Rendimiento heterotrófico 𝑌ℎ 

𝑌ℎ = 0,67 (Henze y col, 1987; Schulthess y Gujer., 1995; Gómez, y col 2010) 

 

 Rendimiento autotrófico 𝑌𝑛𝑠, 𝑌𝑛𝑏 

𝑌𝑛𝑠: Rendimiento autotrófico (nitrosomonas) 

𝑌𝑛𝑠 = 0,21 (Henze y col, 1987; Schulthess y Gujer., 1995; Gómez, y col 2010) 

𝑌𝑛𝑏: Rendimiento autotrófico (nitrobacter) 

𝑌𝑛𝑏 = 0,04 (Henze y col, 1987; Schulthess y Gujer., 1995; Gómez, y col 2010) 
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Parámetros cinéticos: 

 Crecimiento 𝑋ℎ aerobio 

𝜇ℎ ∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋ℎ 

𝜇ℎ: Tasa de crecimiento heterotrófico en condiciones aerobias 

𝜇ℎ = 0,7056 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝐻2𝑂: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno. 

𝐾𝐻2𝑂 = 0,20 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝑋ℎ: Concentración de bacterias heterótrofas 

 

 Crecimiento 𝑋ℎ anóxico (𝑁𝑂3
−) 

𝜇ℎ ∗
𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂3
−

(𝐾𝑁𝑂3
− + 𝑁𝑂3

−)
∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ 

𝜇ℎ: Tasa de crecimiento heterotrófico en condiciones anóxicas  

𝜇ℎ = 0,1872 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑠: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de sustrato. 

𝐾𝑠 = 20 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝐻2𝑂: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno 

en condiciones anóxicas. 

𝐾𝐻2𝑂 = 0,20 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑁𝑂3
−: Constante de Michaelis para la desnitrificiación 

𝐾𝑁𝑂3
− = 0,251 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝜂𝑔: Factor de corrección para crecimiento anóxico de heterótrofos 

𝜂𝑔 = 0,80 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝑋ℎ: Concentración de bacterias heterótrofas 
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Cuadro 6.- Simplificación del modelo ASM1, considerando constante la carga de microorganismos 

 𝑺 𝑶𝟐 𝑵𝑶𝟑
− 𝑵𝑶𝟐

− 𝑵𝑯𝟒
+ 𝑺𝑵  

Crecimiento Xh 

aerobio 
 −1     𝜇ℎ ∗

𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂
+ 𝑂2)

∗ 𝑋ℎ 

Crecimiento Xh 

anóxico (NO3) 
−

1,14

(1 − 𝑌ℎ)
  −1 1   𝜇ℎ ∗

𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂
+ 𝑂2)

∗
𝑁𝑂3

(𝐾𝑁𝑂3
+ 𝑁𝑂3)

∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ 

Crecimiento Xh 

anóxico (NO2) 
−

1,71

(1 − 𝑌ℎ)
   −1   𝜇ℎ ∗

𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂
+ 𝑂2)

∗
𝑁𝑂2

(𝐾𝑁𝑂2
+ 𝑁𝑂2)

∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ 

Crecimiento Xns 

aerobio 
 −(3,43 − 𝑌𝑛𝑠)  1 −1  𝜇𝑛𝑠 ∗

𝑁𝐻4

(𝐾𝑁𝐻4
+ 𝑁𝐻4)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑠 

Crecimiento Xnb 

aerobio 
 −(1,14 − 𝑌𝑛b) 1 −1   𝜇𝑛𝑏 ∗

𝑁𝑂2

(𝐾𝑁𝑂2
+ 𝑁𝑂2)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑏 

Amonificación     1 −1 𝑘𝑎 ∗ 𝑆𝑁 ∗ 𝑋ℎ 

Fuente: Gómez, y col 2010 



 Crecimiento 𝑋ℎ anóxico (𝑁𝑂2
−) 

𝜇ℎ ∗
𝑆

(𝐾𝑠 + 𝑆)
∗

𝐾𝐻2𝑂

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗

𝑁𝑂2
−

(𝐾𝑁𝑂2
− + 𝑁𝑂2

−)
∗ 𝜂𝑔 ∗ 𝑋ℎ 

𝜇ℎ: Tasa de crecimiento heterotrófico en condiciones anóxicas  

𝜇ℎ = 0,2030 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑠: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de sustrato. 

𝐾𝑠 = 20 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝐻2𝑂: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno 

en condiciones anóxicas. 

𝐾𝐻2𝑂 = 0,20 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑁𝑂2
−: Constante de Michaelis para la desnitrificiación 

𝐾𝑁𝑂2
− = 0,215 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝜂𝑔: Factor de corrección para crecimiento anóxico de heterótrofos 

𝜂𝑔 = 0,80 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝑋ℎ: Concentración de bacterias heterótrofas 

 

 Crecimiento 𝑋𝑛𝑠 aerobio 

𝜇𝑛𝑠 ∗
𝑁𝐻4

(𝐾𝑁𝐻4
+ 𝑁𝐻4)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑠 

𝜇𝑛𝑠: Tasa de crecimiento autotrófico para Nitrosomonas 

𝜇𝑛𝑠 = 6,48 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑁𝐻4
: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de amonio. 

𝐾𝑁𝐻4
= 0,945 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝐻2𝑂: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno. 

𝐾𝐻2𝑂 = 0,50 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝑋𝑛𝑠: Concentración de bacterias autótrofas (Nitrosomonas) 
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 Crecimiento 𝑋𝑛𝑏 aerobio 

𝜇𝑛𝑏 ∗
𝑁𝑂2

(𝐾𝑁𝑂2
+ 𝑁𝑂2)

∗
𝑂2

(𝐾𝐻2𝑂 + 𝑂2)
∗ 𝑋𝑛𝑏 

𝜇𝑛𝑏: Tasa de crecimiento autotrófico para Nitrobacter 

𝜇𝑛𝑏 = 24,48 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝑁𝑂2
: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación por nitrito. 

𝐾𝑁𝑂2
= 0,588 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝐾𝐻2𝑂: Constante de semisaturación (Constante de Michaelis) para la limitación de oxígeno. 

𝐾𝐻2𝑂 = 0,59 (Henze y col, 2000; Gómez, y col 2010) 

𝑋𝑛𝑏: Concentración de bacterias autótrofas (Nitrobacter) 

 

Componentes: 

 Sustrato rápidamente biodegradable 𝑆 

 Oxígeno 𝑂2 

 Nitrógeno en forma de nitrato 𝑁𝑂3
− 

 Nitrógeno en forma de nitrito 𝑁𝑂2
− 

 Nitrógeno amoniacal 𝑁𝐻4
+ 

 Nitrógeno orgánico soluble 𝑆𝑁 

 

 Software matemático 

La herramienta seleccionada para simular el comportamiento de los filtros es el 

programa AQUASIM, este fue diseñado para la identificación y simulación de sistemas 

acuáticos en el laboratorio, tanto en plantas pilotos como en la naturaleza (Reichter, 1998). 

En este programa la configuración espacial de un sistema está representada por 

compartimientos, los cuales están conectados por links o enlaces. El programa permite al 

usuario definir un número arbitrario de sustancias a ser modeladas y es extremadamente 

flexible en la formulación de los procesos de transformación. No solo ofrece la posibilidad 

de realizar simulaciones en el tiempo de evolución del sistema en específico, también 

provee métodos para la identificación de sistemas, como son análisis de sensibilidad y 
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estimación automática de parámetros. Estas características, junto con una interface 

amigable con el usuario, ofrecen un buen soporte científico para el análisis de datos 

(Reichter, 1994).  El AQUASIM, permitió formular ambos modelos, planteando para cada 

uno, todos los procesos involucrados, con sus respectivas variables y relacionándolos con 

los coeficientes estequimétricos correspondientes.  

 

Fase III 

Calibración y validación de los modelos. 

El proceso de calibración proporciona los valores de los parámetros que intervienen 

en el proceso biológico y que servirán para que los resultados del modelo matemático se 

ajusten a la realidad (Emérita, 2010). De una serie temporal de datos correspondientes a tres 

años de estudio sobre la zona del Tancat de la Pipa, se dispusieron los dos primeros años 

para la fase de modelación y calibración de parámetros. La determinación de dichos 

parámetros, tanto cinéticos como estequiométricos, se obtuvo mediante la optimización de 

una función objetivo empleando algoritmos matemáticos específicos, ésta función objetivo 

corresponde a la minimización de la suma del cuadrado del error, el cual viene dado por la 

diferencia entre los valores experimentales y los predichos por el modelo (Dochain y 

Vanrolleghem, 2001; Langergraber y col, 2004), es decir, se compararon los valores 

arrojados por los modelos con los que corresponden al tercer año de los datos y aquellos 

que reflejaron la menor diferencia, se consideraron como los más adecuados para la 

descripción. 

 

Índices de eficiencia de los modelos  

 Con la finalidad de evaluar la bondad de ajustes de los datos arrojados por los 

modelos seleccionados, se propuso el uso del Índice de Eficiencia de Nash – Sutcliffe 

(NSE), el cual es un estadístico potencialmente fiable y es ampliamente usado para tal fin 

(McCuen et al, 2006). Este estadístico fue propuesto originalmente por Nash y Sutcliffe, 

(1970) y está denotado por: 

𝑁𝑆𝐸 = 1 −
∑(𝑄𝐶𝑎𝑙𝑐 − 𝑄𝑂𝑏𝑠)

2

∑(�̅�𝑂𝑏𝑠 − 𝑄𝑂𝑏𝑠)2
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donde 𝑄𝑂𝑏𝑠 corresponde a los datos observados, 𝑄𝐶𝑎𝑙𝑐 corresponde a los datos calculados 

por el modelo y �̅�𝑂𝑏𝑠 corresponde al promedio de los datos observados en el intervalo de 

interés. Igualmente se propone el índice de Eficiencia Volumétrica (VE), propuesto por 

Criss y Wilson, (2008), esta es una formulación más general de eficiencia basada en valores 

absolutos, denotada por: 

𝑉𝐸 = 1 −
∑|𝑄𝐶𝑎𝑙𝑐 − 𝑄𝑂𝑏𝑠|

∑𝑄𝑂𝑏𝑠
 

donde 𝑄𝑂𝑏𝑠 corresponde a los datos observados y 𝑄𝐶𝑎𝑙𝑐 corresponde a los datos calculados 

por el modelo. Motovilov y col., (1999), en el proceso de validación de un modelo 

hidrológico distribuido (DHM), establecieron un rango de eficiencia para 𝑁𝑆𝐸 (Cuadro 7), 

y debido a la similitud en la formulación de 𝑁𝑆𝐸 y 𝑉𝐸, se puede asumir que tienen tasas de 

eficiencia similares.  

Cuadro 7.- Tasas de eficiencia para NSE 

Valor Eficiencia 

> 0,75 Bueno 

0,36 − 0,75 Satisfactorio 

< 0,36 No Satisfactorio 

Fuente: Motovilov y col., (1999) 
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RESULTADOS Y DISCUSIONES 

 

 La dinámica del nitrógeno es modelada en una forma considerablemente más 

compleja que la dinámica de otros nutrientes, debido a su papel en los ciclos 

biogeoquímicos, a su relevancia sobre las reacciones de óxido – reducción en las que este 

nutriente está involucrado, y a otras variables de importancia en calidad de agua que son 

afectadas por el nitrógeno. 

 

Selección del modelo. 

 La aplicación de cualquier modelo matemático, fundamentalmente depende de la 

posibilidad de disponer o calibrar una serie de parámetros, cinéticos y estequiométricos, 

que permitan al investigador explicar de forma numérica, el sistema biológico bajo estudio; 

pero aún más es importante la posibilidad de disponer del valor de las variables que se 

consideren determinantes en dicho sistema, sin esto se hace imposible el uso de cualquier 

modelo matemático, en cualquier área.  

 

 En el caso del modelo ASM1, las condiciones para su aplicación, sus variables y 

parámetros, tanto cinéticos como estequiométricos, fueron descritos al detalle en la fase 

metodológica, sin embargo, a pesar de que se disponían de valores teóricos para dichos 

parámetros y de una serie temporal de concentraciones de las diferentes especies de 

nitrógeno; no se disponían de una serie temporal de datos de la concentración de 

microorganismos totales, microorganismos heterótrofos y microorganismos autótrofos en el 

humedal, por lo cual no fue posible la aplicación de dicho modelo para describir la cinética 

de nitrógeno en el Tancat de la Pipa. 

 

Adaptación de la Cinética del nitrógeno. 

o Nitrógeno orgánico [𝑵𝑶] 

𝑆𝐾𝑁𝑂 =
𝜕[𝑁𝑂]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ 𝑓𝑁𝑂 − 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20) ∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] −
𝑉𝑠𝑁𝑂 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂𝐷)

𝐻
∗ [𝑁𝑂] 
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La ecuación planteada para la cinética de nitrógeno orgánico, está formada por tres 

términos que engloban los procesos involucrados en su dinámica. El primer término hace 

referencia a la influencia del fitoplancton sobre la producción de nitrógeno orgánico en 

todas sus formas, aminoácidos, urea, ácido úrico, purinas y pirimidinas; el segundo término 

describe de forma implícita la influencia de la actividad microbiana sobre el consumo de 

nitrógeno orgánico y su transformación a nitrógeno amoniacal; por último, el tercer término 

de la ecuación se refiere al impacto del proceso físico de sedimentación del nitrógeno 

orgánico, sobre su concentración dentro de la zona de estudio, en el Cuadro 8 se resumen 

los parámetros calculados de 𝑆𝐾𝑁𝑂 para cada filtro 

Cuadro 8.- Parámetros teóricos y calculados para la cinética de degradación de nitrógeno orgánico en los FG’s  

Parámetro Rango 
Valor calculado 

FG1 FG2 FG3 

𝐷 (0,05 − 0,20) 0,20 0,20 0,20 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 (0,004 −  0,53) 0,53 0,53 0,53 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁
(𝑇−20)

 (1,02 − 1,103) 1,03245 1,0449 1,0449 

𝑘𝑚𝑁𝐶 (0,001 − 0,9) 0,9 0,9 0,7914 

𝑉𝑠𝑁𝑂 (0,05 − 0,5) 0,1175 0,5 0,5 

 

De los elementos que conforman el primer término de la ecuación, sólo se calibró el 

parámetro 𝐷 (constante de velocidad de muerte y respiración del fitoplancton) de acuerdo a 

las concentraciones de fitoplancton medidas en los filtros, obteniéndose un valor de 

0,20 𝑑í𝑎−1 para cada filtro, que coincide con el valor máximo del rango teórico estimado y 

con investigaciones hechas sobre modelos matemáticos de calidad de aguas y eutrofización 

en lagos (Jorgensen, 1976; Rodgers y Salisbury, 1981) y sistemas de calidad de agua en 

ríos y reservorios (Smith, 1978). El parámetro 𝐷 es un valor resultante de la suma de la tasa 

de respiración (𝑟) y la tasa de excreción o muerte (𝑒𝑥) del fitoplancton, en esta última se 

considera a su vez tanto la muerte por depredación como la descomposición del 

fitoplancton; el valor obtenido es concordante con las condiciones de eutrofización que 

actualmente presenta el lago L’Albufera, el cual a pesar de los grandes esfuerzos que se han 



78 
 

hecho para tratar de reducir sus niveles de concentración de clorofila a, estos se han 

mantenido en una media anual por encima de 100 µg/L durante los últimos diez años 

(Martín y col, 2013). 

 

Del segundo término de la ecuación se calibró el parámetro 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 (constante de 

mineralización del nitrógeno orgánico), obteniéndose un valor de 0,53 𝑑í𝑎−1 para los tres 

filtros, valor que se encuentre dentro del rango teórico establecido en estudios de eficiencia 

depurativa hechos en humedales artificiales (Reddy y D’Angelo, 1997; Tanner y col, 2002), 

en investigaciones realizadas en modelos de calidad de aguas (Baca y col, 1973) y en 

modelos matemáticos planteados para estudiar la eutrofización de grandes lagos (Di Toro y 

Connolly, 1980; Di Toro y Matystik, 1980). La constante de mineralización hace referencia 

a la actividad de bacterias heterótrofas sobre todas las formas de nitrógeno orgánico que 

puedan estar presentes en el humedal, estos microorganismos aparte de consumir el 

nitrógeno orgánico para sus funciones metabólicas, son los encargados de la transformación 

de éste en nitrógeno amoniacal, una forma ionizada de nitrógeno y que sirve de sustrato 

para otro grupo de bacterias. El valor obtenido para 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 en los tres filtros indica una alta 

actividad de este grupo de microorganismos, consecuencia del alto contenido de nitrógeno 

las aguas que ingresan al Tancat de la Pipa, provenientes del Puerto de Catarroja y el 

Barranco del Poyo, y sumado a esto, las condiciones de aireación, vegetación y factores 

meteorológicos, que presenta un humedal de flujo superficial de agua libre, permite el 

desarrollo de idóneo de microorganismos. 

 

 Otro parámetro calculado fue la constante de Arrhenius – Van’t Hoff (𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁) como 

factor de corrección de temperatura para la mineralización del nitrógeno orgánico, 

obteniendo para cada filtro, valores de 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 = 1,03245, 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 = 1,0449 y 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 =

1,0449; en FG1, FG2 y FG3, respectivamente. Se obtuvieron valores similares para 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 

en los tres filtros, encontrándose éstos dentro del rango teórico reportado en investigaciones 

previas (Smith, 1978; Baca y Arnett, 1976; Di Toro y Matystik, 1980; Nyholm, 1978). El 

valor más alto de 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁 correspondió al calculado para FG2 y FG3 donde aparentemente la 

temperatura tuvo una mayor influencia sobre la tasa de crecimiento de los microorganismos 
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heterótrofos y en conciencia sobre la velocidad de mineralización del nitrógeno orgánico, 

este valor es coincidente con simulaciones hechas en lagos eutrofizados, en donde se 

modelaron los ciclos de nutrientes en el cuerpo de agua (Nyholm, 1978), además indica que 

el efecto de la temperatura sobre los procesos biológicos que ocurren dentro de estos filtros 

fue de mayor impacto en FG2 y FG3 que en FG1. Teóricamente la tasa de mineralización de 

nitrógeno orgánico muestra un incremento paralelo al aumento de la temperatura en el 

hábitat, incluso con temperaturas superiores a los 35 ºC (Stanford y col, 1973), el proceso 

esencialmente se detiene cuando la temperatura desciende a valores cercanos al punto de 

congelación (Kadlec y Reddy, 2001), además la eficiencia de los microorganismos 

responsables de la remoción de nitrógeno dentro de un humedal está estrechamente ligada a 

la temperatura, donde ocurre una optimización del proceso de degradación, cuando ésta 

supera los 15 ºC (Vymazal, 1999; Kuschk y col, 2003), en humedales con macrofitas, la 

interacción combinada de éstas con la temperatura, suele tener un efecto mucho más 

significante sobre la eficiencia de degradación de nitrógeno (Newman y col,2000; Yang y 

col, 2001; Kuschk y col, 2003).  

 

 El elemento 𝑋𝑁𝑅𝐶 está representado por una ecuación de Monod, la cual indica que 

la velocidad de reacción de ese término está limitada por la concentración del sustrato 

(fitoplancton) presente, estableciendo una inhibición competitiva por parte del fitoplancton 

sobre la velocidad de mineralización del nitrógeno orgánico. El elemento 𝑘𝑚𝑁𝐶 (constante 

de semisaturación para la limitación de la mineralización del nitrógeno orgánico por parte 

del fitoplancton) se consideró como un parámetro a calibrar dentro de la ecuación, para 

lograr un mejor ajuste del modelo a los datos experimentales, éste fue de 𝑘𝑚𝑁𝐶 = 0,9 para 

FG1, FG2 y 𝑘𝑚𝑁𝐶 = 0,7914, para FG3, coincidiendo dentro de los rangos teóricos 

reportados en las literaturas (Di Toro y Connolly, 1980; Di Toro y Matystik, 1980). 

Partiendo del principio de que la velocidad de reacción en un proceso biológico tenderá 

asintóticamente al valor máximo de su velocidad específica de reacción (𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁), entonces 

una constante de semisaturación para cualquier proceso, está definida como la 

concentración a la cual la velocidad del proceso es igual a la mitad de su velocidad máxima 

de reacción. Los valores calculados para 𝑘𝑚𝑁𝐶 en cada uno de los filtros, se encuentran por 
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encima del valor que dicho parámetro debería presentar, según la definición de constante de 

semisaturación y de acuerdo a la concentración de fitoplancton presente en los filtros; por 

ende se puede considerar como una situación límite para dicho proceso, en el cual la 

concentración del sustrato (fitoplancton) es mucho menor al valor de 𝑘𝑚𝑁𝐶, por lo tanto la 

velocidad de degradación del sustrato sería directamente proporcional a la concentración 

del mismo.  

 

 En el tercer término de 𝑆𝐾𝑁𝑂 se calibró el parámetro 𝑉𝑠𝑁𝑂 (velocidad de 

sedimentación del nitrógeno orgánico particulado), el cual arrojó un valor de 

0,1175 𝑚 𝑑í𝑎  para FG1 y de 0,5 𝑚 𝑑í𝑎 , para FG2 y FG3, estos dos últimos coincidiendo 

con el valor máximo reportado dentro de su rango teórico (Tetra Tech, 1976), dicho valor 

permite sugerir que las especies de nitrógeno orgánico presentes en los filtros, son aquellas 

de mayor peso molecular tal y como reportan investigaciones hechas en modelado de 

procesos bioquímicos en sistemas acuáticos (Chen y Wells, 1976), calidad de agua en ríos 

(Chen y Wells, 1975) y eutrofización en grandes lagos (Jorgersen, 1976). La sedimentación 

es uno de los procesos físicos de transformación de nitrógeno, que ocurre naturalmente 

dentro de un humedal y que depende de factores como densidad de la partícula y la 

turbulencia en el cuerpo de agua (Kadlec y Wallace, 2009) y aunque en una magnitud 

mucho menor que otros procesos, igual afecta la concentración de nitrógeno en el medio. 

 

 Para evaluar la bondad de ajuste de los datos predichos por los modelos, se propuso 

el uso del Índice de Eficiencia de Nash – Sutcliffe (𝑁𝑆𝐸) (Nash y Sutcliffe, 1970) y el 

índice de Eficiencia Volumétrica (𝑉𝐸) (Criss y Wilson, 2008), estadísticos ampliamente 

usados en modelos de calidad de agua, sin embargo, debido a que el índice 𝑉𝐸 permitió la 

calibración de los parámetros en rangos biológicamente viables, en contraste con 𝑁𝑆𝐸, se 

decidió por el uso de 𝑉𝐸 como indicador de eficiencia. En el Cuadro 9, se presentan los 

valores del índice 𝑉𝐸 para 𝑆𝐾𝑁𝑂 en cada filtro, el valor más alto de 𝑉𝐸 lo presentó la 

cinética desarrollada para FG1, indicando que los parámetros calibrados en dicho filtro 

permitieron un mayor ajuste de los datos modelados con respecto a los datos medidos en 

campo, a diferencia con los calibrados para FG2 y FG3. De manera general la eficiencia de 
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predicción del modelo en el estudio de la cinética del nitrógeno orgánico fue satisfactoria, 

ya que los valores de 𝑉𝐸 estuvieron entre 0,36 − 0,75. 

Cuadro 9.- Valores del índice 𝑽𝑬 en 𝑺𝑲𝑵𝑶  para los FG’s 

Celda 𝟎 < 𝑉𝐸 < 1 Eficiencia 

FG1 0,6118 Satisfactoria 

FG2 0,4829 Satisfactoria 

FG3 0,3800 Satisfactoria 

 

En las figuras 5, 6 y 7, se muestran los gráficos de los datos medidos de nitrógeno 

orgánico en las salidas de cada filtro junto a los datos del nitrógeno orgánico modelados, en 

donde se observa que, tal como ya lo indican los valores de 𝑉𝐸 calculados, se logra un 

mejor ajuste de los datos para FG1, en comparación para FG2 y FG3, donde los datos 

predichos se alejan de los datos reales.  

 

 

Figura 5.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitrógeno orgánico en el FG1 
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Figura 6.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitrógeno orgánico en el FG2 

 

 

Figura 7.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitrógeno orgánico en el FG3 
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o Nitrógeno amoniacal [𝑵𝑯𝟒
+] 

Nitrificación – Primera Etapa  

 La nitrificación usualmente es definida como la oxidación biológica del amonio a 

nitrato, con nitrito como un intermediario en la secuencia de la reacción (Hauck, 1984). 

Este proceso típicamente ha sido asociado con bacterias quimioautotróficas, aunque hoy día 

se reconoce que ocurre la nitrificación heterotrófica con relativa significancia (Paul y Clark, 

1996). Es un proceso que ocurre en dos etapas e involucra a principalmente dos tipos de 

microorganismos, un grupo de microorganismos que oxida el amonio a nitrito 

(Nitrosomonas) y otro grupo que oxida el nitrito a nitrato (Nitrobacter) (Paul y Clark, 1996; 

Schmidt y col, 2001; Schmidt y col, 2003); en la primera etapa de la reacción 

estequiométricamente por cada gramo de amonio oxidado, se consumen 3,43 gramos de 

oxígeno, cumpliendo con la siguiente ecuación: 

𝑁𝐻4
+ +

3

2
𝑂2

                                   
→           𝑁𝑂2

− + 2𝐻+ + 𝐻2𝑂 

 

 Este primer paso, en donde se oxida el amonio a nitrito, es ejecutado estrictamente 

por bacterias quimiolitotróficas aerobias estrictas, las cuales son enteramente dependientes 

de la oxidación del amonio para la generación de energía para su crecimiento (Vymazal, 

2007). La ecuación planteada para la cinética del amonio (𝑆𝑘𝑁𝐻4
+) está relacionada con 

𝑆𝐾𝑁𝑂  en dos términos, el primer considera la acción del fitoplancton, en sus procesos de 

respiración y muerte, y el segundo, considera la degradación y transformación del nitrógeno 

orgánico, ambos con aportes positivos hacia el cálculo de la concentración de amonio en el 

humedal. El tercer término hace referencia al crecimiento, desarrollo y preferencia de 

consumo de sustrato (amonio o nitrato) por parte del fitoplancton, y por último, el cuarto 

término involucra la actividad de microorganismos autótrofos sobre la degradación del 

amonio y su transformación bioquímica a nitrito. En el Cuadro 10, se resumen los 

parámetros calculados para 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ en cada filtro. 

𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ =

𝜕[𝑁𝐻4
+]

𝜕𝑡
= 𝐷 ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 ∗ (1 − 𝑓𝑁𝑂) + 𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 ∗ 𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁

(𝑇−20)
∗ 𝑋𝑁𝑅𝐶[𝑁𝑂] − 𝐺 ∗ 𝐹𝑃𝑁𝐻4

+ ∗ 𝑎𝑁𝐶 − 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖

∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇[𝑁𝐻4
+] 
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Cuadro 10.- Parámetros teóricos y calculados para la cinética de degradación de amonio en los FG’s  

Parámetro Rango teórico 
Valor calculado 

FG1 FG2 FG3 

𝐷 (0,05 − 0,20) 0,20 0,20 0,20 

𝑘𝑚𝑖𝑛𝑁 (0,004 −  0,53) 0,53 0,53 0,53 

𝜃𝑚𝑖𝑛𝑁
(𝑇−20)

 (1,02 − 1,103) 1,03245 1,0449 1,0449 

𝑘𝑚𝑁𝐶 (0,001 − 0,9) 0,9 0,9 0,7914 

𝐺 (1,30 − 2,50) 2,50 2,50 2,50 

𝑘𝑚𝑁 (0,001 − 1,30) 0,8611 0,4719 0,3723 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 (0,003 − 2,15) 3,15* 0,15 0,15 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

 (1,02 − 1,103) 1,03245 1,05735 1,0449 

𝑘𝑁𝐼𝑇 (0,25 − 2,50) 2,50 2,50 2,0197 

 *Fuera de rango 

 

Para los dos primeros términos, los parámetros fueron calibrados en 𝑆𝐾𝑁𝑂. En el 

tercer término, se calibró el valor de 𝐺 (constante de velocidad de crecimiento del 

fitoplancton) cuyo valor fue de 2,50 𝑑𝑖𝑎−1 para los tres filtros, éste coincide con el valor 

máximo teórico sugerido (Di Toro y Connolly, 1980; Thomann y Fitzpatrick, 1982; 

O’Connor y col, 1981) e igualmente coincide con los resultados obtenidos en 

investigaciones realizadas sobre la de dinámica de fitoplancton en lagos junto a su relación 

con ciclos de nutrientes (Scavia, 1979; Salisbury y col, 1983; Larsen y col, 1973) y con el 

modelado de procesos en calidad de agua en ríos (Chen y Wells, 1975). El crecimiento del 

fitoplancton se desarrolla en función de la temperatura, radiación solar y disponibilidad de 

nutrientes, en cuanto a éstos, los nutrientes que limitan su crecimiento son fósforo, 

nitrógeno y carbón; otros micronutrientes esenciales como hierro, manganeso, azufre, zinc, 

cobre, cobalto, molibdeno y vitamina B12 también limitan el crecimiento en condiciones de 

disponibilidad restringida. La temperatura tiene una influencia directa sobre el crecimiento 

y desarrollo del fitoplancton, aunque ésta depende de la especie presente; matemáticamente 

se consideran tres tipos de funciones para tratar de explicar el impacto de la temperatura 
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sobre el desarrollo del fitoplancton: la primera es una relación lineal entre la velocidad de 

crecimiento y la temperatura, donde se establece que la velocidad de crecimiento aumenta 

de forma lineal con la temperatura hasta que se alcanza un máximo biológico; la segunda es 

una curva exponencial de la velocidad de crecimiento basada en la ecuación de Arrhenius – 

Van’t Hoff y la tercera es un curva de respuesta óptima, mediante la cual el crecimiento 

aumenta hasta una temperatura a partir de la cual disminuye (Martín y Marzal, 1999; Bowie 

y col, 1985). Posiblemente, de acuerdo a las condiciones meteorológicas que rigen en la 

Comunidad Valenciana, el comportamiento de 𝐺 esté fuertemente ligado al 

comportamiento de las variables climáticas de la región, obteniéndose incrementos y 

descensos paralelos entre la velocidad de crecimiento del fitoplancton y dichas variables 

climáticas, tal comportamiento temporal de 𝐺 conlleva a un aumento o disminución, según 

sea el caso, del aporte del fitoplancton sobre la concentración del nitrógeno amoniacal en el 

humedal.  

 

 El factor de preferencia por el amonio (𝐹𝑃𝑁𝐻4
+) es un elemento indicativo sobre qué 

tipo de sustrato (amonio o nitrato) usa el fitoplancton para su crecimiento y desarrollo; en el 

cálculo de dicho factor se determinó el valor de 𝑘𝑚𝑁 (constante de semisaturación para el 

nitrógeno) que al igual que 𝑘𝑚𝑁𝐶 se consideró como un parámetro a calibrar dentro de la 

ecuación, determinándose un valor particular para cada filtro 0,8611 𝑚𝑔 𝐿  para FG1, 

0,4719 𝑚𝑔 𝐿  para FG2 y 0,3723 𝑚𝑔 𝐿  para FG3; valores que cumplen con el principio 

de constante de semisaturación y que se encuentran dentro de su rango teórico (O’Connor y 

col, 1975). El comportamiento de 𝑘𝑚𝑁 está descrito por una disminución gradual desde 

FG1 hasta FG3, tendencia esperada para dicho elemento de la ecuación, ya que la 

concentración de amonio disminuye secuencialmente desde FG1 hasta FG3. 

 

 Del cuarto término de la ecuación, se calibró el valor de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 (constante de 

nitrificación del amonio) obteniéndose valores de 3,15 𝑑í𝑎−1 para FG1 y 0,15 𝑑í𝑎−1 para 

FG2 y FG3. El valor obtenido para FG1 se encuentra por encima del rango teórico, 

sugiriendo una alta actividad de bacterias amonio oxidantes en la zona, como consecuencia 

de las condiciones aerobias que presenta un humedal de flujo superficial de agua libre y de 
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la concentración de amonio per se en el área, producto tanto de la carga de nitrógeno 

amoniacal que entra a los filtros desde L’Albufera como de la actividad de 

microorganismos heterótrofos que actúan sobre las diversas especies de nitrógeno orgánico 

y lo transforman en nitrógeno amoniacal; este valor es coincidente con los rangos de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖   

reportados en otras investigaciones, (0,2 − 4,41) 𝑑í𝑎−1 (Gowda, 1983); (1,10 −

7,10) 𝑑í𝑎−1 (Deb y col, 1983) y con los resultados obtenidos por Wezernak y Gannon, 

(1968); Stratton y McCarty, (1969) y Blain, (1969); quienes estudiando las zonas poco 

profundas del Río Clinton, Michigan, desarrollaron uno de los primeros modelos 

matemáticos para nitrificación, para el que obtuvieron rangos de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 para la oxidación 

del amonio de entre (3,10 − 6,20) 𝑑í𝑎−1. 

 

Por otro lado, los valores de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 para FG2 y FG3, se encuentran dentro del rango 

sugerido para este parámetro (Chen y Orlob, 1975; Reddy y D’angelo, 1997; Tanner y col, 

2002), coincidiendo con los valores de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖  reportados por Curtis, (1983) y Ruane y 

Krenkel, (1978). El significado biológico de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 en la primera etapa de la nitrificación, se 

refiere a la acción, sobre el amonio, de bacterias autótrofas (Nitrosomonas) estrictamente 

aerobias, que dependen enteramente de la oxidación de este compuesto para la generación 

de energía necesaria para su crecimiento (Paul y Clark, 1996).  

 

La velocidad de nitrificación depende de factores ambientales tales como 

temperatura, pH, concentración de sustrato y presencia de compuestos tóxicos (Vymazal, 

1995); y su cinética posee un grado de limitación por parte del sustrato, el cual viene 

determinado por una constante de semisaturación, a elevadas concentraciones de sustrato, 

se puede llegar a inhibir el desarrollo de este grupo de baterías y en consecuencia la tasa de 

nitrificación (Anthonisen y col, 1976; Vadivelu y col, 2007; Van Hulle y col, 2007), 

contrariamente existen estudios en los que las inhibiciones por el sustrato se consideran 

despreciables (Hellinga y col, 1999; Volcke, 2006; Moussa y col, 2005). Esta gran 

diversidad de resultados se puede deber a diferentes comunidades de bacterias y/o la 

aclimatación de la biomasa a condiciones extremas.  
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Otro parámetro calculado en el cuarto término de la ecuación, fue la constante de 

Arrhenius – Van’t Hoff (𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖) como factor de corrección de temperatura para la oxidación 

del amonio, obteniéndose los valores de 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = 1,03245  para FG1, 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = 1,05735  

para FG2 y 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = 1,0449 para FG3; encontrándose estos dentro de su rango teórico 

(Smith, 1978). Estudios anteriores, en condiciones climáticas similares a las presentes en el 

Parque Natural L’Albufera, reportaron valores de 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 de hasta 1,37 a temperaturas 

inferiores a 10 ºC (Sutton  y col, 1975; Randall y Buth, 1984); valores entre 1,07 – 1,16 en 

rangos de temperatura de entre 10 – 15 ºC (Willers y col, 1993; Shammas, 1986) y valores 

de entre 1,06 – 1,12 en rangos de temperatura de entre 15 – 20 ºC (Hutton y LaRocca, 

1975; Shammas, 1986). El proceso de nitrificación es una reacción notablemente sensible a 

la temperatura, cuya tasa de acción cesa cuando la temperatura del hábitat aumenta por 

encima de los 45 ºC. 

 

Debido a que las bacterias amonio oxidantes requieren en el proceso de oxidación, 

una importante cantidad de oxígeno, el efecto de la limitación del crecimiento debido a una 

falta de oxígeno ha sido estudiado ampliamente. El efecto del oxígeno disuelto se ajusta a 

una cinética de Monod, que en esta ecuación se encuentra representado por el elemento 

𝑋𝑁𝐼𝑇, la cual indica que la velocidad de reacción de ese término está limitada por la 

concentración del oxígeno disuelto presente en el humedal, estableciendo una inhibición 

competitiva por parte del oxígeno sobre la velocidad de oxidación del amonio. El elemento 

𝑘𝑁𝐼𝑇 (constante de semisaturación para la limitación de oxígeno para la nitrificación) se 

consideró como un parámetro a calibrar dentro de la ecuación, obteniéndose valores de 

2,50 𝑚𝑔/𝐿 para FG1 y FG2, y de 2,0197 𝑚𝑔/𝐿 para FG3, valores que se encuentran dentro 

del rango de 0,25 − 2,50 𝑚𝑔/𝐿 para cultivos de bacterias amonio oxidantes y nitrificantes 

(Painter, 1986), arrojando valores concordantes con la concentración promedio de oxígeno 

disuelto presente en los filtros y que de acuerdo a la definición de constante de 

semisaturación, éste elemento debería tener. 

 

En el Cuadro 11, se presentan los valores del índice 𝑉𝐸 para 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ en cada filtro, 

los cuales presentaron magnitudes por debajo de 0,36 en todos ellos, indicando que el 
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desempeño del modelo no fue satisfactorio en el estudio del proceso de amonificación, 

debido a que existe una marcada diferencia entre los datos predichos por el modelo y los 

medidos en campo, esta deficiencia en el ajuste se puede deber a la amplia variedad de 

factores físicos y biológicos, que influyen de manera directa e indirecta en el proceso de 

oxidación de amonio, y que no son del todo considerados en la ecuación planteada para su 

cinética, tales como la volatilización del amonio, la consideración de la fijación del 

nitrógeno como un aporte positivo a la concentración de amonio en el medio, la influencia 

del pH sobre los procesos, entre otros. La eficiencia del modelo  

Cuadro 11.- Valores del índice 𝑽𝑬 en 𝑺𝒌𝑵𝑯𝟒
+  para los FG’s 

Celda 𝟎 < 𝑉𝐸 < 1 Eficiencia 

FG1 0,3323 No Satisfactoria 

FG2 0,2559 No Satisfactoria 

FG3 0,3487 No Satisfactoria 

 

En las figuras 8, 9 y 10, se muestran los gráficos de los datos medidos de amonio en 

las salidas de cada filtro junto a los datos del amonio modelados, en donde se observa para 

cada filtro, tal como ya lo indican los valores de 𝑉𝐸 calculados, la amplia diferencia que 

existe entre los datos predichos por la ecuación y los medidos en campo. 
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Figura 8.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de amonio en el FG1 

 

 

Figura 9.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de amonio en el FG2 
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Figura 10.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de amonio en el FG3 

 

 

Nitrificación – Segunda Etapa  

 La segunda etapa en el proceso de nitrificación, la oxidación del nitrito a nitrato, es 

realizada por bacterias quimiolitotróficas facultativas, representadas por bacterias del 

género Nitrobacter, las cuales pueden usar compuestos orgánicos en adición al nitrito, para 

la obtención de la energía necesaria para su crecimiento (Vymazal, 2007), en esta segunda 

etapa de la reacción, estequiométricamente por cada gramo de nitrito oxidado, se consumen 

1,14 gramos de oxígeno, cumpliendo con la siguiente ecuación: 

𝑁𝑂2
− +

1

2
𝑂2

                                          
→              𝑁𝑂3

− 

 

 La ecuación planteada para la cinética del nitrito (𝑆𝑘𝑁𝑂2
−) considera la acción de 

microorganismos autótrofos nitrito oxidante sobre la degradación del nitrito y su 

transformación bioquímica a nitrato. En el Cuadro 12, se resumen los parámetros 

calculados para 𝑆𝑘𝑁𝑂2
− en cada filtro. 

𝑆𝑘𝑁𝑂2
− =

𝜕[𝑁𝑂2
−]

𝜕𝑡
= −𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 ∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖

(𝑇−20)
∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇[𝑁𝑂2

−] 
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Cuadro 12.- Parámetros teóricos y calculados para la cinética de degradación de nitrito en los FG’s  

Parámetro Rango teórico 
Valor calculado 

FG1 FG2 FG3 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 (0,003 − 2,15) 6,61* 6,07* 5,99* 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

 (1,02 − 1,103) 1,0449 1,103 1,0449 

𝑘𝑁𝐼𝑇 (0,25 − 2,50) 2,50 2,50 2,50 

*Fuera de rango 

  

La concentración de nitrito en el humedal, principalmente viene dada tanto por el 

aporte del caudal de entrada a los filtros desde L’Albufera como de la actividad microbiana 

sobre el amonio y su consecuente transformación a nitrito, este aporte se evidencia en la 

estequiometría del tercer y cuarto término de 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ lo cuales tienen un efecto negativo 

(consumo) sobre la concentración de amonio y positivo (producción) sobre la 

concentración de nitrito.  

 

En la cinética planteada para la degradación de nitrito, se hace referencia a un único 

término en el que se considera la acción de microorganismos autótrofos (bacterias 

quimiolitotróficas facultativas) sobre esta especie de nitrógeno, su uso y consumo por parte 

de este grupo de microorganismos y la consecuente transformación del nitrito a nitrato. De 

este término se calibró el valor de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 (constante de nitrificación del nitrito) arrojando 

valores de 6,61 𝑑í𝑎−1 para FG1, 6,07 𝑑í𝑎−1 para FG2 y 5,99 𝑑í𝑎−1 para FG3, superando en 

gran proporción el rango teórico propuesto para esta reacción, pero coincidiendo con los 

trabajos del Wezernak y Gannon, (1968); Stratton y McCarty, (1969); Blain, (1969); Deb y 

col, (1983) y Koltz, (1982); quienes trabajando en ríos y estuarios poco profundos en 

Canadá y EEUU, zonas con condiciones climáticas similares a L’Albufera, reportaron 

valores de 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖, para esta segunda etapa de la nitrificación, de hasta 9,00 𝑑í𝑎−1, 

concluyendo además que la nitrificación era el mecanismo primario responsable en las 

transformaciones de nitrógeno observadas. De igual forma que en las cinéticas anteriores, 
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para 𝑆𝑘𝑁𝑂2
− se calibró la constante de Arrhenius – Van’t Hoff (𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖) como factor de 

corrección de temperatura para la oxidación del nitrito, obteniéndose valores de 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 =

1,0449 para FG1, 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = 1,103 para FG2 y 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 = 1,0449 para FG3; encontrándose 

estos dentro de su rango teórico (Smith, 1978), correspondiendo con los valores reportados 

en los modelos MIT Nitrogen (Harleman y col, 1977); Bigth New York (O’Connor y col, 

1981); QUAL – II (Roesner y col, 1981) y Estuary Potomac (Thomann y Fitzpatrick, 

1982); primeros modelos matemáticos formulados para el estudio de la cinética de 

nitrógeno en ríos y estuarios. 

 

De manera similar que la primera etapa de la nitrificación, las bacterias implicadas 

en este proceso requieren una importante cantidad de oxígeno disuelto en el agua para 

poder llevar a cabo el proceso de oxidación del nitrito. El efecto del oxígeno disuelto se 

ajusta a una cinética de Monod, que al igual que en 𝑆𝑘𝑁𝐻4
+ se encuentra representado por el 

elemento 𝑋𝑁𝐼𝑇, el cual indica que la velocidad de reacción de ese término está limitada por 

la concentración del oxígeno disuelto presente en el humedal, estableciendo una inhibición 

competitiva por parte del oxígeno sobre la velocidad de oxidación del nitrito y afectando de 

forma directa la velocidad de degradación del mismo. El elemento 𝑘𝑁𝐼𝑇 (constante de 

semisaturación para la limitación de oxígeno para la nitrificación) se consideró como un 

parámetro a calibrar dentro de la ecuación, obteniéndose valores de 2,50 𝑚𝑔/𝐿 para los 

tres filtros, valores que se encuentran dentro del rango de 0,25 − 2,50 𝑚𝑔/𝐿 para cultivos 

de bacterias amonio oxidantes y nitrificantes (Painter, 1986), correspondiendo con valores 

de concentración promedio de oxígeno disuelto presente en el humedal y que teóricamente 

debería presentar. 

 

En el Cuadro 13, se presentan los valores del índice 𝑉𝐸 para 𝑆𝑘𝑁𝑂2
− en cada filtro, 

para FG1 y FG2 el modelo tuvo un desempeño satisfactorio, ya que el valor de 𝑉𝐸 en cada 

uno estuvo en el rango de 0,36 − 0,75, caso contrario ocurrió para FG3 cuyo desempeño se 

consideró no satisfactorio, su valor para 𝑉𝐸 fue inferior a 0,36, indicando diferencias entre 

los datos arrojados por el modelo y los medidos en campo, al igual que en la primera etapa 
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de la nitrificación esta deficiencia en el ajuste del modelo, se puede deber a la amplia 

variedad de factores físicos y biológicos, que influyen de manera directa e indirecta en el 

proceso de oxidación de nitrito, y que no son considerados en la ecuación propuesta para el 

estudio de su cinética. 

Cuadro 13.- Valores del índice 𝑽𝑬 en 𝑺𝒌𝑵𝑶𝟐
−  para los FG’s 

Celda 𝟎 < 𝑉𝐸 < 1 Eficiencia 

FG1 0,4790 Satisfactoria 

FG2 0,4155 Satisfactoria 

FG3 0,2386 No Satisfactoria 

 

En las figuras 11, 12 y 13, se muestran los gráficos de los datos medidos de nitrito 

en las salidas de cada filtro junto a los datos de nitrito predichos por el modelo, en donde se 

observa para cada filtro, tal como ya lo indican los valores de 𝑉𝐸 calculados, existe una 

marcada diferencia entre los datos arrojados por la ecuación y los medidos en campo. 

 

 

Figura 11.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitritos en el FG1 
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Figura 12.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitritos en el FG2 

 

 

Figura 13.- Gráfica comparativa de datos medios versus modelados, de nitritos en el FG3 
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 De manera general el proceso de nitrificación es influenciado por diferentes 

factores, en primer lugar destaca la concentración de nitrógeno amoniacal y nitrito (Wild y 

col, 1971; Sharma y Ahlert, 1977; Bridle  y col, 1979), estos son fuentes de energía para las 

bacterias que oxidan estas especies de nitrógeno, por ello, junto con la concentración de 

oxígeno disuelto se consideran como los factores limitantes más importantes en el 

crecimiento de estos microorganismos; si sus concentraciones son muy elevadas pueden 

llegar a inhibir la actividad de estos microorganismos en el medio, en consecuencia incidir 

directamente en la velocidad de reacción de la nitrificación (Anthonisen y col, 1976; 

Wiesmann, 1994; Vadivelu y col, 2007; Van Hulle y col, 2007), particularmente las 

bacterias nitrito oxidantes son más sensibles que las amonio oxidantes, a los efectos 

inhibitorios, consecuencia de la concentración de estos compuestos en el medio (Vadivelu y 

col, 2007; Emérita, 2010); por otra parte la concentración de oxígeno disuelto es el segundo 

factor de importancia que influye sobre la nitrificación, ya que este grupo de bacterias 

requieren una importante cantidad de oxígeno durante el proceso de oxidación; resulta un 

hecho constatado que las bacterias que oxidan amonio tienen una constante de saturación 

diferente que la de las bacterias que oxidan nitrito. Existen estudios que determinan que las 

bacterias amonio oxidantes tienen una menor afinidad por el oxígeno que las bacterias 

nitrito oxidantes (Hellinga y col, 1998; Pérez – Cañestro, 2004) y otros, que por el 

contrario, proponen una constante de afinidad mayor para las nitrito oxidantes (Wiesmann, 

1994; Guisasola y col, 2005; Ciudad y col, 2006), pero hay que tener también en cuenta que 

elevadas concentraciones de oxígeno pueden llegar a tener un efecto inhibidor. 

 

Otros factores que influencian la nitrificación son la temperatura, el valor de pH, la 

alcalinidad del agua, fuentes inorgánicas de carbono, humedad, sólidos suspendidos y 

población microbiana (Wild y col, 1971; Sharma y Ahlert, 1977; Hockenbury y Grady, 

1977; Kholdebarin y Oertli, 1977a; Kholdebarin y Oertli, 1977b; Bridle  y col, 1979; 

Stenstrom y Poduska, 1980; Quinlan, 1980; Vymazal, 1995). La temperatura óptima para a 

nitrificación en cultivos puros varía en un rango de 20 – 35 ºC y en suelos en un rango de 

30 – 40 ºC, Cooper y col, (1996), señalan que la temperatura óptima de crecimiento para 

Nitrosomonas y Nitrobacter son de 5 y 4 ºC, respectivamente. En la zona de L’Albufera 
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rige un clima estacional, con marcadas diferencias en las temperaturas registradas entre 

estaciones, lo que induce una variación de la velocidad de reacción junto a la temperatura 

provocado por una modificación generalizada en la velocidad de las reacciones enzimáticas 

con esta variable climática. En época de verano es posible que ocurra muerte de los 

microrganismos a altas temperaturas, esto debido a la desnaturalización de las proteínas y a 

las alteraciones producidas en las membranas lipídicas a esas temperaturas. Caso contrario 

sucede en invierno, cuya falta de crecimiento a temperaturas muy bajas se debe a la 

reducción de la velocidad de crecimiento por la reducción de la velocidad de reacción y al 

cambio de estado de los lípidos de la membrana celular que pasan de ser fluidos a 

cristalinos, impidiendo el funcionamiento de la membrana celular. También es importante 

destacar que la temperatura tiene un efecto diferente sobre la actividad de las bacterias 

amonio oxidantes y nitrito oxidantes. Las amonio oxidantes tienen una mayor tasa de 

crecimiento que las bacterias nitrito oxidantes, a una temperatura superior a 15 ºC, pero esta 

tendencia se invierte a temperaturas inferiores (Hellinga y col, 1998), una alta temperatura 

no solamente favorece al crecimiento de las amonio oxidantes, también incrementa la 

diferencia entre las tasas de crecimiento de ambas grupos de bacterias (Balmelle, 1992; 

Hunik, 1993; Yoo y col, 1999), estas condiciones meteorológicas afectan directamente la 

tasa de nitrificación, en sus dos etapas, afectando en consecuencia la oxidación de amonio y 

nitrito, y su aporte en la transformación a nitrato; provocando una mayor o menor 

contribución, de uno u otro grupo de microrganismo, dependiendo de la época del año. 

 

Por otro lado, se conoce que el proceso de nitrificación es muy sensible al pH del 

medio. Las bacterias autótrofas nitrificantes requieren de un rango determinado de pH para 

poder llevar a cabo el proceso de oxidación de amonio y nitrito en condiciones óptimas. En 

la limitación del crecimiento de las bacterias debido al pH se pueden diferenciar dos causas. 

La primera es que el pH afecta directamente a la actividad enzimática, lo que provoca una 

pérdida de actividad en las células, este es debido a la activación – desactivación de las 

bacterias, relacionado con la inhibición de los sitios activos de las enzimas por la unión de 

iones 𝐻+ y 𝑂𝐻− (García y Fernández‐Polanco, 1996). La segunda causa es la 

concentración de protones, cuya influencia afecta al equilibrio ácido‐base de los sustratos 
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de ambos grupos de bacterias: 𝑁𝐻3 𝑁𝐻4
+  y 𝐻𝑁𝑂2 𝑁𝑂2

−  (lo cual puede provocar 

inhibición) y afecta también a la concentración disponible de 𝐻𝐶𝑂3
− (fuente de carbono). 

Paul y Clark, (1996) reportaron que un valor de pH óptimo podría variar de 6,6 a 8,0, sin 

embargo, en sistemas climatizados la nitrificación podría optimizarse a valores de pH 

mucho más bajos (Cooper y col, 1996). Durante las mediciones realizadas en las tomas de 

muestras, el pH reportado estuvo dentro del rango óptimo de actividad, mencionado en la 

literatura, variando desde 7,17 a 8,92; lo que sugiere que la estabilidad que presenta dicho 

factor, no afectaría de forma significativa el desempeño de la actividad microbiana dentro 

del humedal y en consecuencia a la tasa de nitrificación. 

 

o Nitratos [𝑵𝑶𝟑
−] 

La segunda etapa del proceso biológico de eliminación de nitrógeno es la 

desnitrificación, es un proceso mediante el cual las bacterias heterotróficas facultativas, en 

ausencia de oxígeno, utilizan el nitrato como aceptor de electrones para degradar la materia 

orgánica. De este modo, las bacterias en presencia de una fuente de carbono, reducen el 

nitrato a nitrógeno gas dando fin al proceso de eliminación biológica de nitrógeno (Brock, 

1994). La reacción general de desnitrificación utilizando metanol como fuente de carbono, 

se representa a partir de la siguiente ecuación: 

6𝑁𝑂3
− + 5𝐶𝐻3𝑂𝐻

                    
→      3𝑁2 + 5𝐶𝑂2 + 7𝐻2𝑂 + 6𝑂𝐻− 

 

La expresión empleada en los modelos de eutrofización para el término 

fuente/sumidero para los nitratos es 𝑆𝑘𝑁𝑂3
−, dicha expresión está compuesta de tres 

términos, el primero hace referencia a la acción del fitoplancton sobre el consumo de 

nitrato, empleando de esta especie de nitrógeno como fuente de energía para llevar a cabo 

sus actividades fisiológicas. El segundo término proviene de 𝑆𝑘𝑁𝑂2
− y hace referencia a la 

actividad de bacterias nitrificantes sobre la degradación del nitrito y su aporte a la 

concentración de nitratos. Por último, el tercer término implica la actividad de los 

microorganismos, principalmente heterótrofos facultativos, responsables de la degradación 
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y consumo de nitrato en los filtros. En el Cuadro 14, se resumen los parámetros calculados 

para 𝑆𝑘𝑁𝑂3
− para cada filtro. 

𝑆𝑘𝑁𝑂3
− =

𝜕[𝑁𝑂3
−]

𝜕𝑡
= −𝐺 ∗ (1 − 𝐹𝑃𝑁𝐻4

+) ∗ [𝑓𝑖𝑡𝑜] ∗ 𝑎𝑁𝐶 + 𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 ∗ 𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

∗ 𝑋𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝐻4
+] − 𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 ∗ 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡

(𝑇−20)

∗ 𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 ∗ [𝑁𝑂3
−] 

Cuadro 14.- Parámetros teóricos y calculados para la cinética de degradación de nitrato en los FG’s  

Parámetro Rango teórico 
Valor calculado 

FG1 FG2 FG3 

𝐺 (1,30 − 2,50) 2,50 2,50 2,50 

𝑘𝑚𝑁 (0,001 − 1,30) 0,8611 0,4719 0,3723 

𝑘𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖 (0,003 − 2,15) 6,61* 6,07* 5,99* 

𝜃𝑛𝑖𝑡𝑟𝑖
(𝑇−20)

 (1,02 − 1,103) 1,0449 1,103 1,0449 

𝑘𝑁𝐼𝑇 (0,25 − 2,50) 2,50 2,50 2,50 

𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 (0,002 − 1,02) 9,02* 9,02* 6,02* 

𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡
(𝑇−20)

 (0,80 −  1,09) 1,037 1,0635 1,09 

𝑘𝑁𝑂3
− (0,002 − 1,0) 1,0 0,7152 0,5506 

*Fuera de rango 

 

 En las ecuaciones planteadas para las cinéticas de la amonificación y nitrificación, 

en sus dos etapas, se calibraron los parámetros que forman los dos primeros términos de 

𝑆𝑘𝑁𝑂3
−, aquí son expresados de manera que expliquen su influencia sobre la concentración 

de nitratos en el humedal; así mismo la introducción del factor de preferencia de consumo 

de 𝑁𝐻4
+ por parte del fitoplancton en el primer término de 𝑆𝑘𝑁𝑂3

−, sugiere que el consumo 

de nitratos sólo se produzca cuando la concentración del primero sea suficientemente baja. 

Como sustancia disuelta, los nitratos se desplazan entre la columna de agua y el agua 

intersticial del sedimento, provocando un flujo cuya dirección dependerá de su 

concentración en ambos medios.  
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Para este último término se calibró el parámetro 𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 (Constante de 

desnitrificación) arrojando valores de 9,02 𝑑í𝑎−1 para FG1 y FG2, y de 6,02 𝑑í𝑎−1 para 

FG3, valores que exceden en gran proporción a los límites sugeridos en literatura. La 

desnitrificación comúnmente es definida como un proceso mediante el cual el nitrato es 

convertido en nitrógeno gaseoso, bioquímicamente es un proceso bacterial en el cual óxidos 

de nitrógeno sirven como aceptor final de electrones; desde este punto de vista, los valores 

obtenidos para 𝑘𝑑𝑛𝑖𝑡 indican una elevada actividad de microorganismos sobre esta especie 

de nitrógeno, favorecida por las condiciones anóxicas, alta disponibilidad de nitrato y 

carbón orgánico biodisponible. Sin embargo, se sabe que este parámetro es afectado por 

factores a diferentes escalas; a nivel de proceso la actividad bacteriana está influenciada 

directamente por la temperatura y las condiciones redox. A su vez estos factores de proceso 

pueden ser afectados por factores a nivel del humedal, tales como flujo de agua, carga de 

nutrientes y la comunidad de plantas que se hayan desarrollado en él. Finalmente el 

humedal está influenciado por factores a nivel de ecosistema, tales como el clima y el uso 

de la tierra (Bastviken, 2006).  

 

 Otro parámetro calibrado fue la constante de Arrhenius – Van’t Hoff (𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡) como 

factor de corrección de temperatura para la desnitrificación, obteniendo 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡 = 1,037 para 

FG1, 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡 = 1,0635 para FG2 y 𝜃𝑑𝑛𝑖𝑡 = 1,09  para FG3, valores que se encuentran dentro 

del rango teórico que se ha registrado para este parámetro y coindice con los datos 

reportados por Baca y Arnett, (1976); en su modelo limológico para lagos eutrofizados; al 

igual que Di Toro y Connolly, (1980) en su modelo matemático para calidad de agua en 

grandes lagos y Thomann y Fitzpatrick, (1982) en su modelo matemático para el estudio de 

la eutrofización del estuario Potomac, Montana, EEUU.  

 

 La disminución del contenido de nitrato en la columna de agua, esencialmente se 

debe a su consumo como nutriente por parte del fitoplancton y al proceso de 

desnitrificación, este último está limitado por la presencia de oxígeno disuelto en el agua. 

La forma de expresar esta dependencia es mediante una ecuación de Monod, representado 

en la ecuación de 𝑆𝑘𝑁𝑂3
− por el elemento 𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇, el cual teóricamente sugiere una 
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inhibición no competitiva por parte de la concentración de oxígeno disuelto en el agua 

sobre la degradación del nitrato; la constante de inhibición en 𝑋𝐷𝐸𝑁𝐼𝑇 está representado por 

𝑘𝑁𝑂3
− (constante de Michaelis para la desnitrificación), el cual se consideró como un 

parámetro a calibrar en cada uno de los filtros, arrojando valores de 𝑘𝑁𝑂3
− = 1,0 𝑚𝑔 𝐿  

para FG1, 𝑘𝑁𝑂3
− = 0,7152 𝑚𝑔 𝐿  para FG2 y 𝑘𝑁𝑂3

− = 0,5506 𝑚𝑔 𝐿  para FG3, valores que 

se encuentran dentro del rango teórico que se ha descrito para dicho parámetro, y que en 

cuyo comportamiento se observa que 𝑘𝑁𝑂3
− disminuye gradualmente desde FG1 hasta FG3, 

indicando que el efecto inhibitorio de la concentración de oxígeno disuelto sobre la 

desnitrificación es menor desde FG1 hasta FG3, comportamiento que teóricamente sugiere 

un posible aumento de la influencia de otros factores que afectan dicho proceso. 

 

En el Cuadro 15, se presentan los valores del índice 𝑉𝐸 para 𝑆𝑘𝑁𝑂3
− en cada filtro, al 

igual que en la segunda etapa de la nitrificación, para FG1 y FG2 el modelo tuvo un 

desempeño satisfactorio, ya que el valor de 𝑉𝐸 en cada uno estuvo en el rango de 0,36 −

0,75, caso contrario ocurrió para FG3 cuyo desempeño se consideró no satisfactorio, su 

valor para 𝑉𝐸 fue inferior a 0,36, indicando diferencias entre los datos arrojados por el 

modelo y los medidos en campo, de manera similar que en las cinéticas anteriores esta 

deficiencia en el ajuste del modelo, se puede deber a la amplia variedad de factores físicos 

y biológicos, que influyen de manera directa e indirecta en el proceso de oxidación de 

nitrato, y que no son considerados en la ecuación. 

Cuadro 15.- Valores del índice 𝑽𝑬 en 𝑺𝒌𝑵𝑶𝟑
−  para los FG’s 

Celda 𝟎 < 𝑉𝐸 < 1 Eficiencia 

FG1 0,4513 Satisfactoria 

FG2 0,4041 Satisfactoria 

FG3 0,3451 No Satisfactoria 

 

En las figuras 14, 15 y 16, se muestran los gráficos de los datos medidos de nitrato 

en las salidas de cada filtro junto a los datos predichos por el modelo, en donde se observa 

para cada filtro, tal como ya lo indican los valores de 𝑉𝐸 calculados, existe una marcada 
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diferencia entre los datos arrojados por la ecuación y los medidos en campo, dicha 

diferencia es más notoria para FG3. 

 

Figura 14.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitratos en el FG1 

 

 

Figura 15.- Gráfica comparativa de datos medidos versus modelados, de nitratos en el FG2 
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Figura 16.- Gráfica comparativa de datos medidos versos modelados, de nitratos en el FG3 
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CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

 

Los procesos y las variables consideradas en las ecuaciones planteadas por Martin y 

Marzal, (1999) para el estudio de la cinética de nitrógeno y aplicadas en el Tancat de la 

Pipa, permitieron explicar un buen porcentaje de los datos medidos en cada uno de los 

filtros, con diferentes niveles de adaptación para cada uno de ellos. De manera general la 

eficiencia promedio del modelo puede considerarse como satisfactoria, pero en gran 

medida, mejorable. La cinética del nitrógeno orgánico fue la que menor diferencia arrojó 

entre los datos medidos y los datos predichos por el modelo.  

 

El nitrógeno orgánico, en todas sus formas, participa en una serie de procesos 

biológicos involucrados con su consumo y utilización por parte del fitoplancton y las 

macrofitas; de igual forma ocurren procesos físicos como resuspensión, adsorción y 

difusión, que repercuten de manera directa e indirecta, en la concentración del nitrógeno 

orgánico en el cuerpo de agua y que no son considerados dentro la ecuación planteada para 

el estudio de su cinética; posiblemente la inclusión de un factor de bioacumulación por 

parte de las macrofitas, junto con la consideración de los procesos físicos que influyen de 

una manera más directa sobre la concentración del nitrógeno orgánico en todas sus formas, 

permita aumentar la bondad de ajuste del modelo con respecto a los datos tomados en 

campo.  

 

La cinética de nitrificación fue la que menor ajuste tuvo a los datos teóricos, como 

es evidente, existen un sinnúmero de procesos y factores, que al igual que en la cinética del 

nitrógeno orgánico, no son considerados para explicar la nitrificación y que, en mayor o 

menor grado, directa o indirectamente, repercuten sobre la concentración de estas especies 

de nitrógeno en el cuerpo de agua, sin duda alguna, para obtener un mejor ajuste del 

modelo, es necesario la inclusión de estos factores a dicha ecuación. De la misma forma en 

que el pH o la temperatura afectan positiva o negativamente al crecimiento de las bacterias, 

según el valor de estos parámetros en el medio, el efecto de sustancias tóxicas sobre las 

bacterias amonio oxidantes y nitrito oxidantes depende de la concentración de las mismas y 
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del tiempo de exposición de las bacterias a éstas. Las más estudiadas en el ámbito de 

calidad de aguas son: tiourea, cianuro, fenoles, anilina (efecto importante sobre las 

Nitrosomonas), clorato y cianato (mayor toxicidad sobre Nitrobacter). Además los 

compuestos orgánicos (proteínas, aminas y taninos) pueden también inhibir la actividad de 

las bacterias autótrofas nitrificantes (Emérita, 2010). Aunque no se identifican ni 

cuantifican sustancias tóxicas durante los muestreos, sería interesante estudiar la presencia 

de sustancias orgánicas e inorgánicas que puedan afectar de forma significativa el 

desempeño de las bacterias implicadas en los procesos de degradación de nitrógeno; en el 

desarrollo y crecimiento de las macrofitas, y en general a aquellas sustancias que puedan 

influir sobre el desempeño del humedal como un sistema natural de depuración de aguas. 

 

Vale la pena destacar la participación de microorganismos heterótrofos en la 

nitrificación, éstos son conocidos por ser capaces de producir nitrato tanto de fuentes 

orgánicas como inorgánicas, y debido a que también pueden ser desnitrificadores, 

comúnmente se desestima la significancia de su papel sobre la nitrificación en medios 

naturales (Focht y Verstraete, 1977; Paul y Clark, 1996); pero se hace necesario estudios 

más precisos sobre la participación de estos microorganismos en las reacciones de 

degradación de nitrógeno, a fin de poder establecer su aporte real en la cinética. 

 

 De igual manera, es importante considerar el papel de la vegetación en los procesos 

de nitrificación y desnitrificación, ya que en un humedal las plantas pueden jugar un papel 

importante en la remoción total de nitrógeno. Los humedales plantados con macrofitas han 

mostrado tener una mayor remoción de nitrato en comparación con los que carecen de ellas 

(Bachand y Horne, 2000; Lin y col, 2002). Se ha demostrado también que la vegetación 

puede afectar de muchas formas a la población de bacterias nitrificantes y desnitrificantes; 

ésta es el principal proveedor de materia orgánica, que es directamente usada como fuente 

de carbono y energía por microorganismos heterótrofos. Por otro lado, las macrofitas 

pueden incrementar las concentraciones de oxígeno en el agua y así crear condiciones no 

favorables para la desnitrificación (Nielsen y col., 1990; Toet y col., 2005), pero 

contrariamente favorables para la nitrificación.  
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 La consideración del aporte de las macrofitas en la cinética del nitrógeno, debería 

diferenciar sobre el tipo de vegetación que se ha desarrollado en el humedal, puesto que 

durante las horas de luz las plantas sumergidas pueden liberar oxígeno al agua a través de 

su fotosíntesis, mientras que las plantas emergentes pueden transportar oxígeno a través de 

sus tejidos vasculares hasta el rizoma y las raíces, que eventualmente puede difundir al 

sedimento o al agua (Reddy y col., 1989), antagónicamente ocurre durante las horas de 

oscuridad, cuando se lleva a cabo el proceso de respiración, donde fisiológicamente las 

plantas consumen oxígeno, afectando directamente la concentración de éste en el humedal 

y en consecuencia a los procesos en los cuales el oxígeno participa.  

 

 El patrón climático estacionario del Mediterráneo, repercute directamente sobre los 

procesos biológicos que ocurren en el Tancat de la Pipa; por ende el estudio de estos 

procesos junto con la aplicación del modelo en cada estación climática, permitiría un mayor 

entendimiento sobre el comportamiento de la cinética del nitrógeno de acuerdo a la época 

del año, además de que se podría determinar con mayor exactitud la influencia de variables 

climáticas como temperatura y humedad relativa, sobre las tasas de mineralización, 

amonificación, nitrificación y desnitrificación, y en consecuencia tener una perspectiva más 

detallada de la eficiencia de este humedal como sistema depurativo. 

 

 Por último, la consideración, según sea pertinente, de procesos físico – químicos 

como la volatilización del amonio, la nitrato amonificación, la fijación de nitrógeno como 

proceso de conversión de nitrógeno gaseoso a amonio, la adsorción y oxidación anaeróbica 

del amonio; como parte de la dinámica natural del nitrógeno en el humedal, conllevaría a 

un mayor ajuste del modelo al desempeño real del sistema. Finalmente se puede decir que 

la cinética del nitrógeno, planteada por Martin y Marzal, (1999), es un modelo apropiado 

para explicar dicha dinámica, con una eficiencia mejorable, considerando la inclusión 

sistemática de los diferentes factores biológicos que influyen sobre el nitrógeno. 
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