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RESUMEN 

Las microalgas como Chlorella vulgaris son microorganismos fotosintéticos con alto 

contenido lipídico que tienen la capacidad de crecer y eliminar nutrientes 

simultáneamente en aguas residuales. En esta investigación, la especie Chlorella vulgaris 

fue inoculada en agua residual de faenamiento avícola esterilizada utilizando fotoperiodos 

de 19 h luz y 5 h oscuridad. La luz utilizada fue artificial LED blanca (control) y azul, los 

cultivos se realizaron en fotobiorreactores constituidos por peceras comerciales. Se 

llevaron a cabo mediciones del crecimiento celular donde se obtuvieron valores de 0,392 

g/L y 0,361 g/L de biomasa para las luces de colores blanca y azul, respectivamente. Los 

resultados de la extracción de lípidos demuestran que se encontró el máximo contenido 

de lípidos totales con luz azul (18,93 %) con solvente cloroformo:metanol (2:1). Respecto 

de la extracción ácidos grasos libres (AGL) el mayor porcentaje obtenido fue 16,82 % 

con etanol para luz blanca y 21,37 % con metanol para luz azul. En los ésteres metílicos 

de ácidos grasos (FAME) indirecto, se obtuvo una extracción de 97,60 % en luz azul con 

uso de un catalizador homogéneo (ácido sulfúrico).  

Adicionalmente, esta especie puede ser utilizada en procesos de biorremediación debido 

a su capacidad de remoción de nutrientes y metales. En este estudio se logró una remoción 

en términos de Nitrógeno Total (32,14 % para la luz blanca y 74,19 % para la luz azul, 

respectivamente), Fósforo Total (27,23 % y 11,98 %) y Carbono Orgánico Total (64,10 

% y 67,74 %). Referente a los metales se obtuvo una remoción de hierro (92,5 % luz 

blanca y 95,31 % para luz azul) y sodio (64,6 % para luz blanca y 47,95 % para luz azul).  

La eliminación de estos nutrientes y metales después de la inoculación lograron los 

niveles permisibles para descarga en alcantarillado público según la normativa de calidad 

ambiental y de descarga de efluentes en el Ecuador.  

Palabras clave: Chlorella vulgaris, faenamiento avícola, remoción de nutrientes, AGL, 

lípidos, FAME, luz azul, luz blanca 
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ABSTRACT 

Microalgae such as Chlorella vulgaris are photosynthetic microorganisms with high lipid 

content that can grow and remove nutrients simultaneously in wastewater. In this 

research, Chlorella vulgaris was inoculated in sterilized poultry slaughter wastewater 

using photoperiods of 19 h of light and five h of darkness. The light used was artificial 

white (control) and blue LEDs mounted in commercial fish tanks as photobioreactors. 

Cell growth measurements were carried out where values of 0,392 g/L and 0,361 g/L of 

biomass were obtained for the white and blue colored lights, respectively. The results of 

lipid extraction show that the maximum content of total lipids was found under blue light 

(18,93 %) with the solvent chloroform: methanol (2:1). Regarding the extraction of free 

fatty acids (FFA), the highest percentage obtained was 16,82 % with ethanol for white 

light and 21,37 % with methanol for blue light. In indirect fatty acid methyl esters 

(FAME), an extraction of 97,60 % in blue light was obtained using a homogeneous 

catalyst (sulfuric acid). 

Additionally, this species can be used in bioremediation processes due to its capacity to 

remove nutrients and metals. In this study, a removal was achieved in terms of Total 

Nitrogen (32,14 % for white light and 74,19 % for blue light, respectively), Total 

Phosphorus (27,23 % and 11,98 %), and Organic Carbon Total (64,10 % and 67,74 %). 

Regarding metals, a removal of iron (92,5 % white light and 95,31 % blue light) and 

sodium (64,6 % white light and 47,95 % blue light). Eliminating these nutrients and 

metals after inoculation achieved the permissible levels for discharge into public sewage 

according to Ecuador's environmental quality and effluent discharge regulations.  

Keywords: Chlorella vulgaris, poultry slaughter, nutrient removal, FFA, lipids, FAME, 

blue light, white light 
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1. INTRODUCCIÓN 

Debido al agotamiento de las fuentes de energía no renovables, existe la necesidad 

de reemplazar los combustibles fósiles en el entorno actual. Según estimaciones recientes, 

la mayoría de las reservas de petróleo convencional se agotarán en 2050 como resultado 

del uso insostenible del petróleo y el creciente consumo de energía. Se cree que los 

biorrecursos satisfacen las necesidades energéticas del mundo moderno. (Davoodbasha 

et al., 2021). 

En los últimos años se ha visto un enorme aumento en el interés por las microalgas 

debido a su composición de biomasa y su rápido crecimiento en comparación con plantas 

más grandes. Son capaces de producir biomasa con una composición compleja que puede 

ser controlada por el entorno de cultivo. Por ejemplo, la producción de ácidos grasos 

poliinsaturados, pigmentos (carotenoides o clorofilas), proteínas, enzimas antioxidantes, 

exopolisacáridos, polialcoholes u otros compuestos bioactivos diversos, cuyo contenido 

se puede aumentar ajustando la irradiancia incidente, los ciclos de luz y oscuridad, la 

temperatura de cultivo, o la concentración de nutrientes específicos (Davoodbasha et al., 

2021). Proporcionan bienes económicos con valor añadido, como biocombustibles, así 

como bienes de alto valor en los campos de la acuicultura, la cosmética, la nutrición y la 

salud humana y animal, etc. (Davoodbasha et al., 2021).  

Los productos como el biodiesel y el bioetanol son ejemplos de nuevas fuentes 

renovables de biocombustibles que los especialistas están buscando en respuesta al 

agotamiento de los suministros de petróleo y la creciente demanda de ellos. Es 

fundamental enfatizar que los biocombustibles no representan una respuesta perfecta a 

los problemas energéticos, ambientales y económicos que enfrenta el mundo, sin 
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embargo, son una fuente de energía diferente que puede complementar a las 

convencionales en el corto plazo y tienen muchas perspectivas interesantes a largo plazo. 

La primera gran pregunta es ¿cómo cambiarán con el tiempo los combustibles fósiles, 

que actualmente constituyen la base de la economía global? (Ramos et al., 2016). 

Debido a su rápido desarrollo y a la falta de competencia por las tierras cultivables o 

los recursos hídricos, se cree que las microalgas son un buen sustituto de los cultivos 

convencionales como biocombustible (Valdés Santiago et al., 2018). Existen diversas 

fuentes de biomasa que pueden utilizarse para la producción de biocombustibles. En la 

actualidad, se está debatiendo ampliamente su viabilidad como una prometedora fuente 

de energía alternativa debido a las múltiples ventajas que ofrecen, como lo mencionan; 

Brar et al, (2021) en su trabajo ¨Información sobre los enfoques de ingeniería genética y 

metabólica para mejorar la competencia de las microalgas como recurso de 

biocombustible: una revisión¨ y Peter et al, (2021) en su revisión ¨Microalgas para 

biocombustibles, tratamiento de aguas residuales y vigilancia ambiental¨.  

Dependiendo de la materia prima utilizada, los biocombustibles se agrupan 

comúnmente en cuatro generaciones principales ( Toalombo-Vargas et al., 2022). 

• Primera generación: Se puede incluir biomasa comestible como el maíz, la soja y 

el girasol en la producción de biocombustibles. Sin embargo, el uso de biomasa 

comestible plantea ciertas preocupaciones, ya que requiere grandes cantidades de 

fertilizantes, agua y extensiones de tierra que podrían competir con los cultivos 

destinados a la alimentación humana. Este tema ha generado un debate conocido 

como "alimento versus combustible", donde se discute el equilibrio entre la 

producción de biocombustibles y la disponibilidad de alimentos. 
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• Segunda generación: la biomasa lignocelulósica no comestible, como la paja de 

arroz, la paja de trigo, el aserrín y los desechos municipales, es considerada como 

una opción importante para la producción de biocombustibles debido a su 

abundancia. Sin embargo, hay desafíos asociados con su utilización. Estos 

desechos contienen lignina y presentan una estructura recalcitrante, lo cual 

dificulta el acceso a la celulosa y la hemicelulosa, que son los componentes 

deseados. Por lo tanto, se requiere un pretratamiento para descomponer la lignina 

y mejorar la accesibilidad de los componentes de interés. Sin embargo, este 

pretratamiento puede ser energéticamente intensivo, consumir mucho tiempo y 

ser costoso. 

• Tercera generación: la producción de biocombustibles de tercera generación ha 

centrado su atención en las algas de tipo salvaje. 

• Cuarta generación: En la actualidad, se está debatiendo el uso de microalgas 

genéticamente modificadas como materia prima para la producción de 

biocombustibles de cuarta generación. 

La necesidad de energía en una sociedad de rápido crecimiento ya no puede ser 

satisfecha únicamente con combustible fósil por lo que, estos solo pueden ser sustituidos 

por biocombustible que pueden ser producidos por la tercera y cuarta generación. 

Debido a su capacidad para generar cantidades significativas de triacilgliceroles (20-

50 % en peso de células secas), que son el material básico del biodiesel, las microalgas 

han desempeñado un papel fundamental en la fabricación de biodiesel (Kim et al., 2010). 

Además, señalan que los carbohidratos incluidos en la biomasa se pueden convertir en 

bioalcoholes como menciona Kim et al. (2010). Por último, se puede utilizar un proceso 

de digestión anaeróbica para producir biogás a partir de la biomasa sobrante. 
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Para crecer, las microalgas necesitan agua, luz, CO2, fósforo, nitrógeno y una variedad 

de micronutrientes. Se sabe que las aguas residuales urbanas tienen un alto contenido de 

nitrógeno y fósforo, por lo que el cultivo de microalgas en ellas permitiría la eliminación 

de estos contaminantes asimilándolos en la biomasa de microalgas. Más del 64 % del 

nitrógeno utilizado en total se recicla como biomasa en C. vulgaris (He et al., 2013). 

Debido a que pueden descomponer sus nutrientes para la biorremediación, las 

microalgas son organismos que pueden prosperar en una variedad de condiciones 

acuáticas, incluidas las aguas residuales. Estas aguas contienen muchos nutrientes que 

pueden ser aprovechados por las microalgas, con esto evitamos el uso de agua potable y 

el requerimiento de nutrientes adicionales (Medrano Barboza & Guasumba Anchundia, 

2022). 

Se estima que existen 300.000 especies distintas de microalgas en el mundo, de las 

cuales sólo se han descrito unas 40.000. Las microalgas son una colección variada de 

microorganismos unicelulares. En este grupo se incluyen los procariotas o cianobacterias 

y las especies de microalgas eucariotas que pueden crecer en una variedad de condiciones. 

La mayoría son fotoautótrofos, lo que significa que su fuente de carbono es el CO2 y su 

fuente de energía es la luz (Lewandowski et al., 2018). 

Para esta investigación se ha elegido la microalga verde unicelular Chlorella vulgaris 

con el fin de examinar su crecimiento y capacidad de obtención de lípidos. Es un protista 

fotosintético ampliamente reconocido que se incluye en la siguiente categoría científica: 

el dominio de Eukaryota incluye el reino Protista, división Chlorophyta, clase 

Trebouxiophyceae, orden Chlorella, familia Chlorella y género Chlorella (Céspedes 

Bernal, 2019). Crece rápidamente y es muy prometedor para el tratamiento de aguas 



 

8 
 

residuales. C. vulgaris es capaz de digerir eficazmente el nitrógeno y el fosfato contenidos 

en las aguas residuales y puede soportar las duras condiciones ambientales que allí se 

encuentran (Pittman et al., 2011). 

Su morfología es la de una célula esférica con un diámetro de 2 a 10 μm que alberga 

los cloroplastos de los pigmentos fotosintetizadores verdes clorofila a y clorofila b 

(Navinta Huashuayo, 2019). Las aplicaciones de las especies de Chlorella incluyen 

aditivos alimentarios, cosméticos, biocombustibles, nutrición y salud humana y animal 

(Santos Montes et al., 2014). Por ejemplo, Chlorella sp. ha demostrado una buena 

capacidad de producción de carotenoides, de gran valor comercial y con numerosos usos 

en la industria alimentaria, farmacéutica, nutracéutica, sanitaria y cosmética (Rajesh et 

al., 2017). 

Debido a que las microalgas tienen un alto contenido de aceite y pueden cultivarse 

mediante métodos económicos, son cruciales para la fabricación de biodiesel (Baldev et 

al., 2021). En comparación con otras materias primas para biocombustibles, las 

microalgas son materias primas prometedoras con una serie de ventajas. La capacidad de 

crecer en aguas residuales, salobres, y tener mayore rendimiento de aceite por acre de 

cultivos de microalgas y menor necesidad de agua en comparación con los cultivos 

terrestres, así como menores emisiones de CO2 (un kilogramo de biomasa de algas seca 

secuestra alrededor de 1,8 kg de CO2) son beneficios notables (Baldev et al., 2021).  

En el proceso tradicional de producción de biodiesel a partir de microalgas intervienen 

varios procesos, incluido el cultivo, la cosecha, el secado, la extracción de aceite y la 

transesterificación del aceite para producir biodiesel. Los triglicéridos y el metanol 
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reaccionan en presencia de un catalizador para formar biodiesel y glicerol (Chi et al., 

2019). 

Existen factores que afectan al cultivo de microalgas como son: 

• Luz: es la principal limitación y está asociada con un diseño de fotobiorreactor 

eficaz (Sutherland et al., 2015). La disponibilidad de luz para las células se ve 

afectada por la concentración celular, lo que reduce significativamente la 

penetración de la luz en el cultivo y da como resultado un uso deficiente de la luz 

en la sombra (Park and Lee, 2001). En ausencia de limitación nutricional, la 

fotosíntesis aumenta al aumentar la intensidad de la luz, alcanzando la saturación 

lumínica cuando se alcanza la tasa de crecimiento específica máxima de cada 

especie. Más allá de esto, se llega al punto de fotoinhibición (cuando la 

concentración de CO2 es menor que la de oxígeno), lo que provoca efectos 

perjudiciales sobre las células e incluso puede provocar su muerte. En última 

instancia, esto conduce a una disminución en la producción de cultivos y la 

eficiencia fotosintética (Hernández Pérez and Labbé, 2014). Para evitarlo, las 

microalgas deben estar en un entorno propicio para su crecimiento, lo que requiere 

que el medio de cultivo tenga una cantidad suficiente de CO2 y una eliminación 

eficaz del oxígeno disuelto (Romero Villegas, 2018). Existen estudios que 

sustentan que la microalga Chlorella vulgaris presenta mejor crecimiento bajo la 

exposición a luz LED azul y fotoperiodos de 24 horas constante (Atta et al., 2013) 

(Lysenko et al., 2021).  

● Temperatura: el rango de temperatura ideal para el crecimiento de la microalga 

Chlorella es entre 18 y 30 °C. La especie crece más lentamente a temperaturas 
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inferiores a 16°C y puede morir a temperaturas superiores a 35°C. Las algas 

dependientes de la temperatura producen más biomasa cuando alcanza la 

temperatura ideal para cada especie. Por encima de este punto, la fotorrespiración 

reduce la producción total mientras que la respiración aumenta. Se pueden utilizar 

intercambiadores de calor para regular la temperatura en un sistema de cultivo 

cerrado; sin embargo, la evaporación es el único método disponible en un sistema 

de cultivo abierto para reducir la temperatura del cultivo (Barona Altamirano, 

2014) (Lysenko et al., 2021). 

● pH: por su papel para asegurar la disponibilidad y solubilidad del CO2 y otros 

nutrientes, es crucial para los cultivos (Romero Villegas, 2018). La disponibilidad 

de fuentes de carbono inorgánico está determinada principalmente por la 

alteración de este componente. Numerosos elementos, incluida la producción de 

algas, la respiración, la alcalinidad y el contenido iónico del medio de cultivo, así 

como la actividad microbiana autótrofa y heterótrofa, afectan el pH del cultivo. 

En definitiva, la efectividad del sistema de adición de CO2 determina el pH del 

cultivo (Hernández Pérez y Labbé, 2014).  

Cada especie tiene un rango de pH preferido para su crecimiento; C. vulgaris 

prefiere un rango de pH de 6 a 8 (Naderi et al., 2015). En este punto o por debajo 

de él se produce una reducción de la productividad, lo que afecta tanto al 

crecimiento de las algas como a la capacidad de los sistemas de tratamiento de 

agua para eliminar nitrógeno (Park et al., 2011). Al designar el pH ideal como 

punto de ajuste, un sistema automatizado de inyección de CO2 puede regular el 

pH según sea necesario (Lysenko et al., 2021).  
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● Nutrientes: Para que la biomasa crezca, debe estar disponible una variedad de 

nutrientes. Al ser parte integrante de la estructura celular, los macronutrientes (N, 

P, C, H, S...) son necesarios en mayores proporciones. Los micronutrientes, como 

el hierro, el magnesio y el cobre, son sustancias que el organismo necesita en 

pequeñas cantidades y se encuentran típicamente en enzimas (Rodríguez 

González y Serrano Luna, 2012). El carbono es el nutriente más importante para 

las microalgas, seguido del nitrógeno, que puede añadirse como amonio (NH4 
+) 

o nitrato (NO3
-). Numerosas funciones biológicas, incluida la síntesis de ácidos 

nucleicos y la transferencia de energía, dependen del fósforo. Además, está 

presente en moléculas estructurales como los fosfolípidos y en importantes 

intermediarios metabólicos (Lysenko et al., 2021). 

C. vulgaris es capaz de digerir eficazmente el nitrógeno y el fosfato contenidos en las 

aguas residuales y puede soportar las duras condiciones ambientales que allí se 

encuentran (Pittman et al., 2011). 

Dado que el fitoplancton marino genera más de la mitad del oxígeno de la 

atmósfera, se puede decir que la fotosíntesis que realizan las microalgas es una operación 

muy importante a nivel ambiental. La radiación activa en la fotosíntesis, o PAR 

(Photosynthetically Active Radiation), con longitudes de onda entre 400 y 700 nm es la 

que emplean las microalgas. NADPH y ATP son las moléculas que almacenan la energía 

química que se produce durante la fotosíntesis, que transforma la energía luminosa 

absorbida en energía que puede utilizarse para el crecimiento y desarrollo celular. Una 

reacción redox que se ve favorecida por la energía luminosa y da como resultado la 

conversión de agua y CO2 en oxígeno y carbohidratos se conoce como fotosíntesis 
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oxigénica como se puede apreciar en la ecuación (1). A continuación, podemos 

determinar el vínculo entre el CO2 fijado, el O2 liberado y la glucosa creada utilizando la 

estequiometría de la fotosíntesis oxigénica (Gamarra Santos, 2019). 

(1) 

6𝐶𝑂2 + 𝐻2𝑂 + 𝑙𝑢𝑧 (𝑒𝑛𝑒𝑟𝑔í𝑎)  →  𝐶6𝐻12𝑂6 + 6𝑂2 + 6𝐻2𝑂 

 

 Los fotobiorreactores pueden funcionar de diversas formas. En el cultivo por 

lotes, el fotobiorreactor se llena con el medio de cultivo y el inóculo de microalgas y se 

deja evolucionar durante un período de tiempo predeterminado. Se recolecta la biomasa 

o biomoléculas de interés, se limpia el reactor y se inicia una nueva operación cuando la 

concentración alcanza su valor máximo. Aunque esta disposición confiere al reactor una 

mayor versatilidad, existen intervalos muertos entre cada carga, lo que reduce la 

producción en su conjunto.  

Cuando se utiliza cultivo semicontinuo, se extrae una parte del volumen del 

reactor y se reemplaza con medio de cultivo nuevo. Como no hay tiempo de inactividad 

entre cargas, se puede aumentar la productividad en comparación con el cultivo 

discontinuo. En el modo de operación continua, para lograr un estado estable que le 

permita funcionar sin interrupciones, se agrega continuamente nuevo medio al cultivo 

mezclado uniformemente durante el período iluminado al mismo tiempo que se recolecta 

el mismo flujo de recolección del reactor (Pozzobon, 2022). 

  Se dice que el sistema actúa como turbidostato cuando la variable fija es la 

concentración de biomasa y como quimiostato cuando la variable fija es la tasa de 

dilución. Según Morales Amaral (2016), el acoplamiento que se produce entre el proceso 
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fotosintético, que depende de la luz solar, y la generación de aguas residuales, que alcanza 

sus valores máximos durante el día y disminuye significativamente durante la noche, hace 

que la modalidad continua sea la más adecuada. 

El objetivo general de este trabajo de investigación es evaluar el rendimiento de 

lípidos obtenidos a partir de biomasa microalgal de Chlorella vulgaris cultivada en agua 

residual de faenamiento avícola utilizando luz artificial. 

Entre los objetivos específicos considerados para el alcance del objetivo general, 

se tiene: 

● Caracterizar el agua residual de faenamiento avícola mediante análisis 

fisicoquímicos para la determinación de su potencial como medio de cultivo de 

microalgas en condiciones de luz artificial 

● Analizar el crecimiento de la especie Chlorella vulgaris en agua residual de 

faenamiento avícola bajo condiciones de luz artificial mediante técnicas de 

crecimiento celular para la producción de biomasa con fines de extracción de 

lípidos 

● Caracterizar la fracción lipídica de la biomasa de Chlorella vulgaris cultivada, 

utilizando procesos de extracción de lípidos totales, ácidos grasos libres y ésteres 

metílicos para la comprobación de su potencial de uso de estos lípidos en la 

producción de biodiésel 

2. METODOLOGÍA 

2.1 Sitios de estudio 

2.1.1 Recolección de agua residual 
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La recolección del agua residual de faenamiento avícola (figura 1) se realizó en la 

provincia de Santo Domingo de los Tsáchilas ubicada en la parroquia Puerto Limón se 

encuentra a 104 kilómetros de la capital Quito. Esta parroquia presenta una altitud de 244 

msnm y cuenta con temperaturas medias de 28 ˚C. 

 

Figura 1. Agua residual avícola 

2.2 Metodología   

El método que se utilizó consta de tres fases (anexo 1):  

● Fase de campo 

● Fase de laboratorio  

2.2.1 Fase de campo  

• Recolección del medio de cultivo 

 

Se recolectaron 100 L de agua residual, 40 L para el control con luz blanca y 40 L 

para la luz azul, para realizar una comparación entre ambos tipos de luz. Se utilizó un 

embudo y un colador para evitar el paso de plumas y otros sólidos no requeridos durante 

la recolección en canecas de 20 L. Posteriormente, se agitó el agua con un palo de madera 

para distribuir los nutrientes uniformemente.Las canecas fueron selladas con envoltura de 

plástico, etiquetados y refrigerados a 4° C hasta su uso. 
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• Obtención del inóculo 

 

Se usó la cepa Chlorella vulgaris adquirida en el Banco Español de Algas, las cuales 

fueron preservadas en la ciudad de Quito, Ecuador en medio Bold Basal Medium (BBM) 

en proporción 1:10 en el Laboratorio de Química de la Facultad de Arquitectura e 

Ingenierías de la Universidad Internacional SEK. Se mantuvo aireación constante a 4,2 

L/min, con luz artificial blanca, realizando cambio de medio cada 15 días. 

 

5.2.2 Fase de laboratorio 

 

• Caracterización del medio de cultivo 

 

Se utilizaron botellas de 150 mL para recolección de la muestra de agua avícola, las 

botellas fueron esterilizadas previamente con luz UV. Se realizó un análisis de 

macronutrientes importantes para un crecimiento eficiente de las microalgas Chlorella 

vulgaris, usando métodos estandarizados HACH como: fósforo total (PT), carbono 

orgánico total (COT) y nitrógeno total (NT); así como otros parámetros fisicoquímicos y 

algunos metales pesados analizados en laboratorios certificados para el análisis de agua 

(Anexo 3). 

• Preparación de medio de cultivo 

 

Se realizó una filtración de partículas sólidas presentes en el medio con filtros 

multicapa cilíndricos, esto para evitar un crecimiento anormal de las microalgas. Cuando 

el agua fue filtrada se procedió a una esterilización en un autoclave, se usó botellas pyrex 

de 15 L, el autoclave tuvo unas condición de esterilización de 121°C y 15 psi con un 

tiempo de 30 minutos, se esperó que llegara a temperatura ambiente  (figura 2) y se 

recolectó en canecas de 20 L para su almacenamiento para su uso posterior. 
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Figura 2. Medio de cultivo esterilizado 

• Preparación de inóculo 

 

Se prepararon dos fotobiorreactores, uno para luz artificial azul y otro para luz blanca 

(control). Estos biorreactores contaron de botellas de 5 L, para la inoculación se tomó 3,6 

L de medio cultivo (agua de faenamiento) y 0,4 L de inóculo (Chlorella vulgaris) y estos 

se los colocó en las botellas de 5 L. Los biorreactores estuvieron a temperatura ambiente 

y con luz natural, esto durante un fotoperiodo de siete días con 12 horas de luz y 12 horas 

de oscuridad, con aireación artificial y se usó filtros de entrada y salida (figura 3). Se 

obtuvo una concentración celular de 106 células/mL obtenido por conteo celular en 

cámara de Neubauer, con este resultado se verificó su crecimiento y se procedió a su 

traspasó a un fotobiorreactor de mayor volumen. 

 

Figura 3. Fotobiorreactor para cultivo del inóculo 
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• Siembra del inóculo en el fotobiorreactor 

 

Cuando el inóculo estuvo listo, se procedió a colocar 4 L de este en el fotobiorreactor; 

en este caso se usó peceras con unas dimensiones de 19 cm de ancho y 32 cm de alto 

(figura 4). Posterior a esto se colocó 36 L de medio de cultivo (agua de faenamiento) que 

ya estaba esterilizada. Para la aireación se usaron compresores de peceras con mangueras 

que realizaron una oxigenación y suspensión continua del cultivo a una velocidad de 4,2 

L/min, esto ayudó a que las microalgas se distribuyeran por todo el cultivo evitando su 

sedimentación. Para mantener la temperatura constante se colocaron termopares a una 

condición de 24 ± 3 ° C. El cultivo se mantuvo en condiciones controladas en laboratorio 

en Quito en un periodo de 15 días. 

 

Figura 4. Fotobiorreactor con cultivo de Chlorella vulgaris en luz LED de color azul 

• Determinación de crecimiento celular de microalgas 

 

Se determinó el conteo celular por día hasta su cosecha; es decir, 15 días, la muestra 

diaria se recolectó en tubos falcón de 50 mL etiquetados correctamente y esterilizados 

previamente, estas muestras fueron almacenadas a una temperatura de 4°C. El conteo 

celular y peso seco se realizó por triplicado; para el peso seco se colocó 1 mL de la 
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muestra recolectada previamente en papel filtro circular pesado previamente y esto sobre 

un vidrio reloj y se dejaron secar por 24 horas a 60 °C (figura 5). Transcurrido el tiempo 

se pesó el filtro con la muestra y para obtener el peso final se usó la ecuación (2) (utilizada 

por Guatemal, 2023). Para el conteo celular diario se utilizó 10 uL de la muestra 

homogeneizada y la cámara de Neubauer en un microscopio óptico marca Olympus a 

40X. Para la determinación de la concentración celular se usó la ecuación (3). 

 

Figura 5. Peso seco diario 

(2) 

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 (
𝑔

𝑚𝐿
) =  

𝐹𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑜 +  𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 (𝑔)  −  𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑜 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 (𝑔)

𝑣𝑜𝑙ú𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑚𝐿)
 

 

(3) 

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑎𝑟 (
𝑐𝑒𝑙

𝑚𝐿
) =

#𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 (
𝑐𝑒𝑙
𝑚𝐿

) × 100

#𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑎𝑑𝑟𝑜𝑠 ×  𝑑𝑖𝑙𝑢𝑐𝑖ó𝑛
 

 

Para la medición de productividad volumétrica ecuación (4), la productividad 

específica de la biomasa ecuación (5), tiempo de duplicación de las microalgas ecuación 

(6) y tasa de crecimiento específica ecuación (7) se usaron ecuación investigadas por 

Guatemal (2023). 

(4) 

𝑃𝑉 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 (
𝑔

𝐿𝑑
) =

𝑝𝑒𝑠𝑜 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 (𝑔)

𝑣𝑜𝑙ú𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑙𝑡𝑖𝑣𝑜 (𝐿)  ×  𝑡𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑙𝑡𝑖𝑣𝑜 (𝑑)
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(5) 

𝑃𝐸 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 =  
𝑃𝑉 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 (

𝑔
𝐿𝑑

)

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑎 (
𝑔
𝐿)

(𝑑−1) 

(6) 

𝑇𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 𝑑𝑒 𝑑𝑢𝑝𝑙𝑖𝑐𝑎𝑐𝑖ó𝑛 (𝑡𝐷) =
𝐿𝑛(2)

𝜇
(𝑑í𝑎𝑠) 

(7) 

𝑇𝑎𝑠𝑎 𝑑𝑒 𝑐𝑟𝑒𝑐𝑖𝑚𝑖𝑒𝑛𝑡𝑜 𝑒𝑠𝑝𝑒𝑐í𝑓𝑖𝑐𝑎 (𝜇) =
𝐿𝑛 (𝑁𝑇/𝑁0)

𝑇𝑇 − 𝑇0
(𝑑−1) 

• Parámetros fisicoquímicos  

Para la verificación de la eliminación de los macronutrientes y metales analizados, las 

muestras recolectadas diariamente se centrifugaron a 4000 rpm por 5 minutos, posterior 

a esto se retiró el sobrenadante y se colocó en otros tubos falcon de 50 mL para poder ser 

analizados. El análisis de concentración de macronutrientes, micronutrientes y metales se 

realizó por triplicado estos fueron Carbono orgánico total (TOC), Nitrógeno total (TN), 

Fósforo total (TP), calcio, cobre, cromo, hierro, molibdeno, nitrógeno amoniacal, níquel, 

plomo, potasio y sodio usando métodos estandarizados HACH y otros métodos indicados 

en el Anexo 3. Usando la fórmula la concentración inicial de nutrientes (𝐶I) y la 

concentración inicial (𝐶𝐹) como indica la ecuación (8) (Guatemal, 2023).  

(8) 

% 𝑅𝑒𝑚𝑜𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝑁𝑢𝑡𝑟𝑖𝑒𝑛𝑡𝑒𝑠 =  
(𝐶𝐼 − 𝐶𝐹)

(𝐶𝐼)
× 100 

 

• Cosecha y obtención de biomasa microalgal 

 

Cuando el cultivo de 40 L llegó al día 15, se verificó que la microalga estuviese en un 

estado de lisis celular, esto por la disminución de los parámetros de crecimiento para 

realizar la cosecha y la posterior centrifugación del contenido en tubos falcon de 50 mL 

a 4000 rpm por 5 minutos para obtención de pellets de biomasa y la eliminación de la 
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mayor cantidad de humedad. Durante este procedimiento se recolectaron 4 L de 

sobrenadante para análisis de parámetros fisicoquímicos en laboratorio exterior. Cuando 

se obtuvo biomasa húmeda se procedió a ponerla en vidrios reloj y colocarlos en la estufa 

a 60 °C en un periodo de 24 h para secar la biomasa (figura 6). Una vez seca, se procedió 

al raspado y se obtuvo biomasa seca en polvo, se pesó y se procedió almacenar en un tubo 

falcon envuelta en papel aluminio. 

 

Figura 6. Biomasa en proceso de secado  

• Extracción de lípidos 

Se utilizaron 6 solventes para la extracción: metilciclohexano, acetato de etilo, etanol, 

metanol, cloroformo metanol (2:1) y cloroformo metanol (1:2), siguiendo el método de 

Blight & Dyer modificado por IMARPE. Se incorporó 0,5 g de biomasa seca en seis 

falcons de 50 ml, adicionando 20 mL de los solventes en cada uno, y se dejó reposar 

durante dos días. Posterior a esto se sometió a un sonicador por 45 minutos para obtener 

una lisis celular. Se incubó durante 24 horas a 28˚ C. Después de las 24 horas, cada tubo 

se sonicó nuevamente por cuarenta y cinco minutos y se centrifugó por treinta minutos. 

Se tomó el sobrenadante y se colocó en otro tubo falcón limpio. 

Después, se agregó 6 mL de cloruro de sodio (NaCl) al 0,58 % y se mezcló con 

centrifugación a 4000 rpm para separar la parte acuosa de la orgánica. Los frascos vacíos 

con etiquetas se pesaron y luego se llevaron a la estufa a 80˚C para eliminar el agua y el 

solvente. Finalmente, se utilizó la ecuación (9) (Guatemal, 2023) para determinar el 

porcentaje de lípidos. En esta ecuación, PL. se refiere al peso del frasco con el contenido 
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lipídico ya extraído y seco, mientras que Pb se refiere al peso de la biomasa microalgal. 

El porcentaje total se representa en % m/m. 

(9) 

%𝐿í𝑝𝑖𝑑𝑜𝑠 = (
𝑃𝐼

𝑃𝑏
) × 100 

Adicionalmente, se utilizó la ecuación (10) (Guatemal, 2023) para calcular la 

productividad volumétrica de los lípidos para cada solvente extractor. En esta ecuación, 

Ml representa la masa de lípidos, V es el volumen de cultivo y T es el tiempo en días (d). 

(10) 

𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚é𝑡𝑟𝑖𝑐𝑎𝑠(
𝑔

𝐿𝑑
) = (

𝑀1

𝑉 × 𝑇
) 

 

• Extracción de Ácidos Grasos Libres (AGLs) 

Para extraer Ácidos Grasos Libres Totales (AGL), se usó el protocolo de Tanzi et al. 

(2013) el cual saponificó la biomasa seca con los cinco solventes utilizados en el 

procedimiento anterior. Se instaló un aparato de reflujo, como se muestra en la figura 7. 

0,5 g de biomasa de microalgas se saponificaron con una solución de metanol de 20 mL 

y 0,1 g de KOH. Luego, durante cuatro horas, el reactor se mantuvo a 300 rpm y a 60 ºC. 

Se filtró y se agregó HCl 1 M para reducir el pH a 5. Después, se transfirió la solución a 

un embudo de decantación de 50 mL y se añadió la misma cantidad de agua, reinvirtiendo 

varias veces para eliminar los gases. Se pesaron los tubos vacíos que habían sido 

etiquetados previamente y se agregó la mezcla de embudo a los frascos para que se secara 

a 80 ˚C hasta que su peso permaneciera constante. Finalmente, se pesan los frascos que 

ya han secado utilizando la muestra de AGL. 
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Figura 7. Equipo de reflujo para saponificación de biomasa de Chlorella vulgaris (se 

utilizó para calcular el porcentaje de AGL) (Guatemal, 2023). 

 

(11) 

%𝐴𝐺𝐿 = (
𝑇2 − 𝑇1

𝑊
× 100) 

 

• Extracción de Ésteres Metílicos de Ácidos Grasos (FAMEs). 

Los ésteres metílicos de ácidos grasos se pueden extraer de dos maneras diferentes. 

El primero es directo, obtenido de la biomasa seca de ambas luces; el segundo es 

indirecto, obtenido de lípidos y ácidos grasos libres. Los catalizadores usados fueron de 

tipo homogéneo, empleando ácido sulfúrico (H2SO4) y heterogéneo, con resina comercial 

CT-269DR. Cada reactor de vidrio recibió la siguiente cantidad de catalizador disolvente 

de biomasa o grasa: Para catalizadores homogéneos, (1,74:15:1) y para catalizadores 

heterogéneos, (1,1:70:1). Los reactores se colocan en un baño térmico con agua y 

componentes de vidrio o espuma Flex para evitar que se evaporen rápidamente. Durante 

cuatro horas, mantenía la temperatura de reacción a 90 °C y la velocidad de agitación a 

900 rpm (figura 8). Después de filtrar el material con el aparato Millipore, se añadieron 2 

mL de la mezcla hexano: dietiléter (80:20) para eliminar las impurezas. Finalmente, se 

separó la fase orgánica de la acuosa en un embudo de decantación, se colocó en 

recipientes pesados previamente etiquetados y se dejó reposar a 80°C hasta que su peso 

permaneciera constante. 
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Figura 8. Proceso de obtención de FAMEs 

La ecuación (12) (Guatemal, 2023) se utilizó para calcular el rendimiento; el peso 

del tubo con la muestra seca se llama T2, el peso inicial del tubo vacío se llama T1 y la 

biomasa seca utilizada en la reacción se llama W. 

 (12) 

% 𝐹𝐴𝑀𝐸 = (
𝑇2 − 𝑇1

𝑊
) × 100 

• Cromatografía por capa fina (TLC) 

Se utilizó una placa de gel de sílice de 40 x 80 mm y 0,2 mm de espesor para 

cromatografía de capa fina. Se marcó una línea conocida como origen, a 1 cm de la base 

con tres puntos. El primer punto muestra el estándar (oleato de colesterol) como control, 

el segundo muestra los lípidos AGL y el tercero muestra los lípidos FAME. Se trazó otra 

línea de 1 cm llamada frente del disolvente al extremo opuesto del origen. Para activar 

las placas, se calentaron a 100 ºC durante treinta minutos después de representar 

gráficamente los diferentes puntos. Después de un período de tiempo, las muestras secas 

se agregaron a los puntos mencionados anteriormente con 5 mL de su propio disolvente 

extractor, y la placa se dejó reposar durante diez minutos en un recipiente de vidrio sellado 

con cinta adhesiva sobre la fase móvil de cloroformo puro. Diez minutos después, la 

corrida se exhibió a través de vapores de yodo en un frasco con perlas de yodo sublimado. 

La ecuación (13) se utilizó para determinar el factor de retención (Rf), donde Y es la 

distancia del origen al punto de demostración y X es la distancia del origen al frente del 

disolvente. Es importante tener en cuenta que la cromatografía se realizó utilizando 

únicamente el mejor solvente extractor resultante en la extracción de AGL y FAME. 

(13) 
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𝑅𝑓 = (
𝐷𝑖𝑠𝑡𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑟𝑒𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑑𝑎 𝑝𝑜𝑟 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑦)

𝐷𝑖𝑠𝑡𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑟𝑒𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑑𝑎 𝑝𝑜𝑟 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑥)
) 

 

3. RESULTADOS 

3.1 Determinación del crecimiento celular  

 

La Figura 9 representa las curvas de crecimiento celular con los datos obtenidos 

del conteo de la especie Chlorella vulgaris cultivada en agua residual de faenamiento 

avícola en dos tipos de luces LED (azul y blanca) para medir el crecimiento de las 

microalgas. Los datos muestran que las microalgas en ambas luces presentan un estado 

de adaptación a su medio durante los días 0 a 3 de cultivo (Figura 9). Entre el día 0 y el 

día 3, se puede observar el periodo de adaptación con una concentración celular de 

6,09 ∙  103 ±  8,29 · 100 cel/mL hasta 5,35 ∙  104 ±  6,50 ·  100 cel/mL en luz azul, a 

partir del día 4 al 9, se puede observar una fase exponencial, con una concentración que 

aumenta hasta 3,75 ∙  105 ±  4,62 · 100cel/mL, a partir de ese momento, comienzan su 

fase de muerte celular, que se muestra desde el día 10 en adelante con una disminución 

en la concentración celular hasta 2,81 ∙ 105 ±  1,83 ∙ 100 cel/mL. 

En la luz blanca (control) se muestra el mismo periodo de adaptación al medio 

entre el día 0 a 3 concentraciones de 8,55 ∙  103 ±  8,06 ∙ 100 cel/mL hasta 1,48 · 104 ±

 4,35 ∙  cel/mL, durante los días 4 a 12 comienza a experimentar una fase exponencial y 

aumenta su concentración hasta alcanzar una magnitud de 4,04 ∙ 105 ±  4,17 ∙ 101 cel/

mL. A partir del día 13, comienza la disminución de la concentración celular, llegando a 

1,95 𝑥 105 ±  2,30𝑥101 cel/mL. 
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Figura 9. Curva de crecimiento celular de la microalga Chlorella vulgaris en un medio 

de cultivo con luz artificial y agua de faenamiento de aves.  

3.2 Peso seco 

En relación con el peso seco de la microalga Chlorella vulgaris que se observa en 

la figura 10, la curva muestra variaciones en los valores; por ejemplo, el día cero comenzó 

con una concentración de 0,0009 g/L para la luz azul, se mantiene constante hasta el día 

2. A partir del día 3 muestra un crecimiento, pero para el día 5, las microalgas crecen de 

forma exponencial hasta el día 9, alcanzando una concentración de 0,0086 g/L. Después 

de este período, desde el día 10 hasta el 12, comienza a notarse un decrecimiento que 

indica el inicio de la etapa de lisis celular. Para la luz blanca, el día cero empieza con 

0,0005 g/L, del día 1 al 3 percibe un ligero incremento con una contracción de 0,0009 

g/L; no obstante, desde el día 4 hasta el 12, se registró un aumento exponencial con una 

concentración de 0,008 g/L. Sin embargo, a partir del día 13, se observó la etapa de muerte 

celular.  
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Figura 10. Peso seco de Chlorella vulgaris cultivada en agua de faenamiento de aves.  

 

Podemos verificar que para el contenido de biomasa el uso de luz artificial blanca 

superando la luz azul. Pero para el crecimiento se observa que la luz azul es superior a la 

luz blanca como se muestra en la tabla 1. 

 

 

 

Tabla 1. Parámetros de generación de biomasa de Chorella vulgaris en agua residual 

de faenamiento avícola en su respectiva luz artificial. 

Medio de Cultivo Agua de faenamiento 

avícola 

Tipo de luz LED Luz Blanca Luz Azul 

Biomasa Total (g/L) 0,392 0,361 

Productividad Volumétrica (g/L∙d) 0,030 0,030 

Productividad Específica 0,077 0,083 

Tasa de crecimiento específica (μ) 0,259 0,389 

Tiempo de Duplicación (d) 2,675 1,780 
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3.3 Análisis de parámetros fisicoquímicos y remoción de nutrientes  

 

 

Figura 11.  Porcentaje de eliminación de COT (A), de NT (B) y PT (C) en el 

fotoperiodo de luz artificial blanca (control) y azul 

Se llevaron a cabo análisis de nitrógeno total (NT), fósforo total (PT) y carbono 

orgánico total (COT), y se representó en figuras el porcentaje de nutrientes removidos 

durante un período de 13 días de cultivo en agua de faenamiento avícola, expuesta a un 

fotoperiodo compuesto por luz artificial azul y blanca, los análisis se realizaron pasando 

un día. La figura 11A muestra los valores obtenidos de la medición de la remoción total 

de carbono orgánico total (COT) en el cultivo de agua residual de faenamiento avícola. 

Se observa que en el día 0, bajo la exposición a la luz blanca, se registró la mayor 

concentración de carbono con un valor de 19,5 ± 4,94 mg/L COT, la remoción de carbono 

comenzó a partir del día 2, logrando eliminar el 23,07 % del carbono presente en el medio. 

Este proceso continuó en el día 4, removiendo el 28,20 %, y en el día 6, alcanzando el 

38,46 %. En los días 8 y 10, se logró una remoción del 56,41 %. Al finalizar el día 12, se 

registró una concentración de 7 ± 0 mg/L COT y una remoción total del 64,10 % del COT. 

Para la luz azul en el día 2, se removió un 16,12 % del carbono total. En el día 4, la 
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remoción aumentó a un 22,58 %. En el día 6, se observó una remoción del 29,03 %. En 

el día 8, hubo un incremento significativo en la remoción, alcanzando un 51,61 %. A 

partir de los días 10 hasta el día 12, se logró una remoción final del 67,74 %, con una 

concentración de 5 ± 5,65 mg/L COT. Puede observarse que, en ambos cultivos, la 

remoción de COT fue muy próxima entre sí.  

La figura 11B presenta información sobre el porcentaje de remoción de nitrógeno 

total en cada día de cultivo, lo que permite observar posibles tendencias o variaciones a 

lo largo del tiempo. En el caso del fotoperiodo con luz blanca, se observa que en el día 0 

se registra la mayor concentración de nitrógeno en el medio, con 42 ± 0,00 mg/L NT. A 

medida que avanzan los días, se evidencia un aumento en el porcentaje de remoción de 

nitrógeno. En el día 2, se alcanza un porcentaje de remoción del 3,57 %, mientras que en 

el día 4 este porcentaje aumenta a 17,85 %. En el día 6, se logra una remoción del 25,00 

%. Este comportamiento ascendente continúa hasta llegar al día 12, donde se obtiene un 

porcentaje de remoción del 32,34 %. La concentración final de nitrógeno en el medio es 

de 28,5 ± 0,70 mg/L NT. En contraste con la luz blanca, se observó un mayor crecimiento 

de remoción de nitrógeno en el fotoperiodo con luz azul. En el día 0, se obtuvo una 

concentración inicial de 15,5 ± 0,70 mg/L NT. A partir del día 2, se observa un 

crecimiento exponencial en la remoción de nitrógeno, y este aumento continúa hasta el 

día 12, donde se alcanza un impresionante porcentaje de remoción del 77,41 %. La 

concentración final de nitrógeno en el medio es de 3,5 ± 0,70 mg/L NT. En comparación 

con los datos posteriores y la remoción de nitrógeno, se determina que se obtuvo un mejor 

rendimiento en el fotoperiodo con luz azul, superando significativamente a la luz blanca. 

En la Figura 11C se representa el porcentaje de remoción de fósforo obtenido a lo 

largo de 13 días en el medio de cultivo. Al igual que en la gráfica anterior, se observa un 

incremento gradual en el porcentaje de remoción a medida que pasan los días. Para el 

fotoperiodo con luz blanca, se evidencia una concentración inicial de fósforo de 11,2 ± 

0,28 mg/L PO₄³⁻ en el día 0 al 2, con una remoción inicial de 8,034 %. Este porcentaje 

aumenta progresivamente en el día 4 con 10,71 % y el día 6 con 18,75 %. A partir del día 

8, se obtiene un porcentaje de remoción final de 27,23 % para la luz blanca, con una 

concentración final de fósforo de 8,15 ± 0,07 mg/L PO₄³⁻.  
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En el caso del fotoperiodo con luz azul, se observa que el porcentaje de remoción 

de fósforo no es tan alto en comparación con la luz blanca. En el día 0, se registra una 

concentración inicial de 27,1 ± 0 mg/L PO₄³⁻ y una remoción del 0,00 %. En el día 2, se 

logra un porcentaje de remoción de 3,50 %, y en el día 4, el porcentaje de remoción 

aumenta a 6,08%. Sin embargo, a partir del día 6, la curva comienza a incrementarse 

gradualmente, y para el día 12 se alcanza un porcentaje de remoción del 12,26 %, el cual 

es menor en comparación con la luz blanca. El experimento concluye con una 

concentración final de fósforo de 23,85 ± 0,35 mg/L PO₄³⁻ en el medio de cultivo bajo 

luz azul. 

Tabla 2 Porcentaje de remoción de Nitrógeno, Fósforo y Carbono total por Chlorella 

vulgaris en agua residual de origen avícola con fotoperiodo luz blanca y luz azul. 

Parámetros 

Fisicoquímicos 

Concentración 

Inicial 
Concentración Final 

% Remoción 

final 

Luz 

Blanca 

Luz 

Azul 

Luz  

Blanca 

Luz 

Azul 

Luz  

Blanca 

Luz 

Azul 

NT (mg/L N) 42 ± 0 15,5 ± 0,7 28,5 ± 0,70 4 ± 1,41 32,14  74,19  

PT (mg/L 

PO4
3-) 

11,2 ± 0 27,1 ± 0 8,15 ± 0,07 23,85 ± 0,35 27,23  11,99  

COT (mg/L C) 19,5 ± 4,9 15,5 ± 3,5 7 ± 0 5 ± 5,65 64,10  67,74  

 

En la tabla 2 se muestra el porcentaje de remoción de nitrógeno total (NT), fósforo 

total (PT) y carbono orgánico total (COT) de Chlorella vulgaris en agua residual de 

origen avícola. Se observa que para la exposición a luz blanca, se logró la mayor remoción 

de COT con un porcentaje de 64,10 %. En segundo lugar, se observa una remoción de 

NT con un porcentaje de 32,14 %. En cuanto al fósforo, se aprecia una remoción de 27,23 

%. Referente a la luz azul se observó una remoción mayor en NT con un 74,19 %, seguido 

de COT con 67,74 % y por último PT con una remoción de 11,99 %. Estos resultados 

evidencian una mejora en la remoción de NT y COT al exponer el cultivo a la luz LED 

de color azul; sin embargo, la remoción de PT se ve desfavorecida ante la exposición a 

luz LED azul.  

En la Tabla 3 se muestra el porcentaje de remoción de macro y micronutrientes y 

metales pesados analizados a partir del medio de cultivo previo a la siembra de microalgas 



 

30 
 

(concentración inicial) y del sobrenadante recolectado luego de la cosecha (concentración 

final). Para la exposición a luz blanca, se observa una remoción considerable en hierro, 

turbidez y DQO, con un porcentaje del 92,5 %, 94,38 % y 74,53 % en peso, 

respectivamente. Además, se observa una remoción de sodio y potasio con un porcentaje 

de 64,6 % y 46,35 %, respectivamente. En cuanto a la exposición a luz azul, se observa 

una remoción considerable en turbidez, hierro y DQO, con un porcentaje de 96,84%, 

95,31% y 81,48% en peso, respectivamente. Además, se registra una remoción de sodio 

y potasio con un porcentaje de 47,95% y 7,38% respectivamente. 

Tabla 3. Remoción de nutrientes en agua de faenamiento avícola por Chorella vulgaris  

realizado por el laboratorio acreditado por el Servicio de Acreditación Ecuatoriano 

SAE. Los valores se expresan como resultado del promedio de triplicados con su 

respectiva desviación estándar. 

Parámetros 

Fisicoquímicos 

Concentración 

Inicial 

Concentración Final Remoción Total (%) 

Luz blanca Luz azul 

Luz  

blanca 

Luz  

azul 

Calcio (mg/L) 2,10 ± 0,13 6,98 ± 0,07 4,26 ± 0,05 - - 

Cobre (mg/L) 0,005 ± 0,003 ˂ 0,01 LC ˂ 0,01 LC * * 

Cromo (mg/L) ˂ 0,02 LD ˂ 0,01 LD ˂ 0,01 LD * * 

Hierro (mg/L) 1,60 ± 0,10 0,12 ± 0,01 0,075 ± 0,004 92,5 95,31 

Molibdeno 

(mg/L) 
˂ 0,1 LD ˂ 0,1 LD ˂ 0,1 LD * * 

Nitrógeno 

amoniacal 

(mg/L) 

117.25 ˂ 0,3 LC ˂ 0,3 LC * * 

Níquel (mg/L) ˂ 0,05 LC ˂0,05 LC ˂0,05 LC * * 

Plomo (mg/L) ˂ 0,004 LD ˂0,004 LD ˂0,004 LD * * 

Potasio (mg/L) 56,20 ± 4,10 30,15 ± 2,09 52,05 ± 3,61 46,35 7,38 

Sodio (mg/L) 78,55 ± 5,73 27,80 ± 0,5 40,88 ± 0,74 64,6 47,95 

Turbidez 

(NTU) 
73 4,1 2,3 94,38 96,84 

DQO (mg/L) 200,36 ± 7,49 60,1 ± 3,6 43,7 ± 2,6 74,53 81,48 

*Valores fuera de rango. –Sin remoción. LD. Límite de Detección. 
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3.4 Extracción de Lípidos 

 

Tabla 4. Productividad volumétrica de lípidos con los mejores tres solventes 

Productividad 

Volumétrica de lípidos 

(g/L∙ d) 

Cloroformo: 

metanol (1:2) 
4,97∙10-4 4,19∙10-4 

Cloroformo: 

metanol (2:1) 
7,91∙10-4 4,15∙10-4 

Metanol 3,91∙10-4 3,50∙10-4 

 

La figura 12 y tabla 4 muestran los resultados del análisis de los lípidos extraídos de 

la biomasa seca de Chlorella vulgaris cultivada en agua residual de faenamiento avícola, 

utilizando diferentes solventes como metanol, etanol, cloroformo metanol (1:2), 

cloroformo metanol (2:1), acetato de etilo y metilciclohexano, se determinó la extracción 

total de lípidos y la productividad específica. Los mejores solventes extractores para 

lípidos, tanto en la luz blanca como en la luz azul, fueron los siguientes: 

● Cloroformo metanol (2:1): Este solvente mostró el porcentaje más alto de 

obtención de lípidos, con un 18,93 % para luz azul y 10,73 % para luz blanca. 

Además, se logró una producción de 0,0008 g/L·d y 0,0004 g/L∙d, 

respectivamente. 

● Cloroformo metanol (1:2): En segundo lugar, se encontró que este solvente obtuvo 

un porcentaje de obtención de lípidos de 11,88 % para luz azul y 10,8 % para luz 

blanca, con una producción de 0,0005 g/L∙d y 0,0004 g/L∙d, respectivamente. 

● Metanol: Como tercer solvente más efectivo, se obtuvo un porcentaje de lípidos 

del 9,37 % % para luz azul y 9,04 % para luz blanca. Y una productividad de 

0,0004 g/L∙d y 0,00035 g/L∙d, respectivamente. 

Estos resultados indican que los solventes cloroformo metanol (2:1), cloroformo 

metanol (1:2) y metanol son los más eficientes para la extracción de lípidos de Chlorella 

vulgaris cultivada en agua residual de faenamiento avícola, tanto en términos de 

porcentaje de obtención de lípidos como de la productividad volumétrica de lípidos. Para 

los solventes restantes, como el etanol, metilciclohexano (MCH) y acetato de etilo, se 

observó que no tuvieron una buena eficiencia en la extracción de lípidos de Chlorella 
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vulgaris cultivada en agua residual de faenamiento avícola. Los porcentajes de obtención 

de lípidos obtenidos con estos solventes fueron los siguientes: 

● Acetato de etilo: Se obtuvo un porcentaje de obtención de lípidos de 5,22% luz 

blanca y 3,56% luz azul. 

● Etanol: El etanol mostró un porcentaje de obtención de lípidos de 7,76 % luz 

blanca y 6,63% luz azul. 

● Metilciclohexano (MCH): Este solvente presentó un porcentaje de obtención de 

lípidos de 5,24 % luz blanca y 5,36% luz azul. 

Estos resultados indican que el acetato de etilo, el etanol y el metilciclohexano no 

fueron tan eficientes como los otros solventes mencionados previamente (cloroformo 

metanol en diferentes proporciones y metanol) en la extracción de lípidos de Chlorella 

vulgaris. Los porcentajes obtenidos fueron más bajos, lo que indica una menor capacidad 

de extracción de lípidos con estos solventes. 

Figura 12. Porcentaje de extracción de lípidos totales de la especie Chlorella vulgaris, 

cultivada en agua residual de faenamiento avícola utilizando un fotoperiodo de luz 

artificial blanca y azul usando seis solventes extractores: Metilciclohexano (MCH), 

Cloroformo metanol 1:2 (CM 1:2), Cloroformo metanol 2:1(CM 2:1), Etanol (EA), 

Acetato de etilo (AE) y Metanol (MET).  
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3.5 Extracción de Ácidos Grasos Libres (AGL) 

 

En la figura 13 se presentan los datos obtenidos para la extracción de ácidos grasos 

libres (AGL) utilizando luz blanca y luz azul. En el caso de la luz blanca, se determinaron 

los siguientes resultados: El mejor solvente extractor para la luz blanca fue el etanol, con 

un porcentaje de ácidos grasos libres (AGL) del 16,82 % en relación con la biomasa seca. 

El segundo mejor solvente para la luz blanca fue el cloroformo metanol en proporción 

1:2 (CM 1:2), con un porcentaje de AGL del 13,22 %. Como tercer mejor solvente para 

la luz blanca se encontró el cloroformo metanol en proporción 2:1 (CM 2:1), con un 

porcentaje final de AGL de 9,58 %. 

En contraste, para la extracción de ácidos grasos libres utilizando luz azul, los 

resultados de los solventes fueron los siguientes: El mejor solvente extractor para la luz 

azul fue el metanol, con un porcentaje de ácidos grasos libres (AGL) del 21,37 % en 

relación con la biomasa seca. En segundo lugar, se encontró el etanol, con un porcentaje 

de AGL del 19,36 %. El cloroformo metanol en proporción 1:2 (CM 1:2) ocupó el tercer 

lugar con un porcentaje de AGL de 17,97 %. 

 

Figura 13. Datos del porcentaje de extracción de Ácidos grasos libres de la especie 

Chlorella vulgaris, cultivada en agua residual de faenamiento, utilizando un 

fotoperiodo de luz artificial blanca y azul. 
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3.6 Producción de Ésteres Metílicos de Ácidos Grasos (FAME) 

Los resultados de la producción de ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME) se 

muestran en la figura 14. Para explicar estos resultados, en primer lugar, se indicarán los 

valores para los tres métodos de producción probados (i) directo, (ii) indirecto a partir de 

lípidos y (iii) indirecto a partir de AGL con luz LED blanca (control), y luego con luz 

LED azul. 

Para el control en luz LED blanca, se logró obtener un rendimiento del 72,55 ± 

2,30 % en la extracción de FAME a partir del método directo a partir de biomasa seca 

bajo un fotoperiodo 19:5 con luz blanca utilizando el catalizador ácido homogéneo 

(H2SO4). Por otro lado, al emplear el catalizador heterogéneo (resina CT-269), se obtuvo 

un rendimiento del 54,04 ± 2,83 %. Para el cultivo en luz LED azul se obtuvo un 

rendimiento del 84,46 ± 0% en la extracción de FAME directamente a partir de biomasa 

seca utilizando el catalizador ácido homogéneo en un fotoperiodo (19:5). Se constató que, 

para ambos colores, la mejor extracción fue con el catalizador ácido homogéneo. 

En el caso de la extracción de FAME con el método indirecto a partir de lípidos 

previamente extraídos con luz azul, se observó que la ácido sulfúrico logró obtener un 

mayor porcentaje de extracción en comparación con la resina CT-269 (según se muestra 

en la figura 14), el mejor solvente encontrado en FAME indirecto con ayuda del 

catalizador ácido homogéneo con luz azul fue la mezcla de cloroformo: metanol en 

proporción 2:1, con un rendimiento de 97,60 ± 1,14 %, seguido por el solvente metanol 

con catalizador heterogéneo con una extracción de 93,46 ± 1,35 %. Respecto a la luz 

blanca se observó que la resina CT-269 logró obtener un mayor porcentaje de extracción 

en comparación con ácido sulfúrico (según se muestra en la figura 14), se obtuvo el mejor 

porcentaje de FAMES indirecto de 94,60 ± 1,34 % con el catalizador heterogéneo y 

solvente CM 2:1. Le sigue en segundo lugar el metanol con un rendimiento de 84,79 ± 

1,85 %, y en tercer lugar se encuentra la mezcla de cloroformo: metanol en proporción 

1:2, con un rendimiento de 74,96 ± 0,38 %. En cuanto al catalizador ácido homogéneo, 

se encontró que el metanol fue el solvente que logró el mayor porcentaje de extracción, 

con un rendimiento del 63,33 ± 4,95 %.  
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En términos generales, la mezcla de cloroformo: metanol en proporción 2:1 

demostró ser el mejor solvente tanto en el proceso de FAMES AGL con catalizador ácido 

con luz blanca. Este solvente logró extraer un 91,09 ± 0 % de FAME, seguido por el 

metanol con un rendimiento del 83,01 ± 0 %. El tercer mejor solvente fue la mezcla de 

cloroformo: metanol en proporción 1:2, también con un rendimiento de 83,01 ± 0 %. En 

relación con el uso de la resina CT-269 como catalizador, se encontró que el solvente más 

efectivo para la extracción de FAME fue la mezcla de cloroformo: metanol en proporción 

1:2. Este solvente logró alcanzar un porcentaje de extracción de hasta 71,92 ± 0 %.  

En el caso de la extracción de FAME indirecto, se observó que tanto el catalizador 

ácido como la resina demostraron rendimientos similares. En el caso del catalizador ácido 

H2SO4, el mejor solvente encontrado fue la mezcla de cloroformo: metanol en proporción 

2:1, con un rendimiento de 97,60 ± 0,67 %. Le sigue el metanol con un rendimiento de 

72,22 ± 3,02 %, y en tercer lugar se encuentra la mezcla de cloroformo: metanol en 

proporción 1:2, con un rendimiento de 43,86 ± 1,43 %. En cuanto a la resina CT-269 

como catalizador, se encontró que el metanol fue el solvente más efectivo para la 

extracción, logrando un porcentaje de extracción de hasta 93,46 ± 4,64 %. Le sigue la 

mezcla de cloroformo: metanol en proporción 2:1, con un rendimiento de 87,36 ± 2,56 

%. Por último, la mezcla de cloroformo: metanol en proporción 1:2 obtuvo un 

rendimiento de 36,63 ± 12,36 %. Para FAME AGL el catalizador ácido obtuvo un mejor 

rendimiento siendo el mejor solvente cloroformo metanol (2:1) con 85,57 ± 0 %, seguido 

por el metanol con 83,33 ± 0 % y por último el cloroformo metanol (1:2) 75,23 ± 0 %. 

Referente a la resina CT-269 su más alto rendimiento fue con cloroformo metanol (2:1) 

con 43,11 ± 0 %. 
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Figura 14. Porcentaje de extracción de Ésteres Metílicos de Ácidos Grasos (FAME) de 

Chlorella vulgaris cultivadas en agua residual avícola  

 

3.7 Cromatografía en capa fina (Thin Layer Chromatography-TLC) 

 

En la cromatografía de capa fina (TLC) los resultados obtenidos se observan en la figura 

15, en donde se aprecia el recorrido de las muestras del estándar el cual corresponde a un 

éster de colesterol (oleato de colesterol), se tomó una muestra del FAME directa, indirecta 

y AGL de luz blanca y azul con sus catalizadores (ácido sulfúrico homogéneo y resina 

CT-269 heterogéneo). La figura 15 A muestra los resultados obtenidos de la 

cromatografía de capa fina para la muestra de biomasa directa utilizando el catalizador de 

ácido sulfúrico (H2SO4). En la parte superior izquierda se puede observar la fase móvil 

del estándar, donde se identifica claramente la presencia del éster de colesterol. Al utilizar 

luz azul, se puede determinar la presencia de monoglicéridos, los cuales son compuestos 

orgánicos con bajo contenido de ácidos grasos, triglicéridos y ésteres metílicos. Por otro 

lado, al utilizar luz blanca en la fase móvil, se obtiene una marca que indica la presencia 

de ésteres metílicos. 

 



 

37 
 

 

 

Figura 15. Cromatografía en capa fina de FAMEs de la microalga Chlorella vulgaris 

cultivada en agua de faenamiento avícola en fotoperiodo de luz artificial blanca 

(control) y azul. 
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En contraste, en el apartado 15 B se presentan los resultados obtenidos de la 

cromatografía de capa fina (TLC) para la muestra de biomasa directa utilizando el 

catalizador de resina CT-269. En este caso, la fase móvil del estándar muestra la presencia 

de ésteres de colesterol. Al utilizar luz blanca, se evidencia la presencia de ésteres 

metílicos de ácidos grasos, mientras que al emplear luz azul se obtienen marcas 

correspondientes a monoglicéridos y ésteres metílicos de ácidos grasos. 

En los apartados 15 C y 15 D)se analizó la biomasa indirecta FAMEs (lípidos) 

utilizando el mejor solvente extractor CM 2:1. En el apartado 15 C, utilizando el 

catalizador de ácido sulfúrico, se observó la presencia de algún éster metílico en la luz 

azul, mientras que en la luz blanca se detectó la presencia de ácidos grasos. Por otro lado, 

en el apartado 15 D, utilizando la muestra de CM 2:1 con el catalizador de resina, se 

determinó la presencia de monoglicéridos y ésteres metílicos en ambas luces, tanto en la 

luz azul como en la luz blanca. 

En los apartados 15 E y F se realizaron análisis de los datos FAMEs (AGLs) 

utilizando el mejor solvente extractor, el etanol para la luz blanca y el metanol para la luz 

azul. En el apartado 15 E, utilizando el catalizador de ácido sulfúrico, se encontró la 

presencia de monoglicéridos y ésteres metílicos en la luz azul, mientras que en la luz 

blanca se detectó la presencia de ácidos grasos. En cambio, en el apartado 15 F, utilizando 

el catalizador de resina, se determinó la presencia de ésteres metílicos en la luz blanca y 

la presencia de ácidos grasos en la luz azul. 

Tabla 5. Factor de retención de FAMEs (ésteres metílicos de ácidos grasos) mediante 

biomasa directa con ambos catalizadores (H2SO4 y resina CT-269) obtenidos a partir 

de Chlorella vulgaris en el medio de cultivo de faenamiento avícola con fotoperiodos de 

luz (19:5) 

Directa Recorrido luz blanca Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 5,9 0,98 6 1 

H2SO4 5,9 0,98 5,9 0,98 

Directa Recorrido luz azul Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 5,9 0,98 6 1 
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Directa Recorrido luz blanca Rf Recorrido del estándar Rf 

H2SO4 3,8 0,63 5,9 0,98 

 

En la tabla 5 se presentan los resultados de la fase móvil utilizando muestra de 

biomasa directa con dos catalizadores diferentes. Se utiliza el factor de retención para 

comparar los resultados obtenidos con los de una muestra estándar en ambas luces. En la 

luz blanca, el catalizador que se aproxima más al valor estándar de 0,98 es el ácido 

sulfúrico, con un factor de retención de 0,98. Es importante destacar que la resina también 

presenta un factor de retención de 0,98 en comparación con el valor estándar de 1. Para 

la luz azul el catalizador que más se aproxima al valor estándar es la resina CT-269 con 

un factor de retención de 0,98 y para el ácido sulfúrico presenta un factor de 0,63. 

Tabla 6. Factor de retención de FAMEs a través de biomasa indirecta. El CM 2:1 con 

ambos catalizadores (H2SO4 y Resina) obtenidos de Chlorella vulgaris en el medio de 

cultivo de faenamiento avícola se utiliza como solvente extractor. Se utiliza un 

fotoperiodo de luz artificial blanca (control) y azul. 

Indirecta Recorrido luz blanca Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 5,3 0,88 6 1 

H2SO4 4,7 0,78 6 1 

Indirecta Recorrido luz azul Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 5,5 0,91 6 1 

H2SO4 5,9 0,98 6 1 

 

En la placa de gel de sílice utilizando cloroformo: metanol (2:1) como mejor 

solvente extractor, se pudo observar que las muestras presentaron diferentes distancias de 

recorrido. En la Tabla 6 se logra distinguir que, el catalizador homogéneo junto con el 

cultivo realizado con luz azul mostró un mayor factor de retención de 0,98 en 

comparación con la luz blanca la cual obtuvo un factor de retención de 0,78 con el mismo 

catalizador. 
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Tabla 7. Factor de retención de FAMEs a partir de AGL con ambos catalizadores 

(H2SO4 y resina) obtenidos a partir de Chlorella vulgaris en el medio de cultivo de 

faenamiento avícola con un fotoperiodo de luz artificial blanca (control) y azul 

FAMES 

AGL 

Recorrido luz blanca Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 5,5 0,91 6 1 

H2SO4 4,2 0,7 6 1 

FAMES 

AGL 

Recorrido luz azul Rf Recorrido del estándar Rf 

Resina 4,5 0,75 6 1 

H2SO4 5,7 0,95 6 1 

 

En la placa de gel de sílice utilizando etanol para luz blanca y metanol para luz 

azul como mejores solventes extractores, se pudo observar que las muestras presentaron 

diferentes distancias de recorrido. En la tabla 7, los mejores resultados de los factores de 

retención obtenidos fueron con la luz azul de 0,95 con la ayuda del catalizador 

homogéneo, seguido por la luz blanca con catalizador heterogéneo con un factor de 

retención de 0,91.  

4. DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

 

Crecimiento celular 

 

La microalga Chlorella vulgaris experimentó cuatro etapas de crecimiento: lag, 

exponencial, estacionaria y muerte celular. En comparación con las luces blancas y 

azules, se puede ver en la figura 9 que, durante el periodo de adaptación, los cultivos que 

usaron agua de faenamiento avícola con luces LED blancas y azules experimentaron un 

breve retraso. Esto puede deberse a que la intensidad de la luz no fue adecuada, la 

proporción óptima entre zona iluminada de un reactor y zona oscura se ha establecido en 

15 % y 85 % respectivamente (Martínez de la Cruz et al., 2022). Para la fase exponencial 

se evidenció entre los días 4 a 12 y difiere un poco con Martínez de la Cruz, et al., (2022) 

ya que en su estudio la fase comienza en el día 2 el utilizo la microalga Chlorella vulgaris 
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con luz azul, violeta, roja y blanca con fotoperiodo (12:12) su medio fue diferente ya que 

uso un medio especializado. Para Sınmaz et al, (2023), su estudio realizado en agua de 

matadero de aves con Chlorella vulgaris con iluminación continua luz blanca, la mayor 

concentración celular fue en el día 12 coincidiendo con los resultados, en un periodo de 

12 días. Para la luz azul, se observa que el cultivo comenzó su crecimiento el día 4 pero 

con diferencia que termina en el día 9; Martínez de la Cruz et al., (2022) obtuvieron su 

fase exponencial en el día 1. 

Atta et al., (2013) cultivaron la especie Chlorella vulgaris en medio de cultivo 

BBM en un periodo de 13 días, obtuvo un crecimiento superior significativo usando 

fotoperiodos de (24:0, 16:08 y 12:12) luz azul. Para el estado estacionario la luz blanca y 

azul no tienen una diferencia importante. Referente a la muerte celular en la luz blanca se 

presentó en el día 13 y en la luz azul en el día 12, cabe recalcar que en la bibliografía 

consultada no se aprecia la fase de muerte celular de la especie cultivada. En resumen, 

los resultados obtenidos en el crecimiento celular de Chlorella vulgaris bajo luces LED 

blanca y azul muestran variaciones en las diferentes fases de crecimiento en comparación 

con los estudios citados. Estas discrepancias pueden deberse a diferentes condiciones 

experimentales y factores específicos de cada estudio que pueden variar según la 

composición del medio de cultivos, las condiciones de cultivo (temperatura, pH, 

intensidad de luz, etc). 

La generación de biomasa fue ligeramente mayor en el cultivo con la luz blanca 

con un resultado de 0,392 g/L en comparación con la obtenida con luz azul que fue de 

0,361 g/L. La productividad total de biomasa obtenida en esta investigación fue de 0,030 

g/L∙d para luz blanca y luz azul. Este resultado fue superior al alcanzado por Han et al., 

(2014), de 0,028 g/L donde utilizaron un cultivo de Chorella sp. inoculada en aguas 

residuales sintéticas. Así mismo la tasa de crecimiento específica de la investigación de 

Han et al., (2014), demostró ser inferior (0,08 μ) respecto a la luz blanca y azul las cuales 

obtuvieron resultados de 0.259 μ y 0.389 μ respectivamente, demostrando un crecimiento 

más rápido en la luz de color blanco. 
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Remoción de Nutrientes 

Las algas requieren esencialmente luz (energía), fuente de carbono (CO2 para el 

metabolismo autótrofo), medio de crecimiento (agua) y nutrientes (nitrógeno y fósforo) 

para reproducirse (Blair et al; 2014). Al mismo tiempo que las microalgas crecen, sucede 

una remoción de nutrientes presentes en el medio de cultivo. Las aguas residuales de los 

mataderos de aves de corral tienen un alto contenido de amonio y fosfato (Katircioglu, 

2022). La remoción observada en el presente proyecto indicó que; respecto al NT en el 

medio de cultivo con un pH de 7, hubo una remoción total de 32,14 % en luz blanca y 

74,19 % para luz azul (tabla2). Según Katircioglu (2022), Chorella Vulgaris remueve 

Nitrógeno a través de amonio (NH4) y en sus estudios esta microalga logró remover un 

95 % de NH4 donde el medio tenía un pH de 10,5; por lo tanto, se llegó a la conclusión 

que existía una mejor remoción a un pH mayor (Katircioglu, 2022). 

Respecto al carbono orgánico total, en el estudio ¨Efectos de varias longitudes de 

onda de luz LED y estrategias de suministro de intensidad de luz en la purificación de 

aguas residuales sintéticas de alta resistencia por Chlorella vulgaris¨ cuya agua residual 

sintética utilizada fue una modificación de un agua residual estándar de la OCDE 

(Organización para la Cooperación y el Desarrollo Económico), ocurrió una remoción de 

CT de 73,81 % y 42,57 % con luz blanca y luz azul respectivamente (Yan et al; 2013). 

Mientras que, los resultados de remoción de agua de faenamiento de aves fueron de 64,10 

% con luz blanca y 67,74 % en luz azul, resultado similares a los encontrados en 

bibliografía consultada. 

El fósforo es un nutriente utilizado en la formación de biomasa que se puede 

encontrar en forma de fosfato en las aguas residuales. Debido a la saturación de las células 

por la acumulación de polifosfatos, la eliminación de este nutriente mediante microalgas 

es más lenta en comparación a la eliminación de nitrógeno (Ayatollahi et al., 2020). El 

mayor porcentaje de eliminación de fósforo total en el trabajo de Gutiérrez et al., (2022) 

donde se cultivó Chlorella vulgaris en aguas residuales de una planta procesadora de aves 

de una planta con fotoperiodos de luz de 12 horas, fue de 29,56 % (Gutiérrez et al., 2022). 

En la remoción de Fósforo total del presente trabajo, se obtuvo un porcentaje del 27, 23% 

con luz blanca y 11,9% con luz azul, próximos a los reportados por otros investigadores. 
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En la tabla 3 se puede observar la remoción de otros nutrientes y metales donde 

se tomó en cuenta la concentración inicial; previo a la inoculación con Chlorella vulgaris. 

Así como la concentración final posterior a la cosecha del cultivo. Se observó una 

remoción considerable de hierro de 92,5 % y 95,31 % de luz blanca y luz azul, 

respectivamente, con una concentración final de 0,12 ± 0,01 mg/L y 0,075 ± 0,004 mg/L 

los cuales son menores al límite máximo permisible de descarga al sistema de 

alcantarillado público que es de 25 mg/L lo cual afirma su aprobación como descarga 

(Anexo 2). Esto se debe a que, el hierro tiene una función clave para la regulación de la 

biomasa de microalgas por lo que es necesario la absorción de este metal presente en el 

medio de cultivo (Aksu, 2000).  

El potasio y sodio son otros nutrientes necesarios para el crecimiento de las 

microalgas ya que estas son microorganismos fotosintéticos (Gutiérrez et al, 2022). Estos 

macronutrientes son activadores de enzimas de microalgas (Luna et al, 2007). En la tabla 

3 se muestra una remoción de potasio de 46,35 % y 7,38 % para luz blanca y luz azul 

respectivamente. La concentración final de sodio fue de 27,80 ± 0,5 mg/L con luz blanca 

y 40,88 ± 0,74 mg/L con luz azul presentando una remoción de 64,6 % y 47,95 % 

respectivamente. Así mismo se observó que las concentraciones de níquel y plomo eran 

muy bajas para su detección. Respecto al níquel, existen fuentes bibliográficas que 

afirman que las microalgas pueden remover este metal, el estudio Musah (2022), 

demostró que C. vulgaris puede ser usado para la bioabsorción de níquel modificando su 

biomasa. Se obtuvo una remoción del 100 % de Ni (II) en condiciones de pH 5 (Musah 

et al., 2022). 

En el estudio de Hee (2021), utilizaron C. vulgaris como bioindicador de 

contaminación por Pb, y demostraron que a una exposición de 5 μmol/L de Pb se perciben 

por cambios de parámetros fisicoquímicos en el agua, ya que esta microalga es sensible 

a la presencia de este metal el cual obstaculiza el crecimiento y fotosíntesis de C. vulgaris 

al mismo tiempo que inhibe las actividades metabólicas de las misma conduciendo a 

cambio de pH, conductividad y oxígeno del agua. 
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Extracción de lípidos 

 

Los lípidos, que representan las reservas de carbono y energía de una célula de 

microalga, son materiales productores de biocombustibles líquidos como el biodiésel. 

Dentro de la célula microalgal se encuentran lípidos polares como componentes de las 

membranas y los organelos, y lípidos neutros, que sirven como reservas de energía. Las 

células de microalgas acumulan y almacenan triacilgliceroles (TAG) que son lípidos 

neutros (Olabi et al., 2023). 

Según IMARPE (2020), la composición del solvente utilizado puede ser 

determinante para lograr una extracción efectiva de lípidos. En el presente estudio, se 

evaluaron seis tipos de solventes extractores seleccionados de la bibliografía con el 

objetivo de determinar su capacidad para extraer lípidos de la microalga Chlorella 

vulgaris cultivada en agua residual de faenamiento avícola esterilizada en autoclave y sin 

dilución. Además, se evaluaron los efectos del fotoperiodo de 19:5 con luz blanca y luz 

azul en el proceso de extracción. La elección adecuada de solventes extractores es 

fundamental para optimizar la extracción de lípidos de las microalgas. La selección de 

solventes se basa en sus propiedades fisicoquímicas, como la polaridad y la capacidad de 

disolver los lípidos presentes en las células de las microalgas.  

Es importante señalar que la elección de los solventes extractores puede variar 

según las características específicas de la microalga, así como las condiciones 

experimentales y los objetivos del estudio. Por lo tanto, la selección de los seis solventes 

evaluados en este estudio se basó en la información disponible en la bibliografía. El uso 

de agua residual de faenamiento avícola esterilizada en autoclave como medio de cultivo 

y la evaluación de los fotoperiodos de luz blanca y azul son variables adicionales que se 

tuvieron en cuenta en este estudio, con el fin de comprender cómo afectan al proceso de 

extracción de lípidos. En la figura (12) se visualizan los porcentajes obtenidos de lípidos 

con los dos fotoperiodos los solventes usados fueron acetato de etilo, cloroformo metanol 

2:1, cloroformo metanol 1:2, metil ciclohexano, metanol y etanol absoluto. Para luz 

blanca el mejor solvente extractor fue cloroformo metanol 2:1 con un porcentaje de 

10,73%; en un estudio realizado por Katırcıoğlu Sınmaz, Erden, & Şengil, (2023) en agua 

de matadero de aves con Chlorella vulgaris con iluminación continua luz blanca, la 
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extracción de lípidos con cloroformo:metanol (2:1) fue de 14,85 %; está diferencia pudo 

deberse al pH de 10 utilizado por los investigadores. En su estudio empleando agua de 

matadero de aves en luz blanca para el cultivo de la especie Chlorella sp., Ummalyma et 

al., (2023) emplearon la mezcla cloroformo:metanol (2:1) para la extracción de lípidos, 

obteniendo un porcentaje de lípidos 36,2 %; esto puede deberse que se realizó a pequeña 

escala en condiciones de laboratorio el cual permite un control más estricto de las 

condiciones del cultivo.  

En la presente investigación, para la luz azul su mejor solvente fue cloroformo 

metanol 2:1 se obtuvo un porcentaje de 18,93%. Martínez de la Cruz et al., (2022) obtuvo 

porcentajes en el rango de 14-22% confirmando que nuestros resultados están en su rango. 

Otro estudio realizado por Atta et al., (2013) con Chlorella vulgaris en medio de cultivo 

BBM con luz azul con solvente extractor cloroformo:metanol (1:2), obtuvo un porcentaje 

de 20,8 % y 23 % pero esté realizó un fotoperiodo de luz:oscuridad de 24:0 y 12:12, 

respectivamente. 

La extracción de lípidos con los solventes halogenados con mejores valores de 

extracción era de esperarse, pues el cloroformo y el metanol son los solventes originales 

usados en el método estándar de Bligh y Dyer (1959); se trata de una mezcla de solventes 

de polaridades diferentes (Cloroformo es de baja polaridad y metanol es de alta polaridad) 

que ayudan a la extracción de lípidos polares neutros y ácidos grasos). Sin embargo, el 

uso de solventes halogenados está cada vez más limitado por los daños a la salud y al 

ambiente que estos generan (Sánchez-Bayo et al., 2020). Por ello, estudios más recientes 

hablan sobre el uso de solventes más respetuosos con el ambiente y la salud conocidos 

como solventes eutécticos profundos (Deep Eutectic solvents -DES por sus siglas en 

Inglés) (Torres Palacio, 2021). Los líquidos iónicos (IL) y los disolventes eutécticos 

profundos (DES) son considerados como alternativas a los disolventes que contienen 

compuestos orgánicos volátiles (VOC). Mientras que los líquidos iónicos están 

compuestos principalmente por iones asimétricos y voluminosos, los DES son sistemas 

formados por una mezcla eutéctica de ácidos de Lewis o de Brønsted y bases, que 

contienen una variedad de especies catiónicas y/o aniónicas. Estos sistemas presentan 

enlaces tipo puente de hidrógeno entre sus componentes (Torres Palacio, 2021). Como 



 

46 
 

ejemplos encontramos ChCl:ácido malónico (1:1), ChCl:Urea (1:2), Cloruro de 

colina:Ácido cítrico:Agua (1:1:2) entre otros. 

Referente la productividad lipídica un estudio realizado por (Rodolfi et al., 2009) 

con Chlorella vulgaris en agua de desecho de aceite de palma con fotoperiodo (12:12) 

con luz blanca, se obtuvo productividad de 0,0369 g/L∙d; este valor es más alto respecto 

respecto de la productividad del presente estudio, pudiendo estar asociado a las 

diferencias en el medio de cultivo empleado y el fotoperiodo considerado para los 

cultivos. En el estudio de (Liang et al., 2009) empleando Chlorella vulgaris se reportan una 

productividad de 0,054 g/L∙d, superando igualmente nuestros resultados; esto puede 

deberes a que se hizo un medio específico idóneo para el cultivo de microalgas con 

iluminación continua. 

 

Extracción de AGL 

En la figura 13 se muestran los porcentajes de AGL obtenidos con las dos luces, 

el mejor solvente para la luz blanca fue le etanol con un porcentaje de 16,82 %; según 

Tejeda-Benítez et al.; (2015) quienes realizaron  la extracción de AGL, se obtuvieron 

porcentajes de 34,9 % de AGL a partir de la especie Chlorella sp., cultivada en medio 

Conwy modificado usando la mezcla cloroformo metanol 2:1. En el estudio realizado por 

(Yaakob et al., 2019) con Scenedesmus sp., empleando la mezcla cloroformo metanol 1:2 

con solvente extractor, se obtuvo un porcentaje de AGL de 14,11 % al usar fotoperiodos 

de 6 a 24 horas de luz ; y en otro estudio realizado por Patrinou et al., (2020) se reportan 

porcentajes entre 14,96 - 31,40 % usando otro microalga Leptolyngbya sp en agua de 

desechos avícolas. Los resultados de AGL de la presente investigación se encuentra en el 

rango reportado por los diferentes investigadores citados, aun cuando se emplean 

condiciones de cultivos y especies diferentes. 

Extracción FAME 

El contenido de triacilgliceroles (TAG) obtenidos en los lípidos, son el factor 

clave para producir biodiesel a partir de microalgas, ya que los ácidos grasos asociados 

reaccionan con el metanol para producir ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME), una 

reacción conocida como transesterificación (Anyanwu et al; 2022). En la figura 14 se 
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presentaron los porcentajes de ésteres metílicos de ácidos grasos donde el mejor solvente 

fue cloroformo:metanol 2:1 con una extracción de 97,60 % con ácido sulfúrico como 

catalizador. Este catalizador es usado comúnmente para realizar transesterificaciones. 

En el trabajo de ¨Producción de FAMEs de varias extracciones lipídicas de 

microalga y transesterificación directa de Chlorella pyrenoidosa¨ realizado por D’Oca 

(2011), encuentra que, el porcentaje de FAMEs obtenida a partir de cloroformo:metanol 

2:1 con ayuda del catalizador homogéneo; ácido sulfúrico fue de 10,6 %, resultado 

inferior al obtenido por Chlorella vulgaris de 97,60 % en la presente investigación. En el 

trabajo realizado por Unmalyma et al; (2023) donde se inoculó Chorella sp. como medio 

de cultivo en aguas residuales de los mataderos de aves, los resultados que se obtuvieron 

en el perfil de ácidos grasos postulan que, Chlorella sp. contiene cadenas C15 a C20:5 

los cuales tienen potencial como suplementos dietéticos, cosméticos y aplicaciones de 

biocombustibles. 

En FAME directo realizada con biomasa seca con catalizador ácido sulfúrico y 

obtenida con luz azul mostró la mejor extracción de 84,46 %, superior al obtenido por 

Vega (2022), donde se obtuvo un porcentaje de 70,33 % realizando una extracción directa 

con el mismo catalizador de Chlorella vulgaris en agua de origen acuícola. Respecto a 

los resultados de FAMES de AGL se puede observar que, los porcentajes de extracción 

con catalizador homogéneos con luz blanca (91,09 %) son mejores que los heterogéneos 

(7,02 %) esto debido a que, los catalizadores ácidos; a pesar de que su tiempo de reacción 

es más alto, pueden convertir fácilmente materias lipídicas con altas concentraciones de 

AGL (Vyas et al., 2010). Así mismo se pudo apreciar que, la luz blanca (91,09 %) tuvo 

mejor extracción de FAME que la luz azul (85,57 %). Esto se confirma en el estudio de 

Hultberg (2014) “Impacto de la calidad de la luz en la producción de biomasa y contenido 

de ácidos grasos en la microalga Chlorella vulgaris” donde se obtuvo un mayor contenido 

de lípidos (medidos como FAME) en luz blanca con una concentración de 67,9 % a 

diferencia de la azul donde se extrajeron 63,8 % de FAME. 

Cromatografía en capa fina (TLC) 

Según los resultados obtenidos en la TLC, se observó un valor de Rf de 0,98-1 

para el estándar compuesto por oleato de colesterol. De acuerdo con Vilardell (1971), se 
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menciona que el éster de colesterol, siendo un lípido no polar, migrará de manera más 

rápida en la placa de sílica gel polar, lo que resulta en un Rf mayor en comparación con 

los demás compuestos. Además, Rodríguez (2008) señala en su análisis de lípidos que los 

lípidos no polares tienden a migrar en el siguiente orden: ésteres de colesterol, 

triglicéridos, ácidos grasos, diglicéridos, colesterol, monoglicéridos y fosfolípidos. Esto 

sugiere que el estándar se ubicará a una mayor distancia del punto de origen, los FAME 

estarán por debajo de él y los ácidos grasos se encontrarán en una posición relativamente 

central con respecto al punto de origen. 

En el estudio realizado por (Vega Ayala, 2022) en luz obtuvo Rf de 0,68 en ésteres 

metílicos y para AGL obtiene 0,45 difiere del resultado obtenido en esté estudio para 

ésteres metílicos se obtuvo Rf 0,88 y para AGL 0,95, esto puede deberse a que (Vega 

Ayala, 2022) realizó su estudio con agua de origen acuícola, contiene otra composición 

de nutrientes.  

5. CONCLUSIONES 

 

La caracterización del agua de faenamiento avícola afirmó que esta contiene los 

nutrientes adecuados para el crecimiento de la cepa de microalgas de Chlorella vulgaris 

en donde la misma pudo crecer de manera eficaz en cultivos de 15 días. 

Así mismo, se observó que la especie Chlorella vulgaris acarreó una remoción de 

nutrientes (PT, NT y COT) para la luz blanca mayor a 40 % y para luz azul mayor a 50%, 

y metales pesados mayor a 74 % y 65%, en estos tonos de luz respectivamente; esto 

confirma el potencial de biorremediación de la microalga, y a su vez asegurando límites 

permisibles de descarga al sistema de alcantarillado público según la normativa ambiental 

vigente. 

Los porcentajes de extracción de lípidos fueron de 18,93 % y 10,73 % luz azul y 

luz blanca, respectivamente; esto con la ayuda del solvente cloroformo: metanol 2:1 el 

cual demostró ser el mejor solvente confirmado con bibliografía. En la extracción de 

ácidos grasos libres para la luz blanca el mejor solvente fue etanol con 16,82 % y para la 

luz azul fue de 21,37 % con metanol. Para la producción de FAME se obtuvo un 

porcentaje para luz azul 97,60% con el catalizador ácido sulfúrico en extracción indirecta. 
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Para luz blanca se mostró una mejor extracción con catalizador resina de 94,60% en 

extracción directa.  

El presente trabajo por lo tanto demuestra que la luz azul tuvo mejores resultados en 

comparación a la luz blanca. Además, los resultados cercanos al 100 % en la producción 

de FAME sugieren que esta especie cultivada en agua residual de faenamiento avícola 

presenta un alto potencial hacia la producción de biocombustibles como el biodiesel.  

6. RECOMENDACIONES 

 

Se debe ampliar las investigaciones en relación con el uso de luz artificial con 

faenamiento de avícola, esto porque el agua contiene alto porcentaje de nutrientes ideales 

para la producción de microalgas, con esto se daría un mejor uso al agua residual y así 

reducir la contaminación.  

Referente a la luz artificial se debe realizar fotoperiodos en el cultivo según la 

bibliografía periodos de 12 horas de luz y 12 de oscuridad obtenía un alto porcentaje de 

lípidos y AGL (Atta et al., 2013), igual se recomienda probar con fotoperiodos diferentes 

y documentar los resultados. Para futuras comparaciones 

También se recomienda que el cultivo tenga una buena iluminación según 

(Martínez de la Cruz, y otros, 2022) el fotobiorreactor debe tener una iluminación mínima 

de 85%, con esto las microalgas podrán absorber la luz óptimamente. Existe los reactores 

tubulares que son óptimos para el aprovechamiento de luz. 

Se recomienda realizar un perfil lipídico se las muestras extraídas para verificar 

la existencia de ácidos grasos similares a la encontrados en muestras de biodiésel. 
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8. ANEXOS 

 

Anexo 1. Flujo de trabajo para la metodología de investigación 

 

 

Anexo 2. Límites máximos permisibles de descarga al sistema de alcantarillado público  

Parámetros 

Fisicoquímicos 

Expresado como Expresado como Límite máximo 

permisible 

Calcio Ca mg/L No Aplica 

Cobre Cu mg/L 1,0 

Cromo Cr mg/L 0,5 

Hierro Fe mg/L 25 

Molibdeno Mo mg/L No Aplica 

Nitrógeno Total N mg/L 60,0 

Níquel Ni mg/L 2,0 

Plomo Pb mg/L 0,5 

Potasio  K mg/L No Aplica 

Sodio Na mg/L No Aplica 

Sólidos Totales ST mg/L 1 600,0 

Demanda Química 

de Oxígeno 

DQO mg/L 500,0 

Fósforo Total P mg/L 15,0 

Obtenido de: Revisión del Anexo 1 del libro del Acuerdo Ministerial 097 A: Límites 

máximos permisibles de descarga al sistema de alcantarillado público por parte de la 

norma de calidad ambiental y de descarga de efluentes al recurso agua del Ecuador. 

 

 

 

Anexo 3. Métodos empleados para la caracterización fisicoquímica de las aguas residuales 

en laboratorio acreditado por el Servicio de Acreditación Ecuatoriano SAE con N° SAE 

LEN 12-001 
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Parámetro Expresado Método Unidad 

Nitrógeno Total N SM 4500 N  mg/L 

Fósforo Total PT 
POE 7.2.10 

SM 4500-BF 
mg/L 

Carbono Orgánico Total COT No reporta - 

Demanda Química de 

Oxígeno 
DQO 

POE 7.2.37 

SM 5220 D 
mg/L 

Calcio Ca 
POE 7.2.51 

SM 2340 
mg/L 

Cobre Cu 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Cromo Cr 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Hierro Fe 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Molibdeno Mo 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Nitrógeno amoniacal N-NH3 SM 4500 N mg/L 

Oxígeno Disuelto O. D 
POE 7.2.84 

SM 4500 O. G 
mg/L 

Níquel Ni 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Plomo Pb 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Potasio K 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

Sodio Na 
POE 7.2.16 

SM 3111-B 
mg/L 

SM: Standard Methods (método estándar).  
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