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RESUMO 

 

 

SALAZAR, Ivan Alberto Sandoval. Avaliação da produtividade de biomassa e do conteúdo 

de óleo da microalga Desmodesmus sp. em diferentes condições de cultivo para aplicações 

industriais. Rio de Janeiro, 2015. Dissertação (Mestrado em Tecnologia de processos químicos 

e bioquímicos)- Escola de Química, Universidade Federal do Rio de Janeiro, Rio de Janeiro, 

2015. 

O óleo de microalgas desponta como uma promissora fonte de matéria prima, em longo 

prazo, para a produção de biodiesel. Assim, este estudo teve como foco principal cultivar a 

espécie de microalga Desmodesmus sp. em escala de laboratório com vistas a maximizar a 

produção de biomassa e teor de triglicerídeos na fração lipídica. Incialmente, foram selecionadas 

condições de cultivo para otimizar a produção de biomassa que, posteriormente, foi submetida à 

estresse nutricional variando-se as concentrações de nitrato e fosfato de forma a aumentar o 

conteúdo e produtividade em ácidos graxos. Na primeira fase foi selecionado o meio de cultivo 

BOLD 3N. Nesta etapa avaliou-se o consumo de nitrato e fosfato como o objetivo de estimar o 

tempo necessário para o inicio da segunda fase de cultivo. Na segunda fase, o cultivo foi 

conduzido a 23 ºC variando-se a intensidade de luz (250,500 e 1000 µmol fótons.m
2
.s

-1
), 

fotoperiodo de 12:12. Nas melhores condições dos ensaios, obteve-se uma divisão celular 

máxima de 1,13 div.dia
-1

, no sexto dia de cultivo, inicio da fase exponencial, e uma concentração 

máxima de 8,42x10
7 

cel.mL
-1

 e biomassa seca de 3,49 g.L
-1

 no vigésimo dia, em fase 

estacionaria. O teor de lipídeos na primeira fase de cultivo foi aproximadamente 8% após 12 dias 

e no final do cultivo, em fase estacionaria, variou de 12% a 16% (20 dias). Na microalga 

cultivada em 250 µmol fótons.m
2
.s

-1 
o perfil de ácidos graxos foi maioritariamente de 

poliinsaturados (52%). O total de ácidos graxos insaturados, identificadas nesta espécie de 

microalga, atingiu valores, entre 70 e 75%, sendo qualificados para uso na indústria de alimentos 

e farmacêutica. Além disso, este estudo demostrou que as condições de cultivo influenciaram 

principalmente a produção de ácidos graxos poliinsaturados, com predomínio de ácido γ-

linolênico. No entanto, nos cultivos submetidos à maior intensidade de luz (1000 µmol 

fótons.m
2
.s

-1
) e baixas concentrações de nitrato e fosfato, os ácidos graxos saturados e 

monoinsaturados, que apresentam maior estabilidade oxidativa, foram identificados 

majoritariamente (60 a 70%) sendo qualificados  para a produção de biodiesel e para a 
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oleoquimica. Este trabalho destaca o potencial de microalgas como matéria prima para diferentes 

aplicações industriais. 

Palavra-chave: Microalga, Desmodesmus sp., cultivo, ácidos graxos, biodiesel. 
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ABSTRACT 

 

 

SALAZAR, Ivan Alberto Sandoval Salazar. Evaluation of the biomass productivity and oil 

content of the microalga Desmodesmus sp. in different culture conditions for industrial 

applications. Rio de Janeiro, 2015. Thesis (Master´s degree in technology of chemical and 

biochemical processes – Chemical School, Federal University of Rio de Janeiro, Rio de Janeiro, 

2015. 

 

The microalgae oil is emerging as a promising source of raw materials in the long term 

for the biodiesel production. This study had as objective cultivate a species of Desmodesmus sp. 

microalgae in laboratory scale with the purpose of maximize the biomass production and the 

triglycerides content in the lipid fraction. Initially, the culture conditions were selected to 

optimize the biomass production which later was submitted to nutritional stress varying the 

concentrations of nitrate and phosphate to increase the content and the productivity of fatty acids. 

In the first stage the medium selected was Bold 3N. In this step the nitrate and the phosphate 

consumption was evaluated to determine the time required for the beginning of the second phase 

of culture. In the second phase the culture was carried out at 23º C through the variation of the 

light intensity (250, 500 and 1000 µmol photons.m
2
.s

-1
) photoperiod 12:12. In the best conditions 

of the tests a maximum cell division of 1,13 d.d
-1

 was obtained in the 6
th

 day of culture, at the 

beginning of the exponential phase and a maximum concentration of 8,42x10
7
 cel.mL

-1
 and dry 

biomass 3,49 g.L
–1

 at 20 days in the stationary phase. The lipids concentration in the first culture 

stage was approximately 8% then of 12 days and at the end of the culture in the stationary phase 

varied from 12% to 16% (20 days). In the cultured microalga at 250 µmol photons.m
2
.s

-1
, the 

fatty acids profile was mostly polyunsaturated (52%). The total of unsaturated fatty acids 

identified in this species of microalgae reached values between 70 and 75% being qualified for 

the use in the food and pharmaceutical industries. Further, this study showed that the growing 

conditions influenced mainly the PUFA production, in the majority the acid ᵞ–linolenic. However 

the saturated and monounsaturated fatty acids present a greater oxidative stability and were 

mostly identified (60 to 70%) in the cultures submitted to higher light intensity (1000 µmol 

photons.m
2
.s

-1
) lower concentrations of nitrate and phosphate, which were qualified for the 

production of biodiesel and the oleo chemicals. This research highlights the potential of the 

microalgae as raw material for different industrial purposes. 

Keyword: Microalgae, Desmodesmus sp, culture, fatty acids, biodiesel. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

 

Nos últimos anos o alto preço dos combustíveis e o aumento dos gases efeito estufa vêm 

afetando a estabilidade econômica, social e ambiental do planeta, portanto a tendência atual é 

reduzir o uso dos combustíveis fosseis substituindo-os por biocombustíveis renováveis que 

permita reduzir as emissões de gases poluidores. 

Segundo Majer et al., (2009) os biocombustíveis mais utilizados são: o etanol a partir do 

milho e da cana de açúcar e o biodiesel produzido a partir dos óleos de soja e da palma. 

Entretanto a produção deste tipo de matéria prima exige grandes extensões de terra que são 

utilizadas na produção de alimentos. Para evitar a competição com alimentos é necessário avaliar 

outras fontes de ácidos graxos para a produção de biodiesel que além de renováveis, permitam 

captar o CO2 da atmosfera, favorecendo assim uma sustentabilidade econômica e ambiental. 

O biodiesel é uma mistura de ésteres alquílicos de ácidos graxos de cadeia longa, 

derivados principalmente de óleos vegetais, tais como óleo de palma e soja. No entanto, também 

podem ser usadas as gorduras de animais e o óleo de cozinha usado. O biodiesel pode ser 

utilizado na forma pura (B100) para veículos, mas é normalmente usado como uma mistura com 

combustível fóssil como o B2 (2% de biodiesel, 98% de diesel), B5 (5% biodiesel, 95% de 

diesel) e B20 (20% biodiesel, 80% diesel). As propriedades do biodiesel dependem do tipo de 

matéria-prima e as características que se pode destacar é sua biodegradabilidade e não 

toxicidade, comparada com o diesel fóssil. (SCHENK et al., 2008). 

O motivo principal pelo qual os óleos vegetais não podem ser usados diretamente nos 

motores diesel é sua alta viscosidade, que se deve á sua estrutura química. Quanto mais longa a 

cadeia de carbono dos lipídeos, maior é a viscosidade. No entanto, a viscosidade diminui com o 

aumento do número de ligações duplas. Atualmente existem diversos processos químicos 

utilizados para superar os problemas associados com a viscosidade: esterificação, pirólise e 

transesterificação, sendo este último o mais utilizado (CANAKCI & SANLI, 2008; XIONG et 

al, 2008). A reação de transesterificação é a transformação do triglicerídeo num alquil éster de 

ácido graxo na presença de um álcool (metanol ou etanol) e um catalisador (ácido, básico ou 

enzimático), obtendo-se como subproduto o glicerol. A reação de transesterificação precisa três 
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mols de álcool por cada mol de triglicerídeos para produzir um mol de glicerol e três moles de 

ésteres metílicos (biodiesel). No entanto nos processos industriais seis mols de metanol ou etanol 

são utilizados por cada mol de triglicerídeos com o objetivo de melhorar a conversão em ésteres 

metílicos ou etílicos (FUKUDA ET AL., 2001). O biodiesel produzido tem viscosidade, massa 

molar, ponto de ebulição e ponto de fulgor inferior se comparado com os triglicerídeos de 

origem (CANAKCI & SANLI, 2008; VASUDEVAN & BRIGGS, 2008).  

Entre as diversas fontes de matérias-primas ricas em ácidos graxos, as microalgas são as 

mais promissoras como fonte de energia, já que a produtividade de lipídeos de muitas 

microalgas, por unidade de área empregada para o processo, pode ser até 100 vezes superior do 

que aquela obtida com oleaginosas Por esta razão considera-se a biomassa microalgal uma 

promissora fonte de lipídeos para produção de biodiesel que poderia substituir o diesel fóssil. Os 

lipídios derivados de microalgas, sob a forma de triglicerídeos, podem ser utilizados para atender 

a demanda de diferentes setores da indústria (CHISTI, 2007).  Devido a sua composição em 

ácidos graxos essenciais e compostos bioativos podem vir a substituir os principais óleos 

vegetais para aplicações no setor de alimentos (DRAAISMA et al., 2012). Além disso, outra 

vantagem do uso das microalgas é sua capacidade de aumentar o conteúdo de triglicerídeos 

quando são expostas a limitações de nitrogênio e fosfato. A acumulação de triglicerídeos pode 

ser induzida atingindo valores elevados de 40 até 70% (BREUER et al., 2012). 

Segundo Chisti (2007) a produção de biodiesel a partir de microalgas precisa 1,5-3.2 

milhões de hectares para atender 50% da demanda energética do setor de transporte nos EUA. 

No entanto, a soja, principal fonte de biodiesel nos EUA utiliza 330-450 milhões de hectares 

para atingir o mesmo objetivo. No entanto, aproximadamente 40 milhões de hectares são 

necessários para produzir etanol derivado de milho e 20 milhões de hectares são utilizados para 

produzir biodiesel a partir da soja. 

As microalgas podem ser cultivadas tanto em água do mar quanto em água salobra, 

reduzindo assim o uso de água doce necessária para a produção de alimentos. Algumas outras 

espécies de microalgas podem crescer em águas residuais, eliminando também a concorrência 

pelo uso da água para a agricultura. 
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Os principais fatores que afetam a viabilidade econômica da produção de biodiesel a 

partir de microalgas são: produtividade de biomassa, conteúdo lipídico e a produtividade dos 

lipídios. Este último parâmetro determina o custo do processo de cultivo, enquanto que a 

concentração de biomassa no cultivo e o teor de lipídeos afeta significativamente o custo dos 

processos de colheita e processamento. Portanto, uma boa condição de cultivo deveria permitir a 

produção de lipídeos e maior produtividade celular (LI et al., 2008). No entanto, estas condições 

de cultivo são difíceis de controlar, já que as microalgas com o maior teor de lipídeos são 

produzidos sob condições de stress fisiológico, que também se encontra associado à condições 

limitantes de nutrientes e, em geral, o cultivo nessas condições apresenta baixa produtividade de 

biomassa e de lipídeos.  

O conteúdo e qualidade de triglicerídeos variam entre as espécies de microalgas, sendo 

que o uso de uma ou outra técnica de cultivo é influenciado pelas características do local de 

cultivo, pela espécie selecionada, pela quantidade de luz disponível. Além disso, outro fator 

limitante é a etapa disponível para a recuperação da biomassa do meio de cultura (centrifugação, 

floculação e filtração). Portanto, a seleção de uma espécie e otimização dos parâmetros de 

cultivo são fundamentais (BREUER et al., 2012; GRIFFITHS et al., 2011).  

O biodiesel a partir de microalgas precisa atender aos padrões existentes em cada país. 

Nos Estados Unidos, o padrão relevante é Biodiesel ASTM D 6751. Na União Europeia, existem 

normas diferentes para o biodiesel usado nos carros (EN 14214) e para uso como combustível de 

aquecimento (EN 14213) (KNOTHE, 2006). Por sua composição em ácidos graxos, vários óleos 

de microalgas não atendem às normas europeias para a produção de biodiesel. Os ácidos graxos 

majoritários nas microalgas diferem, em geral, daqueles presentes nos óleos vegetais 

convencionais por conter muitos ácidos graxos poliinsaturados com quatro ou mais ligações 

duplas (BELARBI et al., 2000). Atualmente o grau de instauração de lipídeos é 

convencionalmente reduzido por hidrogenação catalítica parcial do óleo (JANG et al., 2005). 

Nesse cenário, o presente trabalho contribui para aumentar a produtividade de biomassa, 

o conteúdo dos lipídeos e a razão saturados/insaturados em diferentes condições de cultivos da 

microalga Desmodesmus sp. Os ensaios experimentais permitiram obter triglicerídeos com 

características físicas e químicas de interesse para aplicações em diferentes setores da indústria 

de transformação.  
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2. OBJETIVOS 

 

 
2.1 OBJETIVO GERAL 

 

Avaliar a produtividade de biomassa, o conteúdo e perfil lipídico do óleo da microalga 

Desmodesmus sp. submetida a diferentes condições de cultivo para aplicações industriais. 

 

 

2.2 OBJETIVOS ESPECIFICOS 

 

 Realizar o cultivo da microalga Desmodesmus sp. utilizando três meios de cultivo 

diferentes (ASM-1, BG 11 e BOLD 3N), para avaliar em qual destes meios a microalga 

estudada tem uma maior produtividade de biomassa. 

 

 Conduzir experimentos para determinar o consumo do nitrato e fosfato no cultivo da 

microalga Desmodesmus sp. 

 

 Avaliar o efeito da depleção de nitrato e fosfato na produção de lipídeos da microalga 

Desmodesmus sp. cultivada no meio previamente selecionado, utilizando a técnica de 

superfície de resposta. A partir desses estudos, determinar estatisticamente as variáveis 

que exercem maior influência sobre a produção de lipídeos durante o cultivo.   

 

 

 Caracterizar o óleo da microalga Desmodesmus sp. quanto ao seu potencial oleaginoso 

em cada uma das diferentes condições de cultivo, através da cromatografia gasosa.  
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3. REVISÃO BIBLIOGRAFICA 

 

 

3.1 CARACTERISTICAS GERAIS DAS MICROALGAS 

As algas são organismos fotossintéticos que habitam em ecossistemas aquáticos e estão 

divididas em macroalgas e microalgas. As microalgas são um grupo de microrganismo 

fotossintéticos multicelulares ou unicelulares simples que podem fixar CO2 de forma eficiente 

devido à sua estrutura celular simples (WANG et al, 2008; LEE, 1980).  

Segundo Richmond (2004) há mais de 50.000 espécies de microalgas que existem no 

mundo, mas somente um número de aproximadamente 30.000 já foram caracterizadas. Embora as 

microalgas de cada divisão tenham diferenças morfológicas e estruturais essas são 

fisiologicamente e metabolicamente similares ao das plantas. As microalgas podem ser 

classificadas com base na sua pigmentação, reserva energética e estrutura celular básica como 

ilustrado na tabela 3.1. 

 

Tabela 3.1 classificação dos principais grupos de microalgas. 

Grupo de 

microalgas 

Nome 

comum 

Espécies 

identificadas 
Pigmentos 

Representante 

típico 

Reserva 

energética  
Habitas 

Chlorophyceae 
Algas 

verdes 
8000 

 

Clorofila 

a e b 

Chlamydomonas 
Amido e 

lipídeos  

Àgua 

doce  

Bacillariophyceae Diatomácea 100.000 
Clorofila 

a e c 
Nitzschia 

Crisolaminarina 

e lipídeos 

Oceano, 

água 

doce e 

salobre 

Cyanophyceae  

Algas 

verdes 

azuis  

2000 
Clorofila a, 

ficobilinas 
Spirulina 

Amido e 

lipídeos 

Diversos 

habitats  

Chrysophyceae 

Algas 

douradas 

ou marrons  

1000 
Clorofila a e c 

Fucoxantina 

Prymnesium 

parvum 

Lipídeos e 

carboidratos  

Agua 

doce 

Fonte: Adaptado de Wang et al., 2008; Madigan et al., 2004. 
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Segundo Lee (2008) as microalgas podem habitar em quase todos os habitats que existem 

no planeta, já que apresentam plasticidade fenotípica, permitindo assim se adaptar mais rápido às 

condições ambientais, além de habitar em águas doces e salgadas, as microalgas também se 

encontram em ambientes salobres e em locais úmidos.   

As microalgas podem ser fotoautotróficas, heterotróficas e mixotróficas. As 

fotoautotróficas possuem pigmentos, como a clorofila a, b, c e d e outros pigmentos como as 

ficobilinas, ficoeritrinas, etc., que permitem a transformação da energia solar em energia química. 

Também existem as microalgas heterotróficas que necessitam de um substrato orgânico para a 

síntese das moléculas orgânicas que precisam para o seu desenvolvimento, e, por ultimo as 

microalgas de cultivo mixotróficos, que podem usar tanto a energia solar quanto os substratos 

orgânicos para o seu desenvolvimento.  (AZEREDO, 2012). 

Segundo Chisti (2007) as microalgas podem fixar grandes quantidades de carbono e dessa 

forma melhorar a produção de biomassa até duas vezes em um dia. No entanto, existem 

microalgas que podem produzir biomassa aproximadamente em 3,5h e, além disso, para produzir 

1 kg de biomassa as microalgas precisam 1,83 kg de CO2. Entretanto, o CO2 liberado pelas 

indústrias pode ser usado diretamente nos cultivos, permitindo assim minimizar os custos de 

produção e também aumentar a produção de biomassa para a obtenção de compostos de interesse 

industrial tais como: proteínas, lipídios, hidrocarbonetos, carotenoides, enzimas, vitaminas e 

antibióticos (RICHMOND, 2004; KURANO et al., 1995). Nos últimos anos muitas espécies de 

microalgas vêm sendo estudadas visando à produção de biodiesel devido às altas taxas de 

crescimento, duplicação da biomassa e alto teor lipídico atingindo valores de até 70% 

dependendo das condições de cultivo (MENDOZA, 2011; DEMIRBAS & DEMIRBAS, 2010).  

  

3.1.1 As clorofíceas 

As clorofíceas são chamadas de microalgas verdes e são o grupo mais numeroso e 

diversificado de microalgas. Elas têm clorofilas a e b e vários carotenoides (xantofilas e 

carotenos), podendo ser sintetizadas e acumuladas fora do cloroplasto em condições de 

deficiência de nitrogênio e/ou outras formas de stress, portanto a coloração da microalga pode 

mudar para laranja ou vermelha. O produto de armazenamento é amido, composto de amilose e 

amilopectina. Ao contrário de outras microalgas, o amido é formado dentro do cloroplasto que 

está associado com os pirenoides. As paredes celulares geralmente contêm celulose, porem 
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existem algumas espécies que não possuem uma parede celular típica. O grupo das clorofíceas 

inclui estruturas tipo cocóide, flagelados unicelulares ou coloniais, multicelular ou filamentos 

multinucleados. A maioria das espécies apresenta uma fase flagelada no ciclo de vida que podem 

ser flagelos apicalmente inserido na célula (RICHMOND, 2004). 

O uso comercial e também industrial das clorofíceas compreende relativamente poucos 

gêneros entre os quais se encontra a Chlorella, Dunaliella e Haematococcus. Além disso, foi 

proposta a espécie Botryococcus braunii como uma fonte renovável de hidrocarbonetos para uso 

na indústria dos biocombustíveis (WOLF et al., 1985), devido ao alto teor de hidrocarbonetos 

(CAVALEIROS et al., 1970). A Dunaliella sp. cultivada em ambientes hipersalinos têm sido 

extensivamente estudada, e comercializado como uma fonte natural de b-caroteno (BEN-

AMOTZ & AVRON, 1983; BOROWITZKA et al., 1984; RICHMOND, 1990; BEN-AMOTZ, 

1999).  

 

3.1.2 DESMODESMUS SP. 

O gênero Desmodesmus (anteriormente Scenedesmus). Diversos autores descreveram 

colônias de Scenedesmus com diferentes características, sem espinhas e com espinhas. No 

entanto a partir de 1999 com ajuda da biologia molecular, estes microrganismos foram divididos 

em dois gêneros diferentes: Scenedesmus e Desmodesmus. O gênero Desmodesmus mostrou-se 

monofiletico e diferencia-se de Scenedesmus por apresentar uma quarta camada de esporoleina na 

parede celular, o que possibilita a formação dos espinhos e das demais ornamentações 

(NATURAL HISTORY MUSEUM, 2011; HEGEWALD, 2000). Assim, os microrganismos que 

possuem espinhas são identificados como Desmodesmus sp. e os microrganismos sem espinhas 

mantém o nome original, Scenedesmus sp. 

Morfologicamente a espécie Desmodesmus sp. (Figura 2.1) apresenta as seguintes 

características:  

 Cenóbios planos, 32,5-41 μm de comprimento, formados por 4 células dispostas 

linearmente. 

 Células internas oblongas, com pólos arredondados, sem ornamentação, 10,5-18,5 

μm de comprimento, 3,5-6 μm de largura.  
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 Células externas trapezoidais, com margem externa levemente convexa, 10-18 μm 

de comprimento, 3,5-7 μm de largura, com um espinho longo em cada pólo, 10-17 

μm de comprimento.  

 Parede celular lisa.  

 Cloroplasto único, parietal, com 1 pirenóide.  

 

Figura 3.1. Fotografia microscópica da Desmodesmus sp. Fonte (O Autor) 

 

As microalgas do gênero Desmodesmus podem apresentar plasticidade fenotípica em 

resposta às mudanças nas condições ambientais. A principal alteração é provocada por mudanças 

no aumento das concentrações de nitrogênio ou fosforo a qual gera uma modificação na 

morfologia da microalga transformando-a num microrganismo unicelular. A microalga 

Desmodesmus sp. é considerada uma espécie cosmopolita que é utilizada como indicador dos 

níveis de nutrientes em lagos. Além disso, também é usada como modelo para pesquisar questões 

fisiológicas, ecológicas ou evolutivas. (NATURAL HISTORY MUSEUM, 2011). 

Estudos realizados por Pinto (2014) reportam que o gênero Desmodesmus sp. dependendo 

das condições de cultivos, pode modificar o conteúdo de lipídeos apresentando porcentagens 

elevadas destes compostos em condições de cultivos autotróficas (23%) e condições de cultivo 

mixotróficos (25%), no entanto, em condições heterotróficos os resultados foram mais baixos 

(17%). 
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3.2 METABOLISMOS DAS MICROALGAS 

Segundo Grobbelaar (2004), para a manutenção de suas estruturas, as microalgas para a 

manutenção de suas estruturas utilizam diferentes tipos de metabolismos energéticos, como a 

respiração, fotossíntese ou fotorrespiração e fixação de nitrogênio, mas seu uso depende 

principalmente das condições ambientais e de cultivo. 

Segundo Colla et al (2002), o CO2 é a principal fonte de carbono das microalgas e 

precisam dele para o seu ótimo desenvolvimento, as microalgas são capazes de captar o CO2 do 

ar ou diretamente do meio de cultivo. As microalgas podem ter dois tipos de metabolismos: 

autotróficos ou heterotróficos. Os autotróficos sintetizam as moléculas orgânicas utilizando a 

energia solar e de substancias inorgânicas. Também encontramos uma divisão nos autotróficos: 

os fotoautotróficos, os quais obtêm energia a partir da luz solar e os heteroautotróficos, que 

obtêm a energia para seu desenvolvimento por meio de compostos inorgânicos. Entretanto os 

heterotróficos para o seu desenvolvimento precisam de substancias orgânicas sintetizadas por 

outro microrganismo ou a partir de fontes de carbono orgânica como a glicose, acetato, etc. No 

entanto, os microrganismos mixotróficos que podem utilizar tanto a energia metabólica da 

fotossíntese quanto os compostos orgânicos que são produzidos por outros microrganismos.  

 

3.2.1 Fotossíntese 

As microalgas possuem uma eficiência fotossintética de até 20% e no planeta representa o 

50% da global. (BARSANTI & GUALTIERI, 2006; VASUDEVAN & BRIGGS, 2008; 

BRENNAN & OWENDE, 2010). O comprimento de onda da fotossíntese é realizado entre 400 a 

700 nm da RFA (Radiação Fotossinteticamente Ativa). O aparelho fotossintético das microalgas 

esta organizado em organelas especiais que captam a luz como o cloroplasto, que contêm 

camadas alternadas de membranas lipoproteicas (tilacóides) e nas fases aquosas, o estroma 

(Figura 3.2). Adicionalmente, as microalgas também podem captar a luz por meio de pigmentos, 

como o grupo dos carotenos, etc (RICHMOND, 2004; BARSANTI & GUALTIERI, 2006). 
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Figura. 3.2. Estrutura do cloroplasto. A região do cloroplasto que está dentro da membrana interna e rodea aos 

tilacóides é o estroma. Ela contém as enzimas que catalisam a fixação do carbono e outras rotas biossintéticas. As 

membranas tilacóides são altamente dobradas e empilhadas formando grandes sistemas de membranas 

interconectadas. 

 

Os micro-organismos fotossintetizantes utilizam a energia solar para sintetizar compostos 

carbonados que não poderiam ser formados sem a entrada de energia. Mais especificamente 

como é mostrada na Equação (3.1), a energia luminosa dirige a síntese de carboidratos a partir de 

dióxido de carbono e água com a liberação de oxigênio:  

   

 

 

A energia armazenada nessas moléculas pode ser utilizada mais tarde para impulsionar 

processos celulares no organismo e servir como fonte de energia para todas as formas de vida 

(BLACKENSHIP, 2002). 

A fotossíntese é realizada em de duas fases principais (Figura 3.3), sendo a primeira 

denominada fase clara ou fotoquímica. Nesta fase as reações ocorrem nas membranas 

fotossintéticas e a energia de luz é convertida em energia química proporcionando um redutor 

bioquímico NADPH2 e um composto de alta energia ATP. A segunda é a fase escura e as reações 

ocorrem no estroma, o NADPH2 e ATP são utilizados na redução bioquímica sequencial de 

dióxido de carbono para carboidratos (HALL & RAO, 1999). 
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Figura 3.3. Reações das fases clara e escura da fotossíntese. 

 

As reações da fase clara estão localizadas nas membranas dos tilacóides e são compostas 

por dois grandes componentes lipídicos mono- e digalactosil diacil glicerol arranjados em uma 

bicamada, em que as proteínas são encaixadas formando um mosaico líquido (SINGER & 

NICHOLSON, 1972).  

A membrana dos tilacóides contém cinco grandes complexos: Antenas de captação de luz, 

fotossistema II (FSII) e fotossistema I (FSI), citocromo b6/f e ATP-sintetase, que mantêm o 

transporte de elétrons e a fotofosforilação.  

Desde o começo da absorção da luz na fase clara ocorrem outras reações como a 

fotofosforilação e fotoxidação da água. A fotofosforilação se encontra em duas formas: A 

fotofosforilação cíclica que ocorre no Fotossistema I (FSI). Nesse processo, quando o FSI 

absorve a luz, os elétrons são excitados e ficam fora da clorofila e são capturados por aceptores 

de elétrons que os transfere para outros receptores. No momento do transporte, os elétrons 

perdem energia, e essa energia é usada para a adição de um Fosfato (Pi) na molécula de 

Adenosina Difosfato (ADP), formando o ATP (Adenosina Trifosfato). No final do transporte dos 

elétrons, os que não possuem suficiente energia, retornam ao FSI; a fotofosforilação acíclica 

ocorre no Fotossistema I e II (FSI e FSII). Nesse processo, o NADP é o receptor de elétrons 

usado. Dessa forma, os elétrons excitados no FSI são capturados pelo NADP, e o FSI fica 

oxidado. No FSII, os elétrons excitados são capturados por um aceptor denominado 

plastoquinona e transportados para o FSI por um conjunto de receptores. Assim, o FSI é 

estabilizado novamente, mas o FSII fica oxidado. Esse processo provoca a fotoxidação da água 

que libera elétrons para estabilizar o FSII. Também na fotoxidação da água os elétrons são 

extraídos e são dissociados em prótons e O2. Com a formação de uma bomba de prótons, induz-se 

a passagem de H
+
 pela membrana até que o ATP seja formado (HILL & BENDALL, 1960; 

JUNQUEIRA & CARNEIRO, 2005).   



31 

 

A fase escura é caracterizada pelo processo de assimilação do carbono usando o NADPH2 

e ATP produzido nas reações da fase clara com o objetivo de formar moléculas de carboidratos, 

mais especificamente como é mostrada na Equação 3.2:  

 

 

O mecanismo de fixação de carbono ocorre em quatro etapas (Fig 3.4) formando o 

denominado ciclo de Calvin-Benson (HALL & RAO, 1999; RICHMOND, 2004):  

i. Carboxilação:  

 

O intermediário instável é o 2-carboxi-3-cetoarabinitol-1,5-bifosfato. A reação é 

catalisada pela enzima ribulose-1,5-bisfosfato carboxilase/oxigenase, conhecida como Rubisco. 

A rubisco é uma enzima envolvida na de fixação de carbono, um processo pelo qual o dióxido de 

carbono atmosférico é convertido pelas plantas para moléculas ricas em energia, tais como a 

glucose. Tem como função catalisar a carboxilação de ribulose-1,5-bifosfato. 

ii. Redução  

Nesta fase é utilizado o ATP e o NADPH formados durante a fase clara da fotossíntese 

para reduzir o ácido 3-fosfoglicérico com o objetivo de produzir o primeiro açúcar, o 

gliceraldeído 3-fosfato (triose-fosfato). 

 

O gliceraldeído-3-fosfato formado tem duas funções, a primeira é utilizada na regeneração 

da ribulose-1,5- bisfosfato e outra parte são utilizadas na síntese de estruturas celulares como 

paredes celulares, membranas, proteínas, organelas, etc. 

iii. Regeneração 

Nesta fase, o gliceraldeído 3-fosfato é o aceptor primário de CO2 (ribulose-1,5- 

bisfosfato). Esta fase precisa 3 ATP e 2 NADPH para a fixação de CO2, também envolve várias 

ações de isomerases, epimerases, transcetolases, fosfatase e uma quinase. 

 

 

(3.2) 
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iv. Produção  

Os carboidratos são considerados os produtos finais primários da fotossíntese são 

considerados os carboidratos, entretanto os ácidos graxos, aminoácidos e ácidos orgânicos 

também são sintetizados na fixação fotossintética de CO2. Além disso, vários produtos finais 

podem ser formados em diferentes condições de intensidade de luz, CO2 e concentrações de O2 e 

nutrição (HALL & RAO, 1999). 

 

 

Figura 3.4 Rotas de fixação fotossintética do carbono: O ciclo de Calvin-Benson 

 

3.2.2 Absorção do N e P 

O nitrogênio (N) e o fosforo (P) são os principais nutrientes no cultivo de microalgas e 

precisam de quantidades adequadas para seu crescimento, no entanto, muitas vezes eles são 
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limitados, mas seu uso em excesso pode causar impactos negativos, já que a microalga pode neste 

caso apresentar estresse e diminuir seu crescimento.  

Quando as taxas de crescimento são representadas como uma função da concentração de 

nutrientes, quatro zonas são principalmente reconhecidas: 

a) Uma zona deficiente com baixas concentrações de nutrientes, que aumenta de forma 

exponencial o crescimento quando estes são disponibilizados.  

b) Uma zona de transição onde a concentração de nutrientes é crítica, nesta zona o crescimento 

é um pouco afetado pela adição de mais nutrientes (considerada como a zona de 

concentração ótima). 

c) Uma zona adequada onde nenhum aumento do crescimento é encontrado com um aumento 

no fornecimento de nutrientes. 

d) Uma zona tóxica em que um aumento na concentração de nutrientes diminui o crescimento. 

 

A zona de fornecimento adequado é maior para os macronutrientes, porém muito menor 

para os micronutrientes. O crescimento lento na zona deficiente pode aumentar a presença de 

espécies exóticas tornando-as dominantes, além disso, pode apresentar contaminação por 

bactérias, fungos e vírus, resultando finalmente em colapso total dos cultivos.  

No sistema de cultivo em batelada (RICICA, 1966) a resposta de crescimento típica ao 

longo do tempo versus concentração de nutrientes pode ser observada na Figura. 3.5.  
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Figura 3.5 Curva de crescimento de um cultivo descontínuo, em que as diferentes fases podem ser 

observadas:1= fase lag; 2= fase exponencial que representa a taxa máxima de crescimento celular; 3= fase de 

crescimento linear; 4= fase estacionária de crescimento, e 5= declínio ou fase de morte. Os nutrientes (linha 

tracejada) segue o padrão oposto, indicando depleção de nutrientes durante as fases de cultivo. Em sistemas 

autotróficos a luz para a fotossíntese geralmente se torna o fator limitante (RICHMOND, 2004). 

 

As microalgas estão adaptadas para aproveitar os recursos do ambiente, seja através de 

mudanças estruturais, armazenamento ou aumento da eficiência de utilização dos recursos. 

Ajustes internos envolvendo adaptações bioquímica e fisiológica, enquanto externamente as 

microalgas podem excretar uma variedade de compostos para diminuir nutrientes disponíveis ou 

limitar o crescimento de outras espécies que podem afetar seu crescimento. 

 Eppley & Strickland (1968) concluíram que a taxa de crescimento das microalgas é mais 

dependente das concentrações de nutrientes intracelulares do que das quantidades externas. A 

concentração de nutrientes, necessárias para a manutenção e crescimento, depende da capacidade 

de armazenamento de um nutriente específico pela microalga. 

No cultivo em batelada a concentração de nutrientes diminui durante a fase de 

crescimento e como consequência, a taxa de crescimento com concentração de células constante 

diminuirá na mesma proporção. Se um microrganismo pode diminuir seus requisitos celulares 

para um nutriente, o microrganismo pode ser capaz de compensar a diminuição da 

disponibilidade do nutriente, minimizando assim os efeitos de limitação sobre o crescimento. 

Portanto quanto mais baixa a porcentagem mínima de células para um nutriente se torna maior a 

taxa de crescimento especifico e vice-versa (GROBBELAAR & HOUSE, 1995).  
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As microalgas com uma alta capacidade de adaptação às concentrações de nutrientes são 

mais fáceis de superar às variações de nutrientes que ocorrem em cultivos em batelada, enquanto 

que as microalgas com uma baixa capacidade de adaptação às concentrações de nutrientes são 

mais adequadas para o cultivo em sistemas de cultivos contínuos. As microalgas que podem 

adaptar-se a diferentes concentrações de nutrientes também podem evitar o crescimento  de outros 

tipos de microalgas como de outros micro-organismos, especialmente em condições de nutrientes 

limitados, como ocorre no fim do ciclo de produção nos cultivos em batelada. Portanto esse tipo 

de adaptação permite à microalga ter uma alta taxa de crescimento em baixas concentrações de 

nutrientes, o que é uma vantagem competitiva para seu crescimento no cultivo (GILBERT ET 

AL., 1982; TURPIN E COL., 1985).  

 

3.3 Biossínteses de ácidos graxos e triglicerídeos  

Os lipídios sintetizados pelas microalgas são considerados como uma alternativa para os 

lipídios derivados de plantas oleaginosas, uma vez que as microalgas possuem uma alta 

produtividade por unidade de área (CHISTI, 2007). A variação do perfil lipídico depende de cada 

espécie de microalga e das condições de cultivos, no entanto os lipídeos de maior interesse para a 

produção de biodiesel são os triglicerídeos. Isto se deve ao elevado teor de ácidos graxos e a 

ausência de outros componentes químicos, como os fosfolipídios e glicolípidos nestas moléculas.  

Além disso, a maioria das espécies de microalgas tem a capacidade de acumular grandes 

quantidades de triglicerídeos em condições de estresses como a falta de nitrogênio, variações da 

intensidade de luz e temperatura. Os triglicerídeos podem servir como compostos de 

armazenagem de energia e de carbono e como um dissipador de elétrons em situações em que o 

abastecimento de elétrons fornecido na fotossíntese excede os requisitos para o crescimento 

evitando assim fotoinibição da microalga (HU et al., 2008). 

Na maioria dos seres vivos a síntese dos ácidos graxos ocorre no citosol, no entanto nas 

plantas e nas microalgas a síntese é realizada no estroma do cloroplasto, já que nesta organela 

celular é produzido NADPH nas reações claras da fotossíntese (NELSON & COX, 2002). Esta 

síntese está dividida em três etapas principais: carboxilação do acetil-coA para formar malonil-

coA, alongamento da cadeia acil e formação dos triglicerídeos (COURCHESNE et al., 2009). 
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3.3.1 Carboxilação do acetil-coA para formar malonil-coA e alongamento da cadeia acil 

O ciclo da síntese de ácidos graxos (Fig. 3.6) começa, por meio de duas enzimas, a acetil 

CoA carboxilase, que tem a função de regular o processo, e o complexo de uma sintase de ácido 

graxo (AGS). Em algumas microalgas, as atividades enzimáticas da AGS estão divididas em sete 

diferentes proteínas (seis enzimas e a proteína carreadora de acilas (ACP). A acetil CoA é o 

primeiro composto da síntese e a fonte das unidades de dois carbonos para o alongamento da 

cadeia. Isto acontece através da incorporação de novas acetilas em um processo cíclico 

(PEREIRA et al, 2012 ). 

A primeira etapa começa com a síntese de malonil-CoA a partir de acetil-CoA e CO2 pela 

enzima acetil-CoA carboxilase (SASAKIE COLS, 1995). A forte regulação da acetil-CoA 

carboxilase parece controlar a taxa global de síntese de ácidos graxos (OHLROGGE E 

JAMORSKY, 1997). O malonil-CoA, então, reage com ACP, gerando, malonil-ACP. O grupo 

acetatodo acteil-CoA é transferindo a uma cisteina especifica de enzima condensadora 

(3;cetoacil;ACP sintase) e, então, combinado como malonil-ACP para formar o acetoacetil-ACP. 

A seguir, o grupo ceto no carbono 3 é removido (reduzido) pela ação de três enzimas, para 

formar uma nova cadeia acil (butiril-ACP), que tem agora quatro carbonos na cadeia. 

Os ácidos de quatro carbonos e outra molécula de malonil-ACP tornam-se, então, os 

novos substratos para a enzima condensadora, resultando na adição de outra unidade de dois 

carbonos à cadeia em crescimento, e o ciclo continua até que 16 ou 18 carbonos tenham sido 

adicionados. 

Alguns 16:0-ACP são liberados da molécula do ácido-graxo sintase, mas a maioria das 

moléculas que são alongadas para 18:0-ACP é suficientemente convertida a 18:1-ACP por uma 

enzima dessaturase. A repetição desta sequência de evento faz do 16:0-ACP e do 18:0-ACP os 

principais produtos da síntese dos ácidos graxos, mas dependendo da espécie de microalga o 

produto final pode ter 20 a 22 carbonos.  



37 

 

 

Figura 3.6. Ciclo da síntese de ácidos graxos: (1) Reação de Carboxilação; (2) Formação do Malonil-ACP a 

partir do Malonil-CoA; (3) Reação de condensação; (4) Reação de redução; (5) reação de desidratação; (6) reação de 

redução (Adaptado de Hu et al., 2008) 

 

 

3.3.2 Formação de TAGs 

Segundo Ratledge (1988) a síntese de lipídios que é usada pelas microalgas é via direta do 

glicerol, mas nas plantas a formação dos TAGs ocorre na mitocôndria e nos plastídios localizados 

no reticulo endoplasmático (GUSCHINA & HARWOOD, 2009).  

A síntese dos triglicerídeos apresentada na Figura 3.7 começa a partir do L-α-

fosfoglicerol, procedente da via glicolítica, e acil CoA. A partir da acil CoA transferase forma-se 

o ácido lisofosfatídico que, através da L-acilglicerol-3-fosfato-aciltransferase, transfere outra 

acila formando o ácido L-α-fosfatídico. Posteriormente a fosfatase com outra acila, e com ajuda 

de diacilglicerol aciltransferase, sintetiza a molécula de triacilglicerol (HUANG et al, 2010; 

PEREIRA et al, 2012).  
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Figura 3.7 Síntese de triglicerídeos em microalgas (Fonte: adaptado de Pereira et al, 2012). 

 

3.4 Produção de microalgas  

3.4.1 Meios de cultivo 

Segundo Lourenço (2006) existem diversos meios de cultivo para a manutenção e 

produção de microalgas e dependendo da origem da microalga existem meios de cultivo marinho, 

água doce e salobre. Normalmente os meios de cultivo são constituídos por macronutrientes 

(Carbono, Nitrogênio, Fosforo, Oxigênio, Magnésio, Cálcio, Hidrogênio, Enxofre, Potássio e 

Silicato), micronutrientes (Cobre, Molibdênio, Ferro, Manganês, Zinco e Cobalto) e vitaminas 

(GUILLARD, 1975).   

Segundo Coutteau (1996), existem algumas espécies de microalgas como as diatomáceas 

que precisam de um nutriente específico para seu desenvolvimento como é o caso do silicato o 

qual e importante para a formação da frústula que é um revestimento externo característico deste 

tipo de espécies. 

Os meios de cultivo para uso em escala industrial variam de acordo com a preparação dos 

suplementos nutricionais e composição química e podem ser definidos e semidefinidos. Os meios 

de cultivos semidefinidos são preparados de acordo com a origem da espécie de microalga e 

podem ser tanto com água doce quanto com água do mar, enriquecida com nutrientes e vitaminas. 

No caso dos meios de cultivo definidos que são os mais usados à escala laboratorial, podem ser 

preparados a partir de água, deionizada ou destilada, com adição dos nutrientes, vitaminas. Neste 

caso se a microalga é marinha devem-se adicionar sais inorgânicos, de forma a simular a 
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composição da água do mar. Os meios de cultivo mais utilizados são o Guillard F/2, BBM, 

BG11, Zarrouk, CHU e podem ser preparados tanto como definidos quanto semidefinidos 

dependendo do sistema de cultivo (GUILLARD, 1975; LOURENÇO, 2006). 

 

3.4.2 Sistemas para produção de biomassa de microalgas 

Os sistemas mais eficientes para o cultivo de microalgas são chamados fotobiorreatores, 

os quais permitem manter o ambiente controlado (Temperatura, pH, baixa concentração de O2) e 

fornecer os nutrientes e a luz necessária para o desenvolvimento ótimo do microrganismo 

(MUÑOZ, 2005).  

De acordo com suas características e custos, fotobiorreatores para cultivo de microalgas 

podem ser classificados em sistemas abertos ou fechados. 

 

3.4.2.1 Sistemas abertos 

Os sistemas de cultivos abertos estão sempre em contato com o ambiente externo, 

portanto sofrem às mudanças ambientais, são os mais usados em escala comercial, já que é mais 

fácil de operar e, além disso, são muito mais baratos para construí-os. Entretanto, apresentam 

desvantagens já que é mais suscetível à contaminação por outros microrganismos, incluindo 

outras microalgas, portanto este tipo de cultivo é adequado para espécies robustas e de 

crescimento rápido, também apresentam grandes perdas de água por evaporação e precisam 

grandes extensões de terras.  Entre os sistemas abertos (Fig 3.8), os mais utilizados são os “open 

ponds” e os “raceways” (Richmond, 2004; Racault & Boutin 2005).    
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Figura 3.8. Sistemas de produção de microalgas a céu aberto do grupo de pesquisa GREENTEC.  

 

3.4.2.2 Sistemas fechados 

Os fotobiorreatores são chamados sistemas fechados (Fig 3.9) porque mantém o cultivo 

completamente isolado do ambiente externo. Normalmente possuem sistemas de agitação, 

aeração, controle do pH, sistema de refrigeração e fornecimento de CO2. Além dessas 

características, para o cultivo de microalgas devem ter principalmente: máximo aproveitamento 

da energia luminosa, controle das condições do cultivo, baixa evaporação da agua no e baixa 

contaminação (BOROWITZKA, 1999).Os principais fotobiorreatores fechados são do tipo de 

janela e tubular (MERCHUK, 2004). 

Na Tabela 3.2, apresenta-se uma comparação entre fotobiorreatores (Sistemas fechados) e 

lagoas (sistemas abertos) para diversas condições de cultivo e diferentes parâmetros de cultivo. 
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Figura. 3.9 Sistemas de produção de microalgas em fotobiorreator de janela do grupo de pesquisa GREENTEC 

 

TABELA 3.2 - Comparativo entre os sistemas aberto (lagoas) e fechado (Fotobiorreatores) para o 

cultivo de microalgas, adaptado de PULZ  (2001). 

PARAMETROS SISTEMAS ABERTOS SISTEMA FECHADO FBRs 

Risco de contaminação Extremamente alto Baixo 

Espaço requerido  Alto  Baixo  

Evaporação da agua  Extremamente alto  Quase nada 

Perdas de CO2 Alta  Quase nada 

Qualidade da biomassa Baixa Alta 

Variabilidade de espécies 

cultiváveis  

Restringido a poucas 

espécies  

Quase todas as espécies são 

cultiváveis 

Padronização  Não é possível  Possível  

Controle do processo  Não é possível  Possível  

Dependência do tempo 
Impossível quando 

apresenta chuva  

Produção independente das 

condições climáticas  

Produção de biomassa 
Baixo, entre 0.1-0.2  

g.L
-1

 
Alto, entre 2-8 g.L

-1
 

Reprodutibilidade dos 

parâmetros de produção  

Dependente das 

condições ambientais 
Possível  
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3.4.3 Fatores que influenciam a produtividade de biomassa e lipídios nas microalgas 

A produtividade de biomassa e lipídeos das microalgas é controlada pela composição 

genética de cada microrganismo, entretanto as microalgas podem produzir pequenas quantidades 

de lipídeos sob condições de crescimento favoráveis, porem o acúmulo de grandes quantidades 

de lipídeos e as alterações no perfil de ácidos graxos ocorrem quando as condições de cultivo 

provocam estresse nas microalgas. Os principais fatores de estresse no cultivo de microalga são 

ambientais, químicos ou físicos.   (GUILLARD, 1975; FALKOWSKI; HU, 2004; RAVEN, 

1997; RICHMOND, 2004). 

Segundo Behrens & Kyle (1996), o conteúdo de ácidos graxos das microalgas também 

pode ser afetado por diferentes parâmetros de cultivo (Tabela 3.3). Embora um grande número de 

parâmetros de cultivo pode afetar o conteúdo de ácidos graxos, sem dúvida, todos os parâmetros 

não vão afetar o conteúdo de ácidos graxos em todas as espécies de microalgas. O conteúdo de 

ácido graxo responde a um parâmetro em particular que só pode ser determinado através da 

experimentação. 
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Tabela 3.3 Efeito de diferentes parâmetros de cultivo no conteúdo de ácidos graxos em microalgas. 

Adaptado de Behrens & Kyle (1996) 

Parâmetros de cultivo Efeito no conteúdo de ácidos 

graxos 

Referência 

Limitação de N; 

Diminuição da relação 

N:P; 

Limitação de P; 

Mn
+2

; 

Aumento na 

intensidade de luz 

Aumento dos ácidos graxos 

Chelf 1990; Makrides et al. 1995; 

Shifrin and Chisholm 1981; 

Tedesco and Duerr 1989; 

Tornabene et al. 1983. 

Grima et al. 1995; 

Reitan et al. 1994; 

Constantopoulus 1970; 

Roessler 1990; Tedesco and 

Duerr 1989; Thompson et al. 

1990 

Alta concentração de N Diminui o conteúdo de C22 (Regnault et al. 1995) 

Baixa temperatura; 

Elevadas 

concentrações de CO2 

 

Aumento dos ácidos graxos 

insaturados  

Al-Hansan et al. 1991; 

Mortensen et al. 1988; 

Roessler 1990; 

Tsuzuki et al. 1990 

Baixa temperatura Aumento de 20:5 e 22:6 Tatsuzawa and Takizawa 1995 

 

3.4.3.1 Intensidade luminosa 

Para o melhor desenvolvimento do cultivo de microalgas é importante ter uma fonte de 

luz suficiente para assegurar uma função metabólica completa. Além da luz solar, existem outras 

fontes de luz como as lâmpadas fluorescente. No entanto a iluminação não pode saturar as 

microalgas já que pode causar fotoinibição e danificar o aparelho fotossintético da célula. 

Normalmente se utilizam intervalos de intensidades de luz entre 100 e 200 μmol.s
-1

.m
-
², o que 
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corresponde a cerca de 5-10% da radiação solar (2000 μmol.s
-1

.m
-
²). Além disso, pode-se utilizar 

luz natural do sol ou fornecida por lâmpadas fluorescentes. A faixa de absorção de luz necessária 

para a realização da fotossíntese ocorre entre 400 a 700 nm (Radiação fotossinteticamente ativa) 

(RICHMOND, 2004). 

Fuentes et al. (2001) avaliaram a composição bioquímica da biomassa da microalga 

Phaeodactylum tricornutum, cultivada em diferentes condições, e concluíram que ao aumentar a 

irradiância, houve um aumento da produtividade de biomassa, porém, o teor de lipídeos diminuiu. 

Este fato foi relacionado com o tempo de cultivo. 

Diversos autores reportaram que em baixas intensidades de luz há produção de lipídeos 

polares que fazem parte das membranas associadas ao cloroplasto, no entanto, utilizando-se altas 

intensidades de luz reduz o teor de lipídeos totais, porém o conteúdo de triglicerídeos aumenta 

(BROWN et al., 1996; KHOTIMCHENKO & YAKOVLEVA, 2005). 

  

3.4.3.2 Nutrientes  

A composição bioquímica das microalgas é afetada pela composição nutricional do meio 

de cultura. Particularmente as concentrações de nitrogênio e fósforo podem influenciar tanto na 

produção de biomassa quanto no teor de lipídios.  

A limitação de nitrogênio é o nutriente que mais afeta o metabolismo lipídico em 

microalgas, já que as microalgas podem acumular maior quantidade de triglicerídeos quando o 

meio de cultura apresenta deficiência do nutriente (BASOVA, 2005; MERZLYAK et al., 2007). 

A limitação de fosfato e sulfato promove a acumulação de lipídeos. Trabalhos realizados 

por Khozin-Goldberg & Cohen (2006) indicaram aumento de triglicerídeos em meios com 

deficiência de fosfato. No entanto, Reitan et al., (1994) reportaram baixas quantidades de lipídeos 

em meios com deficiência de fosfato na microalga Nannochloris atomus. Os mesmos autores 

concluíram que quanto maior a deficiência de fosfato no cultivo maior porcentagem dos ácidos 

graxos 16:0 e 18:1 na composição dos lipídeos. 

 

3.4.3.3 Carbono 

O CO2 é a principal fonte de carbono no cultivo de microalgas e é fornecido através do ar 

atmosférico ou direto no cultivo, mas a injeção direta pode aumentar o custo de produção. 
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Segundo Cheng et al., (2006), as microalgas possuem uma limitação da concentração de 

CO2 e esta não pode ser muito baixa, já que afetaria o crescimento e produção de biomassa na 

microalga por falta de carbono nas células, no entanto o excesso de CO2 no cultivo pode causar 

problemas ambientais já que o aumento pode exceder a concentração que as microalgas 

conseguem utilizar causando perdas de CO2 para a atmosfera. 

Barsanti & Gualtieri, (2006) e Lourenço (2006) recomendam que em volumes de cultivo 

superiores a 500 ml, é necessário utilizar sistemas de aeração com ou sem adição de correntes de 

CO2, o que pode implicar em maiores taxas de crescimento, conduzindo a maiores produções de 

biomassa. 

3.4.3.4 Temperatura 

A temperatura tem um efeito importante na composição de ácidos graxos nas microalgas. 

Com a redução da temperatura as microalgas apresentam maior quantidade de ácidos graxos 

poliinsaturados e com o aumento da temperatura maior conteúdo de ácidos graxos saturados (HU 

et al., 2008; RENAUD et al., 2002). 

As microalgas tem a capacidade de mudar as propriedades físicas e térmicas dos lipídeos 

que fazem parte da membrana celular, isto representa uma estratégia de aclimatação quando o 

gradiente de temperatura é alto. 

Existem também microalgas que não são afetadas com as mudanças na temperatura como 

é o caso da Chlorella sorokiniana que foi cultivada em diferentes temperaturas sem ocorrer 

variações significativas aumentos no conteúdo de lipídeos. 

 

3.4.4 Potencial biotecnológico das microalgas 

As principais pesquisas nas microalgas estão sendo desenvolvida com o objetivo de 

estudar as condições de cultivo ótimas para a produção de biomassa rica em metabólitos de 

interesse industrial, tais como lipídios, carboidratos, proteínas dentre outros, a partir de 

microalgas adaptadas a altas concentrações de CO2 viabilizando, simultaneamente os processos 

de mitigação de CO2. 

As diferentes vias metabólicas que possuem as microalgas em função da síntese de 

produtos de interesse industrial podem ser melhoradas de acordo às condições ambientais. No 

entanto outra forma de aumentar a produção desses compostos é por meio da engenharia 

metabólica já que esta permite manipular as condições de cultivo e dessa forma modificar a 
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microalga diretamente por meio da mutagênese ou uso de genes modificados (ROSENBERG et 

al., 2008). 

Entre os anos 1978-1996 foi criado o Programa de Espécies Aquáticas (ASP) o qual 

representou um maior esforço para a produção de biocombustíveis microalgal. Este programa 

apoiou 18 anos de pesquisa, principalmente no Laboratório Nacional de Energia Renovável 

(anteriormente o Solar Energy Research Institute), mas também em muitas instituições 

acadêmicas através de subcontratos. Os investimentos (mais de US $ 25 milhões) neste programa 

permitiram avançar nas técnicas de isolamento e caracterização de cepas de microalgas, fisiologia 

e bioquímica, engenharia genética, desenvolvimento de processos, e de cultivo de microalgas em 

escala piloto. Além disso, foram realizadas as análises técnico-econômica e avaliações dos 

recursos (ROSENBERG et al., 2008; SHEEHAN et al., 1998). Tabela 3.4 apresenta a biossíntese 

dos principais produtos derivados a partir de microalgas. 
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Tabela 3.4 Produtos comumente obtidos a partir de microalgas Rosenberg et al., (2008). 

PRODUTOS SINTETIZADOS A PARTIR DE MICROALGAS 

Produto Microalga Preço (USD) Empresa 

B-Caroteno Dunaliella 300–3000/kg AquaCarotene (Washington, USA) 

Astaxantina Haematococcus 10,000/kg AlgaTechnologies (Israel) 

Complemento 

Alimentaria 

Spirulina 

Chlorella 

Chlamydomonas 

50/kg 

Cyanotech (Hawaii, USA) 

BlueBiotech International GmbH 

(Germany) 

Alimentação 

Aquacultura 

Tetraselmis 

Nannochloropsis 

Isochrysis Nitzschia 

70/L 

Aquatic Eco-Systems (Florida, USA) 

BlueBiotech International GmbH 

(Germany) 

Coastal BioMarine (Connecticut, USA) 

Ácidos graxos 

poliinsaturados 

Crypthecodinium 

Schizochytrium 
60/g 

BlueBiotech International GmbH 

(Germany) 

Ficoeritrina 
Red Algae 

Cyanobacteria 
15/mg 

BlueBiotech International GmbH 

(Germany) 

Proteínas 

Farmacêuticas 
Chlamydomonas N/A Rincon Pharmaceuticals (California, USA) 

Biocombustíveis 

Botryococcus 

Chlamydomonas 

Chlorella 

Dunaliella 

Neochloris 

N/A 

Cellana (Hawaii, USA) 

GreenFuel Technologies (Massachusetts, 

USA) 

LiveFuels, Inc. (California, USA) 

PetroAlgae (Florida, USA) 

 

3.4.4.1 Produção de biodiesel a partir de microalgas 

O principal interesse nas microalgas para a produção de biodiesel se deve ao alto 

conteúdo de lipídeos especialmente dos triglicerídeos e também à fácil manipulação das 

condições de cultivo que, desta forma permitem gerar o estresse necessário para aumentar a 

produção de lipídios convertíveis a biodiesel. As microalgas apresentam muitas vantagens em 

comparação com outras fontes de matérias primas para a produção de biodiesel, entre os quais 

podem ser citados:  
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 Possuem maior eficiência fotossintética do que os vegetais superiores (MENG et 

al, 2009; POSTEN & SCHAUB, 2009), podendo converter até 8% da energia 

solar em biomassa. 

 A alta taxa de crescimento, que possibilita que a duplicação da produção de 

biomassa em 24 horas (MENG et al., 2009). 

 A colheita da biomassa pode ser realizada mais ou menos a cada 10 dias 

permitindo assim realizar colheitas contínuas a diferencia das plantas superiores, 

cuja colheita só pode ser realizada duas vezes ao ano (VYAS et al., 2010). 

 Estima-se que as microalgas podem produzir biomassa e lipídeos 100 vezes mais 

do que as plantas oleaginosas (CHISTI, 2007;. MATA et al, 2010). 

 As microalgas podem crescer em qualquer ambiente já que só precisam de luz 

solar e alguns nutrientes. Algumas microalgas podem crescer em águas residuais 

ou de esgoto o qual pode minimizar os custos de produção e mitigar os problemas 

de contaminação (AVAGYAN, 2008). 

 As microalgas são grandes fixadoras de CO2, a demanda estequiométrica para o 

CO2 é de 1,7 kg CO2/kg de biomassa seca (PACKER, 2009, POSTEN & 

SCHAUB, 2009; RODOLFI et al., 2009). Isto permitiria reduzir os gases de efeito 

estufa.   

Atualmente o principal problema da produção de biodiesel a partir de óleo de microalgas 

é a obtenção dos lipídeos com um valor competitivo. No entanto, isto pode ser alcançado 

melhorando a escolha de espécies de microalgas que possuam altos valores de produtividade de 

lipídeos (g de lipídeos.L
-1

.d
-1

) e alta adaptabilidade a ambientes extremos (temperatura, 

salinidade, pH, etc.) e também condições de cultivo que permitam atingir alto conteúdo de 

lipídeos e um perfil de ácidos graxos qualificado para a produção de biodiesel. O aproveitamento 

dos subprodutos do processo de produção de biodiesel, tais como: biomassa residual, glicerina 

permitirão reduzir os custos de colheita, extração de lipídeos e conversão a biodiesel 

(DEMIRBAS, 2003; BRENNAN & OWENDE, 2010). 

Em condições normais de crescimento as microalgas possuem um teor de lipídeos que 

varia entre 10 e 50 % do seu peso seco, no entanto quando são expostas a condições de estresse o 

conteúdo de lipídeos pode aumentar até 70 e 90%.  
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As principais espécies produtoras de lipídeos usadas para a produção de biodiesel são as 

clorofíceas. Estudos realizados pelo instituto de pesquisa de energia solar (SERL) indicaram que 

as espécies mais promissoras são Nannochloropsis e Dunaliella pelo alto conteúdo de ácidos 

graxos. Da mesma forma, o NERL nos EUA reportou que as espécies Dunaliella, Scenedesmus e 

Chlorella são as mais utilizadas em escala industrial. A Tabela 3.5 apresenta o conteúdo de 

lipídeos (% peso seco) das principais microalgas de água doce. 

Segundo Knothe (2008), a qualidade do biodiesel é afetada pela composição dos ácidos 

graxos, já que muitas espécies de microalgas possuem altos conteúdos de lipídeos não 

apropriados para a conversão em biodiesel. Isto foi observado em algumas espécies ricas em 

grandes moléculas de hidrocarbonetos os quais não pode ser transesterificada para a produção de 

biodiesel. Outras espécies apresentam alto conteúdo de poliinsaturados os quais afetam a 

qualidade do biodiesel pois diminuem o índice de cetano e a estabilidade oxidativa. Entretanto 

ácidos graxos saturados e monoinsaturados de cadeia longa são ideais para a produção de 

biodiesel. 
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Tabela 3.5 Conteúdo de lipídeos (% peso seco) das principais microalgas de água doce. 

MICROALGA LIPÍDEOS  

(% PESO SECO) 

REFERENCIA 

Chlorella emersonii 63 Illman, et al 2000 

Chlorella pyrenoidosa 27 Tang et al., 2011 

Chlorella sp. 19-43 Preveenkumar et al., 2012 

Chlorella vulgaris 15-58 Yeh et al., 2012 

Haematococcus Pluvialis 35 Damiani et al., 2010 

Scenedesmus sp. 7-53 Xin et al., 2010 

Scenedesmus obliquus 10-43 Ho et al., 2010 

Desmodesmus sp. 23 Pinto, 2014 

 

Na figura 3.10 é apresentado o processo de produção de biodiesel a partir de microalgas, o 

qual começa com o cultivo em condições selecionadas para se obter alta produção de biomassa e 

alta produtividade de lipídeos. Após o tempo de cultivo, de aproximadamente 10-14 dias é 

realizada a colheita e secagem da biomassa, seguida da extração dos lipídeos, e transesterificação 

para a produção do biodiesel.   

 

 

Figura 3.10 Fases do processo de produção de biodiesel a partir de microalgas.  

Adaptado de ROSENBERG et al., 2008 
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4. METODOLOGIA EXPERIMENTAL 

 

Este trabalho foi desenvolvido no Laboratório de Tecnologias Verdes (GREENTEC), o 

qual está localizado no Departamento de Engenharia Química na Universidade Federal do Rio de 

Janeiro (UFRJ). 

 

4.1 Microrganismo 

A microalga utilizada em todos os ensaios experimentais foi a Desmodesmus sp. (DLEJ-

04) a qual foi cedida pelo Laboratório de Ecofisiologia e Toxicologia de Cianobactérias (LETC) 

do Instituto de Biofísica Carlos Chagas Filho, UFRJ. A microalga foi mantida no seu meio de 

manutenção o ASM-1 a 23 °C e fotoperiodo de 12 horas. 

 

 

Figura 4.1 Microalga Desmodesmus sp.  doada Laboratório de Ecofisiologia e Toxicologia de 

Cianobactérias (LETC). 

 

4.2 Meios de cultivo 
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Para a seleção dos meios de cultivos foi realizado uma pesquisa na base de dados da 

coleção de cultivo de algas da Universidade de Texas em Austin (UTEX), de acordo com dados 

reportados para o cultivo da espécie Desmodesmus sp. Os meios mais recomendados são o BG-

11 (RIPPKA et al., 1979) e o BOLD 3N (BOLD, 1949) (http://www.utex.org/search.aspx). 

Adicionalmente, o trabalho desenvolvido por Pinto (2014) também indica o meio de cultivo BG-

11, tanto em cultivos autotróficos quanto em cultivos mixotróficos. O ultimo meio de cultivo 

utilizado foi o ASM-1 (GORHAM et al., 1964). Este foi o meio de manutenção no qual a 

microalga foi cedida.  

Na preparação dos meios de cultivo todos os nutrientes, metais traços e vitaminas foram 

misturados. O pH foi ajustado em 7,5 para os meios BG-11 e BOLD 3N e em 8.0 para o meio 

ASM-1. Todos os materiais e meios utilizados no desenvolvimento dos cultivos nos diferentes 

ensaios foram esterilizados em autoclave (121°C/15 minutos).  A composição dos meios de 

cultivo e as concentrações de todos os componentes são descritos nas Tabela 4.1, 4.2 e 4.3 para o 

meio ASM-1, BG-11 e BOLD 3N, respectivamente. 

 

Tabela 4.1 Composição do meio de cultivo ASM-1 

COMPONENTE COMPOSIÇÃO (mg.L
-1

) 

NaNO3 170 

MgSO4.7H2O 49 

MgCl2.6H2O 41 

CaCl2.2H2O 29 

KH2PO4 17,4 

Na2HPO4.12H2O 35,6 

FeCl3 0,65 

H3BO3, 2,48 

MnCl2.4H2O 1,39 

ZnCl2, 0,33 

CoCl2.6H2O, 0,049 

CuCl 0,0014 

Na2EDTA.2H2O 8,24 

 

http://www.utex.org/search.aspx
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Tabela 4.2 composição do meio de cultivo BG-11 

COMPONENTE COMPOSIÇÃO (mg.L
-1

) 

NaNO3  1500 

K2HPO4  40 

CaCl2.2H2O  30 

Na2CO3  19 

MgSO4.7H2O  8 

C6H8O7.H2O  7 

Citrato de amônio e ferro (III)  6 

H3BO3  3 

MnCl2.4H2O  2 

Na2EDTA.2H2O  0,7 

Na2MoO4.2H2O  0,4 

ZnSO4.7H2O  0,2 

CuSO4.5H2O  0,1 

CoCl2.6H2O  0,05 

 

Tabela 4.3 composição do meio de cultivo BOLD 3N 

COMPONENTE COMPOSIÇÃO (mg.L
-1

) 

NaNO3 750 

KH2PO4  175 

K2HPO4 75 

ZnSO4.7H2O 8,82 

CuSO4.5H2O 1,59 

FeSO4.7H2O 4,98 

MgSO4.7H2O 75 

CaCl2.2H2O 25 

NaCl 25 

MnCl2.4H2O 1,44 

CoCl2.6H2O 0,49 

Na2EDTA.2H2O 50 

tiamina HCl (vit. B1)  200 

biotina (vit. H) 0,1 

cianocobolamina (vit. B12)  1 
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4.3     Manutenção e propagação dos cultivos 

A manutenção e propagação dos cultivos em de placas de Petri e tubos de ensaio foram 

realizadas por repicagens do inóculo, utilizando nos cultivos de 200 mL uma relação de 1:10 

(inóculo:meio de cultivo esterilizado). Nos demais cultivos, o inóculo iniciou com uma 

concentração de células de 1x10
6
 cel.mL

-1
. O intervalo entre as repicagens após inoculação foi de 

quatro a cinco dias, com as células em fase exponencial de crescimento. A sequência das 

repicagens foi feita em ordem crescente de volume de cultivo, conforme esquema da Figura 4.2. 

As condições de cultivo utilizadas foram 23 ºC, fotoperiodo 12 h e uma intensidade 

luminosa de 50 µmol.m
2
s

-1
. A densidade do fluxo de fótons da radiação fotossinteticamente ativa 

foi estimada por meio de um sensor quântico LI – 250A (Li-Cor Inc., USA) acoplado a um 

integrador radiométrico (Li-Cor Inc., USA). As medidas foram realizadas na superfície externa 

dos erlenmeyers de cultivo. 

 

 

 

FIGURA 4.2 - Representação esquemática da propagação de cultivos. 

Fonte: Autoria própria  
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4.4 Cultivo do inoculo e identificação das fases de crescimento da microalga  

O preparo do inóculo foi realizado, de acordo com o protocolo descrito na seção (4.2) até 

alcançar a capacidade desejada. O volume dos frascos utilizados nesta etapa foi de 1L e o volume 

de trabalho em cada batelada foi de 600 mL. Os erlenmeyers contendo o meio de cultivo foram 

inoculados com uma concentração de 1x10
6 

cel.mL
-1

, temperatura controlada em 23±1°C. 

Intensidade luminosa 90 µmol fótons m
2
s

-1 
e o pH inicial dos meios de cultivo igual a 8.0. 

Os cultivos foram mantidos sob agitação constante, por meio de aeração com um fluxo de 

ar atmosférico de 3L.min
-1

 distribuído por um compressor por meio de mangueiras de silicone 

conectadas a pipetas de vidro dispostas no interior dos erlenmeyers. 

  

4.5 Avaliação de diferentes condições de cultivo para a produção de biomassa. 

A seleção das melhores condições de cultivo para a produção de biomassa a partir da 

microalga Desmodesmus sp. foi realizada  em 600 mL de cultivo durante 15 dias. Os ensaios 

foram conduzidos de acordo com um planejamento fatorial 3
2
 com replica, avaliando três meios 

de cultivos e três tipos de intensidades luminosas (Tabela 4.4). Após inoculação a densidade 

celular inicial do cultivo foi 1x10
6
 cel.mL

-1
. Durante o período de cultivo, foram coletados, a 

cada 24 h 1 mL de amostra para analise da densidade celular e 5 mL cada 48 h para análise de 

biomassa seca com o objetivo de  avaliar a cinética de crescimento. Ao final dos 15 dias o cultivo 

foi centrifugado para a recuperação da biomassa e posteriormente liofilizado para uso no 

processo de extração dos lipídeos. 

Nesses experimentos as intensidades luminosas utilizadas foram previamente 

determinadas pelo sensor quântico LI – 250A (Li-Cor Inc., USA) acoplado a um integrador 

radiométrico (Li-Cor Inc., USA) nas lâmpadas das estantes onde foram dispostos os cultivos. A 

máxima intensidade registrada foi 250 µmol fótons m
2
s

-1
 e a mínima 100 µmol. Estes dados 

foram utilizados para a seleção dos níveis de intensidade luminosa do planejamento experimental 

(tabela 4.4). 
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Tabela 4.4. Matriz do planejamento fatorial 3
2
 para avaliar os efeitos dos parâmetros na produção de biomassa no 

cultivo de Desmodesmus sp. 

Experimento Meios de cultivo Intensidade de luz (µmol fótons m
2
s

-1) 

1 ASM-1(A) 100 

2 ASM-1(A) 175 

3 ASM-1(A) 250 

4 BG-11(B) 100 

5 BG-11(B) 175 

6 BG-11(B) 250 

7 BOLD 3N(PC) 100 

8 BOLD 3N(PC) 175 

9 BOLD 3N(PC) 250 

 

4.6 Avaliação do efeito da depleção de nitrato e fosfato no cultivo da microalga 

Desmodesmus sp.  

Após da seleção da melhor condição de produção de biomassa foi realizado o estudo do 

consumo de nitrato e fosfato no cultivo. Estes dados foram utilizados para identificar o dia em 

que esses nutrientes são totalmente consumidos pela microalga. Nestas amostras também foram 

realizadas as analises de teor de óleo, proteínas e carboidratos e o perfil de ácidos graxos. A 

seguir foi realizado um novo planejamento (fatorial 2
3
)
 
(Tabela 4.5) durante 20 dias. Esta etapa 

foi iniciada após consumo total dos nutrientes do meio. As novas condições nutricionais do 

cultivo foram reduzidas utilizando o meio de cultivo BOLD 3N em diferentes concentrações de 

nitrato 75% (410 mg.L
-1

), 50% (273 mg.L
-1

) e 25% (136 mg.L
-1

), e de fosfato 75% (122 mg.L
-1

), 

50% (81 mg.L
-1

) e 25% (44 mg.L
-1

). Com base nos resultados da literatura (BREUER et al, 2012; 

BROWN et al., 1996; KHOTIMCHENKO & YAKOVLEVA,2005), manteve-se os mesmos 

valores de intensidade luminosa do planejamento anterior. Estes autores mostraram que as 

microalgas reagem de forma diferente quando têm depleção de nitrato e fosfato, gerando 

diferentes rendimentos no conteúdo de óleo, dependendo das intensidades luminosas usadas. 

Todos os experimentos (Fig. 4.3) começaram com uma densidade celular de 1x10
6
, fotoperiodo 

12h, aeração 3L.min
-1

 e temperatura de 23 ºC.  
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Foram coletadas amostras de 1 mL do cultivo a cada 24 h para determinar a concentração 

celular e de 5 mL ao inicio e final do cultivo para a obtenção dos valores de biomassa seca. No 

final de cada experimento o cultivo foi centrifugado a 3000 rpm durante 15 minutos. A seguir, a 

biomassa foi liofilizada para os procedimentos analíticos: teor de óleo, proteínas, carboidratos e 

caracterização do perfil de ácidos graxos em cromatografia gasosa (CG). 

A análise estatística dos resultados foi realizada com o auxílio do software Statistica 

versão 7.0.    

 

 

Figura 4.3 Cultivos da microalga Desmodesmus sp. com diferentes concentrações de nitrato e fosfato  
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Tabela 4.5. Matriz do planejamento 2
3
 para aumentar o conteúdo de óleo no cultivo de Desmodesmus sp. 

Experimento Nitrato (mg L
-1

) Fosfato (mg L
-1

) 
Intensidade de luz 

(µmol fótons m
2
s

-1) 

E1 136 40 100 

E2 410 40 100 

E3 136 122 100 

E4 410 122 100 

E5 136 40 250 

E6 410 40 250 

E7 136 122 250 

E8 410 122 250 

E9 (PC) 273 81 175 

E10 (PC) 273 81 175 

E11 (PC) 273 81 175 

 

4.7 Cultivo em garrafão de 20 L da microalga Desmodesmus sp.  

Posteriormente à seleção das melhores condições de cultivo para a produção de biomassa 

e maior conteúdo de óleo na biomassa algal foi realizado outro planejamento experimental 2
2
 

com modificações nas concentrações de nitrato, fosfato e intensidade de luz (Tabela 4.6). Neste 

ensaio o objetivo foi promover um maior estresse na microalga e dessa forma modificar o perfil 

de ácidos graxos, de modo a se elevar principalmente a proporção de saturados e 

monoinsaturados. 

O preparo do inóculo foi realizado de acordo com o protocolo descrito na seção 4.2 até 

alcançar numero de células necessárias para inocular no garrafão de 20L, cujo volume de trabalho 

foi de 18L. Nesta etapa os experimentos foram realizados em triplicata em garrafões de 

policarbonato transparentes (Fig. 4.4), com concentração inicial de 1x10
6 

cel.mL
-1

, durante 20 

dias, fotoperiodo 12 h, temperatura 23ºC, aeração de 9L. min
-1 

e adição de CO2 1L. min
-1

 duas 

vezes ao dia (9h e 15h) até estabilizar o pH em 7.5 (Fig 4.5). 

Foram coletadas amostras de 1 mL do cultivo cada 24 h para determinar a concentração 

celular e de 10 mL ao inicio e final do cultivo para a obtenção de biomassa seca. No final de cada 

experimento o cultivo foi centrifugado a 3000 rpm durante 15 minutos.  
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No final do cultivo a biomassa foi centrifugada, liofilizada e submetida ao processo de 

extração de lipídeos. A seguir determinou-se o teor de lipídeos pelo método Schmid-Bondzynski-

Ratzlaff (modificado) e seu perfil de ácidos graxos por cromatografia gasosa (CG). 

 

Tabela 4.6 Condições de cultivo da microalga Desmodesmus sp. em garrafões de 20L. 

Experimento Nitrato (mg L
-1

) Fosfato (mg L
-1

) 
Intensidade de luz 

(µmol fótons m
2
s

-1
) 

1(T1) 0 81 500 

2(T2) 0 40 1000 

3(T3) 0 81 1000 

4(T4) 0 40 500 

 

 

 

 

 

Figura 4.4 Cultivos da microalga Desmodesmus sp. em garrafões de 20L com intensidades luminosas de 500  e 1000 

µmol fótons .m
2
s

-1
 (A e B respectivamente). 

  

 

A B 
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Figura 4.5 Montagem experimental para o cultivo da microalga Desmodesmus sp. em garrafão de 20 L com adição 

de CO2. 

 Controle do pH (A), saída do CO2 (B)e pHmetro (C).   

 

4.8 PARAMETROS DE CULTIVO  

 

4.8.1 Densidade celular 

A densidade celular da microalga Desmodesmus sp., ao longo do cultivo, foi 

acompanhada diariamente pela contagem de células em microscópio (modelo Olympus SC30) 

(aumento de 40 vezes), com auxílio de uma câmara de Fuchs-Rosenthal. A densidade celular foi 

expressa em número de células por mililitro de cultivo (cel.mL
-1

), usando-se o valor de três 

contagens. Com os dados experimentais de densidade celular, foram elaborados gráficos em 

função do tempo (dia). 

 

 

 

A 

B 

C 
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4.8.2 Determinação da biomassa seca: 

 A determinação da biomassa seca foi realizada em triplicata de acordo ao seguinte 

protocolo desenvolvido pelo CENPES/PETROBRAS: uma membrana de vidro foi calcinada a 

575 °C por 1 hora, resfriada para registro do seu peso inicial (mi). Em seguida foram filtradas 5 

mL de amostra de cada cultivos realizado em erlenmeyer e 10 mL para cultivos em garrafões 

(Vf). A membrana foi colocada na estufa  a 65 °C por 1h  e resfriada durante 20 minutos para 

determinação do seu peso final (mf) e da biomassa seca. 

Posteriormente as membranas com a biomassa seca foram novamente calcinadas a 575 °C 

durante 1 hora para subtrair as massas de cinzas.  

 

onde:  

X = concentração de biomassa seca em g L
-1

 

mi= massa da membrana calcinada sem amostra filtrada. 

mf= massa da membrana com a amostra filtrada. 

Vf= volume de cultivo filtrado 

 

4.8.3 Determinação da velocidade especifica de crescimento e tempo de duplicação 

As equações 4.2 e 4.3 (Stein, 1973) foram utilizadas para calcular a velocidade especifica e o 

tempo de duplicação da microalga Desmodesmus sp.  

 

 

                                                          

onde: 

µ = velocidade especifica de crescimento (d
-1

) 

td= tempo de duplicação (d) 

X1= densidade celular inicial (cel. mL
-1

) 

X2= densidade celular final (cel. mL
-1

) 

t1  = tempo inicial 

t2 = tempo final 

Equação 4.1 

Equação 4.2 

 

Equação 4.3 
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4.8.4 Determinação da produtividade em biomassa e em células 

O cálculo da produtividade em biomassa e em células da microalga foi avaliado a partir da 

equação 4.4: 

 

onde: 

P= produtividade em biomassa (mg.L
-1 

d
-1

) ou em células (cel. mL
-1

 d
-1

) 

Xi= biomassa seca inicial (mg.L
-1 

) ou densidade celular inicial (cel. mL
-1

) 

Xf= biomassa seca final (mg.L
-1 

) ou densidade celular final (cel. mL
-1

) 

  t= intervalo de tempo (d) 

 

4.9 ANALISES QUIMICAS E BIOQUIMICAS  

4.9.1 Determinação da produtividade do óleo  

A produtividade do óleo foi calculada pela equação: 

 

onde: 

POL= produtividade de óleo (mg. L
-1

 d
-1

) 

Xi= biomassa inicial (mg.L
-1 

) 

Xf= biomassa final (mg.L
-1 

)  

TOL= teor de óleo (%)   

t = intervalo de tempo (d) 

 

4.9.2 Determinação de Nitrato 

A determinação de nitrato foi realizada segundo o método do ácido salicílico descrito por 

Catoldo et al. (1975). A análise começa com a determinação do nitrato, o qual promove a 

formação de um complexo pela nitração da solução do ácido salicílico (50g.L
-1

) em ácido 

sulfúrico concentrado. A absorbância é avaliada com pH entre 12 e 14. Foram amostradas e 

centrifugadas alíquotas diárias de 1 mL. A seguir em triplicata, transferiu-se 0,1 ml de amostra 

Equação 4.4 

Equação 4.5 
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para um tubo de ensaio de vidro sem tampa de 25 mL no qual foram adicionados 0,4 mL de 

solução AS-H2SO4. Aguardou-se 20 minutos para que a reação ocorresse e em seguida, foi 

adicionado 9.5 ml da solução de NaOH 2N, Após resfriamento da solução foram conduzidas as 

leitura em espectrofotômetro a 410 nm. A curva padrão (Anexo A1) foi preparada com NaNO3, 

com concentrações entre 0-100 mg  de NaNO3.mg.L
-1

. A coloração amarela é proporcional à 

quantidade de nitrato encontrado na amostra (Fig 4.6). 

 

 

Figura 4.6 Soluções da curva padrão de NaNO3 com concentrações entre 0-100 mg NO3..L
-1 

 

4.9.3 Determinação do fosfato (Ortofosfato) 

O fosfato inorgânico dissolvido (ortofosfato) é muito importante já que é a única forma de 

fósforo que pode ser assimilada pelos produtores primários. Normalmente o ortofosfato é 

utilizando métodos colorimétricos como o azul de molibdênio. Neste método o ortofosfato reage 

com o molibdato de amônio e o tartarato de antimônio e potássio formando um ácido heteropolar-

ácido fosfomolíbdico, que é reduzido pelo ácido ascórbico a um complexo azul intenso (Lampert 

& Sommer, 1997). A curva padrão (Anexo A2) foi preparada com concentrações entre 0-100 

KH2PO4.mg.L
-1
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Tabela 4.7 Reagentes e volumes para preparação de reagente misto visando a determinação do teor de ortofosfato. 

REAGENTES VOLUME 

Molibdato de amônio (15g /500mL) 

 

5 mL 

 

H2SO4 (140mL/900mL) 12.5 mL 

Àc. Ascórbico (1,35 g/25mL) 
5 mL 

 

Tartarato (0,34g/250mL) 2,5 mL 

Volume final (mL) 
25 

 

Amostras a preparar 
12 

 

 

Procedimento para determinação do teor de ortofosfato nas amostras coletadas no cultivo, 

de acordo com Strickland & Parsons (1960): 

• Centrifugou-se 10 mL do cultivo e transferiu-se o sobrenadante para tubos de ensaio; 

Adicionou-se 1,0 mL do reagente misto (Fig 4.7), agitou-se e, após 20 minutos determinou-se a  

absorbância a 882 nm. 

 

 

Figura 4.7. Solução padrão de KH2PO4 preparada a partir de concentrações entre 0-100 mg KH2PO4.L
-1

 

 

4.9.4 Remoção de nutrientes (N e P) 

No cultivo da microalga Desmodesmus sp. a porcentagem dos nutrientes removidos 

(nitrogênio e fosforo) foi realizada a partir da equação 4.6: 

 

Equação 4.6 
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onde:  

η = remoção do nutriente em porcentagem (%) 

C = concentração inicial do nutriente 

C0= concentração final do nutriente 

 

4.9.5 Quantificação de proteínas totais 

A analise de proteínas totais foi realizada pelo método de Kjeldahl clássico modificado 

(A.O.A.C., 1995). A analise foi iniciada com a digestão de 0,5 g da biomassa liofilizada em acido 

sulfúrico 0.05M em frasco erlemeyer. Os ensaios foram realizados para todas as condições de 

cultivo. A amostra foi recolhida em forma de amônia, com ácido bórico 0,033 M e, a seguir, 

titulou-se diretamente a solução de hidróxido de amônio com a solução de ácido sulfúrico 0,05 

M. Estes ensaios foram conduzidos no laboratório de tecnologia de alimentos da UFRJ. 

 

4.9.6 Quantificação de carboidratos totais  

A extração dos carboidratos totais da microalga Desmodesmus sp. foi realizada segundo o 

método descrito por Myklestad & Haug (1972). O método denominado fenol- sulfúrico permite 

extrair os carboidratos solúveis em água que estão presentes na biomassa seca.  

Inicialmente, foram pesadas de 10 a 20 mg de biomassa liofilizada na qual foi adicionado 1 mL 

de ácido sulfúrico 80%. As amostras foram mantidas em repouso por 20 horas. Durante a adição 

do ácido e nas 4 horas subsequentes os frascos com as amostras foram mantidos em banho de 

gelo a 8ºC a fim de evitar a carbonização da biomassa. Posteriormente, as amostras foram 

diluídas com 10 mL de água destilada e filtradas através de fibra de vidro de 0,47 μm de poro e 

25 mm de diâmetro, previamente tratadas na mufla durante 1 h a 575 °C. Do filtrado, foi 

transferido 0,1 mL para tubos de ensaio longos, nos quais foram adicionados 0,5 mL de solução 

de fenol 5% e 2,5 mL de ácido sulfúrico concentrado, seguido de agitação vigorosa. Após 30 

minutos, contados a partir da adição do ácido sulfúrico, foi feita a leitura a 485 nm. A curva 

padrão (Anexo A3) foi realizada a partir de Glicose com concentrações entre 0-60 μg/mL (Fig 

4.8).  

 



66 

 

 

Figura 4.8 Preparação da curva de calibração de Glicose com concentrações entre 0-60 μg/mL 

 

4.9.7 Determinação do teor de óleo  

A determinação do teor de óleo pelo Método J: Schmid-Bondzynski-Ratzlaff 

(modificado) (IDF, 1986) baseia-se na digestão de biomassa de microalga com acido clorídrico, 

álcool etílico após a extração com éter etílico e éter de petróleo. O método foi realizado em 

triplicata de acordo com o seguinte procedimento:  

Em tubos de ensaio, pesou-se de 0,5 a 1 g de biomassa liofilizada, adicionou-se 10 mL da 

solução de acido clorídrico 8M e homogeneizou-se em vortex. As amostras foram aquecidas 

diretamente na placa de aquecimento a 70 ºC por 10 minutos diretamente na placa de 

aquecimento. Após o tempo da digestão, observou-se no microscópio a estrutura da parede 

celular da microalga. Posteriormente foram adicionados 10 mL de álcool etílico, agitando-se 

manualmente por 30 segundos; adicionou-se 25 mL de éter etílico e 25 mL de éter de petróleo, 

agitando-se por mais 1 minuto; A seguir a amostra foi centrifugada a 3000 rpm por 15 min. A 

fase etérea foi transferida para um funil de separação e lavada com água MilliQ para remoção do 

HCL até alcançar um pH entre 6-7, em seguida foi transferida para um balão previamente tarado. 

Os solventes foram rota-evaporados a 65 ºC a pressão ambiente e o balão com o óleo foi seco em 

estufa a 60 ºC até peso constante.   

 

onde: 

TOL= teor de óleo  

m1 = massa do balão (g) 

m2 = massa da amostra (g) 

m3 = massa do balão com o óleo  

Equação 4.7 
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4.9.8 Determinação do perfil dos ácidos graxos (%) por cromatografia gasosa 

Para preparação dos ésteres metílicos de ácidos graxos do óleo da microalga 

Desmodesmus sp. foi selecionado o método proposto por Jham et al., (1982). Pesou-se 

aproximadamente 200 mg de lipídeos em um balão, posteriormente foi adicionado 1,0 mL de 

uma solução de KOH 0,50 mol.L
-1

 em metanol e foi aquecido a 100 
o
C por 5 minutos. A seguir 

foram adicionados 400 μL de HCl em metanol (4:1 v/v) e aquecida a 100 ºC por 15 minutos. 

Aguardar até resfriar o balão e adicionou-se 2,0 mL de água milliQ, 3,0 mL de éter de petróleo 

agitando-se com auxilio do vortex. Em seguida o sobrenadante foi transferido para um frasco no 

qual foi adicionado mais 3,0 mL de éter de petróleo. Após agitação o sobrenadante foi transferido 

à fração anterior. O solvente foi rota-evaporado a 65 ºC e os ésteres metílicos foram solubilizados 

em tolueno para posterior injeção no cromatógrafo a gás.    

A análise dos ácidos graxos metilados foi realizada no cromatógrafo a gás, marca 

Shimadzu, modelo GC-2010, com detector de ionização em chama (DIC), injetor do tipo 

split/splitless (injeção com ou sem divisão de fluxo) e uma coluna capilar DB-23 (composição 

polar: 50% cianopropil-metilpolisiloxano), com 30m de comprimento, diâmetro interno de 0.25 

mm e espessura do filme de 0.25μm, marca Agilent.  

A identificação dos ácidos graxos da fração lipídica foi realizada por comparação do 

tempo de retenção da mistura de 37 padrões externos de ésteres metílicos de ácidos graxo sigma 

(C4:0-C24:0). Os tempos de retenção dos analitos e as porcentagens de área dos picos 

correspondentes foram obtidos por meio do software GCsolution versão 2.2 (Shimadzu). 

 

 

 

 

 

 

 

 



68 

 

5 RESULTADOS E DISCUSÇÃO  

 

 

Neste capítulo os resultados obtidos serão apresentados em quatro seções. Inicialmente 

serão discutidos os resultados do crescimento do inóculo, seguido das avaliações nas diferentes 

condições de cultivo para produzir altas concentrações de biomassa. Na sequência, foi constatado 

os efeitos da depleção do nitrato e fosfato no aumento do teor de lipídeos na biomassa da 

microalga Desmodesmus sp., procedeu-se às analises do perfil de ácidos graxos e a composição 

da biomassa em cada um dos experimentos realizados. Na ultima seção são apresentados os 

resultados obtidos em escala ampliada (garrafões de 20L). Nesta etapa serão discutidos o efeito 

dos parâmetros de cultivo no perfil de ácidos graxos da fração lipídica. 

 

5.1 Crescimento celular da microalga Desmodesmus sp. no cultivo do inoculo. 

Na Figura 5.1 apresenta-se o crescimento celular no cultivo do inóculo da microalga 

Desmodesmus sp. em meio de cultivo ASM-1, com uma concentração inicial de 1x10
6 

cel.ml
-1

, 

temperatura controlada de 23±1°C, intensidade luminosa 90 µmol fótons m
2
s

-1
, pH inicial de 8.0, 

agitação constante, por meio de aeração com um fluxo de ar atmosférico de 3L.min
-1

. 

 

 

Figura 5.1 Curva de crescimento celular no cultivo do inoculo da microalga Desmodesmus sp. Os valores 

são a média de três réplicas ± desvio padrão. 
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Após a fase de adaptação de aproximadamente 48h, o cultivo apresentou um crescimento 

exponencial até o 11º dia de cultivo atingindo uma concentração máxima de 1,34E+07 cel.mL
-1

, 

velocidade especifica (µ) igual a 0,37 d
-1

 e tempo de duplicação de 1,8 d. O crescimento celular 

entrou em fase de desaceleração, sendo a fase estacionária atingida a partir do 13º dia de cultivo. 

A partir dos resultados acima, decidiu-se realizar os cultivos da microalga Desmodesmus sp. 

durante 15 dias. 

O cultivo do inóculo permitiu identificar o tempo das fases de crescimento da microalga 

Desmodesmus sp. e desta  forma determinar o tempo do cultivo da primeira parte dos ensaios, 

cuja meta foi maximizar a produção de biomassa. 

Pesquisas desenvolvidas por Vonshak & Maske (1982) indicaram que as maiores 

concentrações de células foram obtidas usando-se como inóculo um cultivo na metade da fase 

exponencial. Isto se deve às altas velocidades de crescimento atingidas nesse período e à falta de 

limitantes no cultivo. Com base nestas informações utilizaram-se, para os ensaios posteriores, 

seis dias de cultivo para a preparação dos novos inóculos. Nesta etapa avaliou-se a produção de 

biomassas e o aumento do conteúdo de lipídeos em diferentes meios de cultivo. 

 

5.2 Efeito de diferentes condições de cultivo na produção de biomassa 

Na Figura 5.2 podem-se observar as curvas de crescimento da microalga Desmodesmus 

sp. nos 15 dias de cultivo. O experimento que apresentou maior crescimento celular foi a 

condição nove (Meio de cultivo BOLD 3N e intensidade luminosa 250 µmol fótons m
2
s

-1
), 

obtendo-se resultados de 4,00E+07 cel.mL
-1

. No entanto o resultado mais baixo foi obtido usando 

o meio de cultivo ASM-1 e uma intensidade luminosa de 100 µmol fótons m
2
s

-1 
(ensaio 3).  

A máxima concentração celular atingida nesse trabalho (4,00E+07 cel.mL
-1

) para a 

microalga Desmodesmus sp., foi mais elevada que aquela obtida para outras linhagens de 

Desmodesmus sp. (1,8E+06 Cel.mL
-1

) conforme foi reportado por Pinto (2014), utilizou-se o 

meio f/2 + agrícola (fosfato agrícola e ureia) em tanques de 500 L, pH 7,5, temperatura média de 

27 ºC e uma intensidade luminosa de 62 μmol m
-2

 s
-1

. 
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No que se refere à intensidades de luz, a microalga Desmodesmus sp., apresentou resultados 

semelhantes nos diferentes meios de cultivo. Quanto maior a intensidade luminosa maior o 

crescimento celular no cultivo. Como esperado, o crescimento celular dependeu das 

concentrações de nutrientes, sempre que a disponibilidade de nutrientes foi baixa, mesmo com 

alta intensidade de luz, o crescimento não apresentou resultados satisfatórios. Isto pode ser 

observado na concentração 2,80E+07 cel.mL
-1

 obtida no meio ASM-1 em 250 µmol fótons m
2
s

-1
, 

quando comparada com a concentração de 4,00E+07 cel.mL
-1

 obtida no meio BOLD 3N em 250 

µmol fótons m
2
s

-1
. 

 

 

Figura 5.2 Curvas de crescimento da microalga Desmodesmus sp. do planejamento experimental durante os 15 dias 

de cultivo 

 

Na Tabela 5.2 podem-se observar as produtividades em biomassa e em número de células, 

as velocidades de crescimento (µ), os tempos de duplicação (td), massa de biomassa seca e teor 

de lipídeos, obtidos em todos os ensaios. Os resultados indicaram a importância da 

disponibilidade de nutrientes nos cultivos quando se deseja obter altas concentrações de 

biomassa. Este resultado pode ser constatado nas concentrações de nitrato e fosfato em cada um 

dos três meios de cultivos avaliados, sendo o BOLD 3N constituído principalmente por 750 
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mg.L
-1

 de NaNO3, 175 mg.L
-1

 de KH2PO4 e 75 mg.L
-1

 de K2HPO4. Provavelmente o uso de 

vitaminas no meio Bold 3N favoreceu o crescimento da microalga já que estas utilizam poucas 

quantidades de vitaminas para seu ótimo desenvolvimento. Portanto, que o fornecimento de 

vitaminas é uma vantagem para a produção de biomassa de microalga. Nestas condições, obteve-

se maior concentração de biomassa durante os 15 dias do experimento atingindo-se 1,92±0,2 g.L
-

1
 em biomassa seca com uma produtividade de 124,5±0,3  mg.L

-1
d (Tabela 5.2). No entanto, o 

uso desse meio de cultivo não apresentou diferença no teor de lipídeos quando comparado com os 

resultados obtidos com os outros dois meios de cultivo avaliados.   

 

Tabela 5.1 Produtividade em biomassa e em células, velocidade de crescimento (µ), tempo de duplicação (td), 

biomassa seca e teor de lipídeos, após 15 dias de cultivo. 

Condições  

de cultivo 

µ 

(d
-1

) 

Td 

(d) 

Pcel 

(cel.mL
-1 

d) 

Pbm 

(mg.L
-1

d) 

Biomassa 

(g.L
-1

) 

TOL 

(%) 

1-250 µmol - ASM-1 0,15±0,1 4,68±0,1 1,80±0,2E+06 68,9±0,3 0,91±0,2 7±0,2 

2-175 µmol - ASM-1 0.14±0,1 4,9±0,1 1,32±E0,3+06 53±-0,3 0,85±0,2 6±0,3 

3-100 µmol - ASM-1 0.14±0,2 4,9±0,1 1,24±0,2E+06 31,6±0,3 0,53±0,2 6±0,3 

4-250 µmol - BG11 0,2±0,1 3,4±0,1 1,93±0,1E+06 78,3±0,2 1,23±0,1 8±0,3 

5-175 µmol - BG11 0,19±-0,1 3,6±0,2 1,53±0,2E+06 62,6±0,3 1± 0,2 7±0,3 

6-100 µmol - BG11 0,23±0,1 3,01±0,2 1,39±0,2E+06 48±0,2 0,77±0,1 6±0,4 

7-250 µmol - BOLD 3N 1,13±0,2 0,61±0,1 2,60±0,1E+06 124,5±0,3 1,92±0,2 8±0,3 

8-175 µmol - BOLD 3N 0,4±0,1 1,7±0,2 2,18±0,2E+06 83,7±0,3 1,35±0,2 7±0,2 

9-100 µmol - BOLD 3N 0,2±0,1 3,4±0,2 1,50±0,1E+06 62,4±0,2 1,27±0,2 6±0,4 

Os resultados correspondem à média de duas amostras seguidas do desvio padrão 

 

O valor máximo de produtividade em biomassa obtido nesse trabalho (124,5±0,3) foi 

maior que o reportado por Klok et al.(2013) quando cultivou Neochloris oleoabundans  em 70 

µmol fótons m
2
s

-1 
(75 mg L

-1
 d

-1
) e similar aquele obtido por Mujtaba et al (2012) a partir do 

cultivo de Chlorella vulgaris em 200 µmol fótons m
2
s

-1  
(128 mg L

-1
 d

-1
).  

Wu et al. (2013) atingiu 0,65 g.L
-1

 de biomassa seca e produtividade de biomassa de 93 

mg.L
-1

d
-1

 quando cultivou Monoraphidium sp. a 30 ºC e intensidade de luz 120 µmol fótons m
2
s

1
.
 
 

  As discussões estatísticas dos resultados experimentais foram realizadas a partir do 

gráfico de Pareto, gráfico de medias marginais e superfície de resposta utilizando-se o software 

Statistica (v 7.0) com um nível de confiança de 95%. (MONTGOMERY & CALADO, 2003). 
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Nos gráficos de Pareto podem-se observar os efeitos das condições de cultivo e suas 

interações tanto na produtividade de biomassa (mg.mL
-1

d
-1

) quanto na biomassa seca (g.L
-1

). As 

variáveis que apresentaram valores positivos indicam que o aumento dos seus níveis gera maior 

crescimento celular, e os valores negativos de forma inversa.  

 

 

Figura 5.3 Gráfico de Pareto da produtividade de biomassa (A) e biomassa seca (B) da microalga 

Desmodesmus sp. variando-se os meios de cultivos e a intensidade de luz. 

 

Segundo o gráfico da Figura 5.3, a variável de maior impacto na produtividade de 

biomassa (mg.L
-1

d
-1

) foi a intensidade de luz enquanto o meio de cultivo foi o fator mais 

relevante na produtividade de biomassa seca. Essas variáveis foram significativas na produção de 

biomassa no cultivo da microalga Desmosdesmus sp. e isso se deu de forma positiva. Os efeitos 

da interação da intensidade de luz e o meio de cultivo na produtividade de biomassa foram 

também positivos, no entanto, para a produção de biomassa seca essa interação não foi 

significativa.   

A partir das superfícies de respostas para produtividade de biomassa e biomassa seca 

(Figuras 5.4 e 5.5), verificou-se que o uso do meio de cultivo C (BOLD 3N) e intensidade de luz 

de 250 µmol fótons m
2
s

-1
, conduziu aos maiores valores tanto de produtividade de biomassa 

quanto de biomassa seca.  

 

 

 

 

A B 
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Figura 5.4 Superfície de resposta que relaciona a produtividade de biomassa com replica para a produção de 

biomassa da microalga Desmodesmus sp. 

 

 

Figura 5.5 Superfície de resposta da produção de biomassa seca pela microalga Desmodesmus sp em função do meio 

de cultivo e intensidade de luz.  

 

 

 



74 

 

Os resultados observados nas curvas de superfície de resposta podem ser comparados diretamente 

com os resultados dos gráficos das médias marginais, tanto para a produtividade de biomassa 

quanto para a produção de biomassa seca (Fig 5.5 e 5.7), indicando que o aumento da intensidade 

de luz de 100 para 250 µmol fótons m
2
s

-1
 gerou maior produtividade de biomassa e biomassa 

seca. No caso dos meios de cultivo demostrou-se que os maiores resultados foram obtidos com o 

meio C (BOLD 3N) tanto para a produtividade de biomassa quanto para biomassa seca. 

 

  

Figura 5.6 Gráfico de médias marginais para a produtividade de biomassa como variável de resposta do 

planejamento 3
2
  para a produção de biomassa da microalga Desmodesmus sp. 

 

  

Figura 5.7 Gráfico de médias marginais para biomassa seca como variável de resposta do planejamento 3
2
  para a 

produção de biomassa da microalga Desmodesmus sp. 

 

De acordo com os dados apresentados, selecionou-se o meio BOLD 3N (C) e a 

intensidade de luz de 250 µmol fótons m
2
s

-1
 como as melhores condições de cultivo para a 

produção de biomassa. A seguir foi monitorado o consumo de nitrato e fosfato no cultivo, 

visando aumentar o teor de lipídeos na biomassa algal. 
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5.3 Determinação do consumo do nitrato e fosfato no cultivo e avaliação da composição 

da biomassa. 

Durante esta fase do experimento os nutrientes nitrato e fosfato foram monitorados 

diariamente, na melhor condição de cultivo para a microalga Desmodesmus sp., Dessa forma, 

identificou-se o período em que os nutrientes foram consumidos pela microalga e no final do 

experimento a composição da biomassa foi analisada quanto ao teor de proteínas, carboidratos e 

teor de lipídeos.  

Na figura 5.8 e 5.9 pode-se avaliar o consumo do nitrato, fosfato e o crescimento celular 

da microalga ao longo do cultivo.  

 

 

Figura 5.8 Monitoramento do consumo do NO3 e do crescimento celular durante 12 dias de cultivo da microalga 

Desmodesmus sp. (▲ representa a concentração celular (cel.ml
-1

) e ■ representa o NO3 (mg.L
-1

)) 

 

Tomando por base as concentrações iniciais e finais dos nutrientes, pode-se constatar que 

a microalga Desmodesmus sp. consumiu cerca de 95,35% de nitrato e 94% de fosfato (Tabela 

5.3). Portanto, apesar dos cultivos terem iniciado a fase estacionaria (12º dia), ainda foram 

detectadas baixas concentrações de nitrato e fosfato. Isto se deve á razão N:P no consumo dos 

nutrientes da microalga que pode influenciar na remoção dos compostos inorgânicos do meio 

(XIN et al, 2010). 
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Figura 5.9 Monitoramento do consumo do PO4
3-

 e do crescimento celular durante 12 dias de cultivo da microalga 

Desmodesmus sp  (▲ representa a concentração celular (cel.ml
-1

) e ■ representa o PO4
-3

 (mg.L
-1

)). 

 

Tabela 5.2 Valores obtidos de remoção para os íons NO3 e PO43- durante o crescimento celular 

Nutriente 

C. Celular 

máxima 

(cel.mL
-1

) 

Concentração 

inicial (mg.L
-1

) 

Concentração 

final (mg.L
-1

) 

Remoção 

média 

(mg.L
-1

) 

Remoção 

(%) 

NO3 
4,10±0,5E+07 

351,2±0,2 16,3±0,1 28±0,2 95,35±0,2 

PO4
3-

 174,13±0,1 10,71±0,1 14±0,2 93,84±0,1 

 

 De acordo aos resultados obtidos pode-se observa que tanto os valores de remoção de 

nitrato quanto de fosfato foram elevados, quando comparados com o trabalho de Aslan e Kapdan 

(2006) os quais obtiveram uma remoção média de 21,2 mg.L
-1

 de nitrogênio amoniacal e 7,7 

mg.L
-1

 da concentração inicial de PO4-P, obtendo-se 78% de eficiência.  

Resultados similares foram obtidos por Kim et al. (1998) na pesquisa realizada com a 

microalga Chlorella vulgaris. Os autores reportaram 95,3% e 96% de remoção de nitrogênio e 

fósforo, respectivamente, em efluentes de suínos. 

As análises do consumo do nitrato e fosfato permitiram identificar o 12º dia de cultivo 

como a primeira fase para as avaliações da depleção dos nutrientes e aumento do conteúdo de 

lipídeos na microalga Desmodesmus sp.  
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 Ao final do 12º dia de cultivo a biomassa centrifugada e liofilizada foi caracterizada 

quanto sua composição centesimal (tabela 5.3). Estas análises permitiram também determinar as 

mudanças na composição da biomassa quando submetida à depleção de nitrato e fosfato (próxima 

seção). 

 

Tabela 5.3 Composição bioquímica da biomassa seca, determinado no 12º dia de crescimento da 

microalga Desmodesmus sp. 

Replica 
Carboidratos 

(%) 

Proteínas 

(%) 

Lipídeos  

(%) 

1 30,11 41,09 8 

2 31,02 40,87 7 

Média 30,56 40,98 7,5 

Desvio padrão 0,45 0,15 0,5 

 

Observa-se que a proteína foi o componente mais abundante em relação à biomassa seca 

foi a proteína, seguida dos carboidratos, seguida dos carboidratos (30 y 31% do teor de lipídeos 

inferior a 8%).  

Fidalgo et al., (1998) reportaram que a concentração das principais biomoléculas é mais 

afetada pela idade do cultivo que pela fonte de nitrogênio. Na fase exponencial a proteína é o 

composto principal nos cultivos, seguido dos lipídios. No entanto, quando o cultivo atingiu a fase 

estacionaria, os lipídios foram os principais compostos produzidos nos cultivos usando-se 

diferentes fontes de nitrogênio.  

A analise do perfil de ácidos graxos (%) na fração lipídica (Tabela 5.4), indicou que o 

ácido gama linolênico (C18:3) foi o majoritário com 32%, seguido do ácido palmítico (C16:0) 

com 16% e oleico (C18:1) com 12%. As concentrações desses ácidos graxos mesmo em 

condições normais de cultivo foram mais elevadas que as reportadas por Yanagi et al. (1995). 

Estes autores cultivaram a microalga Chlorella sp. obtendo ácido palmítico (14,2%) e ácido 

linolênico (26,5%), como ácidos graxos majoritários.   

Nos trabalhos realizados por Olguín et al. (2001)  cultivando a microalga Spirulina sp em 

meio de cultivo enriquecido com água do mar e rejeitos de porco, a concentração de GLA (ᵞ-

C18:3) foi cerca de 28%. Já em cultivos realizados na mesma microalga por Colla et al. (2004) 
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foram reportados cerca de 21% de GLA nos ensaios a 30°C e 2,5 g.L
-1

 de nitrato de sódio. O 

GLA tem sido recomendado no tratamento preventivo de doenças cardíacas, eczema, artrite, 

esclerose múltipla e tensão pré-menstrual (WARD & SINGH, 2005). 

 

Tabela 5.4 Perfil de ácidos graxos da fração lipídica da microalga Desmodesmus sp.no 12º dia de cultivo 

Tempo de retenção Acido graxo 12º dia de cultivo 

7,666 Caprílico C8:0 0,126 

10,088 Cáprico  C10:0 0,039 

10,839 Undecílico C11:0 0,277 

12,226 Undecilênico C11:1 0,399 

13,387 Láurico  C12:0 0,170 

14,131 Lauroléico C12:1 (n3) 1,175 

14,52 Tridecílico C13:0 1,682 

15,247 Mirístico  C14:0 0,168 

15,207 Miristoléico C14:1 (n5) 0,578 

15,834 Pentadecílico C15:0 0,092 

16,203 Pentadecenóico C15:1(n5) 0,357 

16,562 Palmítico C16:0 16,091 

16,933 Palmitoléico  C16:1 3,392 

17,558 Heptadecanóico C17:0 1,295 

17,66 Heptadecenóico C17:1 17,242 

17,798 Esteárico C18:0 0,544 

17,916 Oléico     C18:1-cis (n9) 12,517 

18,107 Vaccênico C18:1-cis (n11) 0,646 

18,277 Linolelaídico C18:2-trans (n6) 0,167 

18,523 Linoléico  C18:2-cis (n6) 7,186 

18,915 g-Linolênico  g-C18:3 (n6) 32,088 

19,162 Estearidônico C18:4 (n3) 0,209 

19,531 Araquídico  C20:0 0,459 

21,862 Lignocérico C24:0 0,267 

  Saturados 17,427 

  Monoinsaturados 35,728 

  Polinsaturados 44,787 

 

 

5.4 Avaliação do efeito da depleção de nitrato e fosfato no conteúdo de lipídeos.   

No estudo do estresse com nitrato e fosfato, vários resultados foram obtidos tanto no 

crescimento celular da microalga Desmodesmus sp., quanto no teor de lipídeos, carboidratos, 

proteínas e perfil de ácidos graxos. 
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5.4.1 Crescimento celular 

Na Figura 5.10 podem-se observar as curvas de crescimento da microalga Desmodesmus 

sp. em todos os ensaios durante os 20 dias de cultivo. A primeira fase do cultivo ocorreu até 12º 

dia quando a concentração de nutrientes no meio de cultivo atingiu valores baixos. A partir desde 

período observa-se a fase de desaceleração do cultivo, dando inicio à segunda fase do 

experimento na qual se adotou a suplementação, em diferentes concentrações das fontes de 

nitrato e fosfato. Nesta etapa os demais nutrientes foram adicionados nas concentrações originais 

em diferentes intensidades de luz.  

 

 

Figura 5.10 Curvas de crescimento da microalga Desmodesmus sp. durante os 20 dias de cultivo 

 

A partir do 12º dia de cultivo, a maior concentração (1,35E+08) de células foi registrada 

no ensaio E6, 410 mg.L
-1

 de nitrato, 122 mg.L
-1

de fosfato e intensidade de luz de 250 µmol.m
2
s

-1
,  

enquanto a mais baixa concentração celular (8,42E+07 ) na condição do ensaio 1, em 136 mg.L
-1

 

de nitrato, 40 mg.L
-1 

de fosfato e intensidade de luz de 100 µmol.m
2
s

-1
². 

De forma geral os cultivos com baixas concentrações de nutrientes apresentaram baixo 

crescimento celular durante os 20 dias de cultivo. Já os cultivos com quantidade de nutrientes 
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superiores, foram mais sensíveis ao aumento na intensidade de luz atingindo alta concentração 

celular. 

 

5.4.2 Análise da biomassa e teor de lipídeos da microalga  Desmodesmus sp. 

Após a secagem, as biomassas obtidas em todos os ensaios (Fig 5.11) foi pesada para 

determinação da massa seca. 

 

Figura 5.11 Peso seco da microalga Desmodesmus sp. em cada um dos experimentos do 

planejamento 2
3 

 

Na Figura 5.12 e 5.13 ilustra-se o processo de extração dos lipídeos segundo o método: 

Schmid-Bondzynski-Ratzlaff, utilizando-se um pre-tratamento com HCl 8M durante 10 minutos 

para o rompimento da parede celular. 

 

 

Figura. 5.12 Método de: Schmid-Bondzynski-Ratzlaff para extração dos lipídeosda biomasssa algal. 



81 

 

 

Figura. 5.13 Lavagem e obtenção do óleo segundo o Método de: Schmid-Bondzynski-Ratzlaff  

 

Na tabela 5.5 são mostrados os resultados da produtividade de biomassa, células, teor de 

lipídeos e biomassa seca. Os resultados mais promissores tanto no teor e quanto na produtividade 

de lipídeos foram alcançadas nas condições de cultivo com depleção de nitrato. Neste caso a 

melhor condição de cultivo foi registrada em 136 mg.L
-1

 de nitrato e 122 mg.L
-1

 de fosfato com 

uma concentração de intensidade de luz de 250 µmol.m
2
s

-1
². De acordo com os resultados 

observados, nos ensaios com depleção de nitrato e fosfato pode se observar que de forma geral a 

produtividade de biomassa e o conteúdo de lipídeos alcançaram resultados elevados. 

 

Tabela 5.5 Produtividade em biomassa, células, óleo, biomassa seca e teor de óleo, após 20 dias de cultivo. 

Condições  

de cultivo 

Pcel 

(cel.mL
-1 

d) 

Pbm 

(mg.L
-1

d) 

Biomassa 

(g.L
-1

) 

TOL 

(%) 

POL 

(mg.L
-1

d) 

E1 4,21E+05  134.5 2,44 12 3,74 

E2 4,30E+05 120 2,45 10 2,77 

E3 4,45+05 116,5 2,38 12 4,46 

E4 4,20E+05 136 2,77 11 3,47 

E5 5,5E+05 143 2,91 12 4,20 

E6 6,75E+05 172 3,49 10 1,96 

E7 6,0E+05 169 3,43 15 4,89 

E8 5,9E+05 158,5 3,22 10 2,58 

E9(PC) 4,25E+05 135 2,75 11 3,01 

E10 (PC) 4,5E+05 152,5 3,10 11 3,32 

E11 (PC) 4,3E+05 140 2,85 11 3,02 
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5.4.3 Quantificação de proteínas totais 

De acordo com a Figura 5.14 os experimentos contendo maiores concentrações de nitrato 

apresentaram elevada concentração de proteína, enquanto a condição de cultivo do ensaio 7 na 

qual se usou a mais baixa concentração de nitrato obteve-se resultados mais baixos (cerca de 

31%). Isto se deve à falta de nitrogênio no meio que promove uma redução na síntese de 

proteínas pela microalga. 

De acordo com os resultados apresentados por Silva et al (2003) quando a espécie 

Rhodomonas sp foi cultivada em condições de estresse de nitrogênio, houve diminuição dos 

compostos que continham nitrogênio, tais como pigmentos hidrossolúveis, pigmentos 

fotossintéticos e ácidos nucleicos. Já Santos et al. (2003) observaram uma redução no teor de 

proteínas quando a microalga Spirulina máxima foi cultivada em meios com ausência de 

nitrogênio. 

 

  

Figura 5.14 Quantificação de proteína (%) nas condições de cultivo do planejamento 

experimental 

5.4.4 Determinação de carboidratos totais 

Pode-se observar na figura 5.15 que os valores de carboidratos foram mais altos nas 

condições de cultivo com baixas concentrações de nitrato, exceto na condição do ensaio 7 na qual 



83 

 

se obteve a concentração de proteínas mais baixa. No entanto, o valor mais alto foi registrado no 

ensaio 3 com 136 mg.L
-1

 de nitrato e 122 mg.L
-1

 de fosfato.  

 

 

Figura 5.15 Teor de carboidratos totais (%) nas condições de cultivo do planejamento 2
3
 

 

Estudos realizados por Kaplan et al. (1986) sobre a resposta do estresse nutricional com 

escassez de nitrogênio na microalga Isochrysis galbana, realizados em sistemas abertos e 

fechados, não indicou mudanças significativas no teor de carboidratos quando comparado ao 

cultivo controle 

 

5.4.5 Avaliação do perfil de ácidos graxos a partir do planejamento 2
3 

Na tabela 5.6 mostra-se o perfil de ácidos graxos em todos os ensaios com depleção de 

nitrato e fosfato. Pode-se observar que a maioria dos ácidos graxos são polinsaturados como é o 

caso de ᵞ-linolênico (C18:3) que é do grupo dos precursores dos ômega 3 (ɷ-3). Este acido graxo, 

devido à sua alta reatividade, não é recomendável  para produção do biodiesel (baixa estabilidade 

oxidativa). No entanto, para a indústria de alimentos funcionais e de cosméticos esses ácidos 

graxos são de alto valor agregado. Por outro lado nos ensaios (X,Y,Z) os ácidos graxos 

maioritários foram o palmítico (C16) e o oleico (C18:1) que são os ácidos graxos estáveis e 

portanto mais apropriados para uso na produção do biodiesel. A partir dos ensaios realizados 

obtiveram-se frações lipídicas com diferenças significativas no teor de ácidos graxos saturados, 
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monoinsaturados e poliinsaturados. Portanto, as condições de cultivo podem ser selecionadas de 

modo a atender às demandas do mercado. Nas diferentes condições analisadas neste trabalho, 

foram obtidas biomassas com características especificas de interesse para os diversos setores 

industriais alimentos, fitoterápicos, cosméticos e de energia. 

 

Tabela 5.6 Perfil de ácidos graxos da fração lipídica da microalga Desmodesmus sp. do planejamento 2
3
 

Estér metílico de 

ácidos graxos 

Perfil lipídico (Área%) 

E1 E2 E3 E4 E5 E6 E7 E8 E9 E10 E11 

C11:0 - - - - - - - 1,384 - - - 

C11:1 - - - - - 1,397 - - 1,181 1,247 1,657 

C12:0 1,433 - 1,189 - - - - - - - - 

C12:1 (n3) 1,545 1,007 - - - 1,721 1,447 - - - - 

C13:0 1,052 1,649 1,796 1,491 1,172 2,881 2,507 1,476 - 1,009 1,243 

C14:0 - - - 1,085 - - 5,001- - - - - 

C14:1 (n5) - 1,105 - - - - - - 1,148 - - 

C15:1(n5) 1,926 - - - - - - - - - - 

C16:0 15,67 18,528 15,87 16,669 17,287 14,590 10,228 15,545 14,937 15,515 16,657 

C16:1 3,933 3,942 4,258 3,742 3,776 3,213 3,786 3,857 4,347 3,769 3,717 

C17:0 - - 1,208 - 3,325 3,223 1,426 2,409 1,215 1,612 1,620 

C17:1 13,670 15,292 16,756 16,229 10,869 10,779 8,042 13,754 13,581 14,236 12,355 

C18:0 - 1,400 - - 1,075 - 1,009 - - 1,062 1,013 

C18:1-cis (n9) 14,988 13,001 12,405 14,596 22,122 14,851 14,068 16,099 16,165 24,381 22,754 

C18:1-cis (n11) 1,043 1,023 1,068 1,118 - 1,285 - - 1,154 - - 

C18:2-trans (n6) - - - - - 1,577 - - - - - 

C18:2-cis (n6) 6,495 6,415 6,432 6,219 6,926 7,424 6,955 6,629 6,358 6,441 7,179 

g-C18:3 (n6) 26,65 29,774 32,274 29,873 24,634 29,004 42,144 29,866 30,831 24,263 25,176 

a-C18:3 (n3) 3,781 2,866 3,246 3,199 2,626 2,759 2,729 2,783 2,908 2,553 2,409 

C18:4 (n3) 1,405 - - - - - - - - - - 

C20:0 - - - - - 1,513 - 1,097 - - - 

Saturado 18,155 21,577 20,063 19,245 23,859 20,694 20,17 21,911 16,152 19,198 20,533 

Monoinsaturado 37,105 35,37 34,487 35,685 36,767 33,246 27,343 33,62 37,962 43,633 40,483 

Poliinsaturado 38,331 39,055 41,952 39,291 34,759 40,764 51,828 39,278 40,097 33,257 34,764 

Outros 6,409 3,998 3,498 5,779 4,697 5,296 0,658 5,191 5,789 3,912 4,22 
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5.5 Avaliação do efeito da depleção do nitrato e fosfato no conteúdo de lipídeos  

Na figura 5.16 e 5.17 pode-se observar que tanto o teor quanto a produtividade de lipídeos 

aumentam em baixas concentrações de nitrato e altas concentrações de fosfato. Isto se deve às 

trocas metabólicas que a microalga sofre quando tem pouca disponibilidade de nitrato, gerando 

maior produção de triglicerídeos. No gráfico de Pareto (Figura 5,17) pode se observar que o 

nitrato, fosfato e as interações entre os três parâmetros (nitrato, fosfato e intensidade de luz) 

foram as variáveis que apresentaram significância estatística. No entanto, no gráfico de Pareto 

quando se avaliou a produtividade de lipídeos (5.19) pode se observar que o nitrato foi a única 

variável que apresentou significância estatística. 

 

Figura 5.16 Superfície de resposta do planejamento 2
3
 com 3 pontos centrais, usado para avaliar o conteúdo do óleo  

da microalga Desmodesmus sp. em função do teor de nitrato e fosfato 
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Figura 5.17 Efeito dos fatores de cultivo no teor de lipídeos (%) da microalga Desmodesmus sp. 

 

Figura 5.18 Superfície de resposta para avaliar a produtividade de  lipídeos  (mg.L
-1

d
-1 

) em função do teor de 

nutrientes para a microalga Desmodesmus sp. 
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Figura 5.19 Efeito dos fatores de cultivo na produtividade de lipídeos (mg.L
-1

d
-1

) da microalga Desmodesmus sp. 

 

Na figura 5.20 são apresentados os resultados dos gráficos de médias marginais para o 

teor de lipídeos, na qual se observou que baixas concentrações de nitrato e altas concentrações na 

intensidade de luz foram favoráveis ao aumento no teor de óleo. Esses resultados podem ser 

comparados com as pesquisas realizadas por Weldy & Huesemann (2007), na qual foi cultivada a 

microalga Dunaniella salina em baixas concentrações de nitrato e alta intensidade de luz gerando 

aumento no teor de lipídeos. Na Figura 5.21 pode se observar um aumento na produtividade de 

lipídeos em baixas concentrações de nitrato e altas concentrações de fosfato, já que o aumento do 

fosfato no cultivo não limita o crescimento celular, portanto, permite à microalga ter altas 

produtividades de lipídios ao longo do cultivo. 
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Figura 5.20 Gráfico de médias marginais para o teor de lipídeos como variável de resposta do planejamento 2
3
 para 

a produção o aumento do conteúdo de lipídeos na microalga Desmodesmus sp. 

 

 

  

Figura 5.21 Gráfico de médias marginais para a produtividade de lipídeos como variável de resposta do 

planejamento 2
3
 para a produção o aumento do conteúdo de lipídeos na microalga Desmodesmus sp. 

 

De acordo com os resultados obtidos pode-se constatar que a máxima produtividade de 

lipídeos (4.89 mg.L
-1

.d) foi similar aos valores reportados por Oliveira (2009), o qual reportou 

uma produtividade de lipídeos máxima de 4,31 mg.L
-1

d
-1

.  

Quanto ao teor de lipídeos, resultados similares foram obtidos por Xin et al. (1998) na 

pesquisa realizada com a microalga Scenedesmus sp. Os autores reportaram 12,3% e 16% de teor 

de lipídeos usando diferentes concentrações de nitrogênio (5-25 mg.L
-1

). Já Ördög et al. (2012) 

avaliaram o teor de lipídios durante 15 dias de cultivo da espécie Chlorella minutissima, em 

diferentes concentrações  de nitrogênio. Ao final dos 15 dias de cultivo, a microalga cultivada 

numa concentração de 0,7 g.L
-1

 de nitrogênio apresentou uma concentração celular de 2,88 g.L
-1

 

e 11,2% de conteúdo lipídico. 

Ming et al.(2010) avaliaram o crescimento celular e o teor de lipídeos na microalga 

Chlorella Vulgaris em diferentes concentrações de nitrogênio. Estes autores obtiveram altas 
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concentrações celulares como o aumento de nitrogênio no cultivo, no entanto esse aumento 

reduziu o teor de lipídeos de 22,5% para 15%.   

Na Figura 5.22 podem-se observar os resultados dos gráficos de médias marginais para os 

ácidos graxos saturados (%), mostrando que tanto em altas concentrações de intensidade de luz 

quanto em baixas concentrações de fosfato foram produzidos maiores quantidades de ácidos 

graxos saturados. Entretanto para a produção de ácidos graxos monoinsaturados (Fig. 5.23) foi 

necessário baixas concentrações de intensidade de luz e também baixas concentrações de fosfato.  

 

 

Figura 5.22 Gráfico de médias marginais para os ácidos graxos saturados (%) como variável de resposta do 

planejamento 2
3
 para a produção o aumento do conteúdo de lipídeos na microalga Desmodesmus sp. 

 

 

 

Figura 5.23 Gráfico de médias marginais para os ácidos graxos monoinsaturados (%) como variável de resposta do 

planejamento 2
3
 para a produção o aumento do conteúdo de lipídeos na microalga Desmodesmus sp. 

 

 

Na figura 5.24 estão apresentados os resultados dos gráficos de médias marginais para os 

ácidos graxos poliinsaturados (%), na qual se observou que tanto em baixas concentrações de 

nitrato quanto em altas concentrações de fosfato foram produzidas as maiores proporções de 

poliinsaturados na fração de lipídica da microalgas Desmodesmus sp. 
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Figura 5.24 Gráfico de médias marginais para os ácidos graxos poliinsaturados (%) como variável de resposta do 

planejamento 2
3
 visando a produção o aumento do conteúdo de lipídeos na microalga Desmodesmus sp. 

 

 

5.6 Avaliações do cultivo em garrafões de 20L da microalga Desmodesmus sp.  

Na Figura 5.25 pode-se observar as curvas de crescimento celular da microalga 

Desmodesmus sp. em cada um dos experimentos durante os 20 dias de cultivo. A primeira fase do 

cultivo ocorreu até 12º dia quando a concentração de nutrientes no meio de cultivo atingiu 

valores baixos. A partir desde período observa-se a fase de desaceleração do cultivo, dando inicio 

à segunda fase do experimento na qual foi realizada de acordo com resultados selecionados na 

seção anterior. Nas condições selecionadas obteve-se maior quantidade de ácidos graxos 

saturados para diferentes concentrações de fosfato e intensidades de luz. Estes ensaios foram 

conduzidos sem adição de nitrato enquanto o CO2 foi adicionado com uma vazão de 1L.min
-1

. 

Estas variações nos cultivos foram testadas visando obter um óleo contendo ácidos graxos de 

maior estabilidade e, mais apropriados para a produção de biodiesel. 

 

Figura 5.25 Curvas de crescimento da microalga Desmodesmus sp. durante os 20 dias de cultivo do planejamento 

experimental. 
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A partir do 12º dia de cultivo, a maior concentração de células (7,16E+07) de células foi 

registrada no experimento T3, 81 mg.L
-1

de fosfato e intensidade de luz de 1000 µmol.m
2
s

-1
,  

enquanto a mais baixa concentração celular (6,50E+06 ) foi registrada na condição T4, em 40 

mg.L
-1 

de fosfato e intensidade de luz de 500 µmol.m
2
s

-1
. Na figura 5.26 mostra-se o ultimo dia 

do cultivo dos ensaios previstos no planejamento experimental.  

 

 

Figura 5.26 Cultivo em garrafão de 20 L da microalga Desmodesmus sp.  

 

Na tabela 5.7 são apresentados os resultados da produtividade de biomassa, células, teor 

de lipídeos e biomassa seca. Os maiores resultados tanto em biomassa seca quanto na 

produtividade de biomassa foram alcançadas nas condições de cultivo com maior intensidade de 

luz. Neste caso a melhor condição de cultivo foi registrada em 81 mg.L
-1

 de fosfato com uma 

concentração de intensidade de luz de 1000 µmol.m
2
s

-1
. De acordo com os resultados com 

depleção de nitrato e fosfato pode-se observar que de forma geral a produtividade de biomassa e 

a biomassa seca não alcançaram resultados elevados. 

Tabela 5.7 Produtividade em biomassa, células, óleo, biomassa seca e teor de óleo, após 20 dias de cultivo. 

Condições  

de cultivo 

Pcel 

(cel.mL
-1 

d) 

Pbm 

(mg.L
-1

d) 

Biomassa 

(g.L
-1

) 

TOL 

(%) 

POL 

(mg.L
-1

d) 

T1 3,25E+05  100 2,05 13 3,80 

T2 3,32E+05 102,5 2,10 14 5,17 

T3 3,53+05 108,5 2,22 16 5,96 

T4 3,20E+05 102,5 2,10 13 3,77 
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Figura 5.27 Teor de lipídeos (%) nas condições de cultivo do planejamento 2
2
 

 

Na figura 5.27 e 5.28 mostram-se os valores do teor e produtividade de lipídeos do 

planejamento experimental conduzidos com maior intensidade de luz e maior concentração de 

fosfato.  

 

Figura 5.28 Produtividade de lipídeos nas condições de cultivo do planejamento 2
2
 

 

Na tabela 5.8 mostra-se o perfil de ácidos graxos de cada um dos ensaios com depleção de 

nitrato e fosfato e alta intensidade de luz. Pode-se observar que, na maioria dos ensaios, os ácidos 
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graxos na fração lipídica foram os ácidos cáprico e palmítico (C10 e C16), ambos saturados. 

Entretanto, em alguns ensaios o ácidos graxo majoritário foi o ácido oleico (C18:1), 

monoinsaturado. Estes ácidos são estáveis e, portanto, mais apropriado para uso na produção do 

biodiesel. 

 A partir dos ensaios realizados obtiveram-se frações lipídicas com diferenças 

significativas principalmente no teor de ácidos graxos saturados e monoinsaturados. Portanto a 

condição de cultivo pode ser selecionada de modo a atender às demandas do mercado 

principalmente do setor de energia. 

 

 

Tabela 5.8 Perfil de ácidos graxos na fração lipídica da microalga Desmodesmus sp. do planejamento 2
2
 

Ácido graxo  
Perfil lipídico (Área%) 

T1 T2 T3 T4        

Cáprico  C10:0 20,034 38,841 25,498 28,329 

Undecílico C11:0 1,282 - - - 

Undecilênico C11:1 2,612 5,259 - 3,780 

Lauroléico C12:1 (n3) - 3,874 2,412 1,402 

Tridecílico C13:0 - 3,094 - 1,956 

Miristoléico C14:1 (n5) 1,391 1,106 1,449 1,151 

Pentadecenóico C15:1(n5) - 1,261 1,164 
 

Palmítico C16:0 14,767 9,282 25,685 9,284 

Palmitoléico  C16:1 5,722 2,884 5,249 3,499 

Heptadecanóico C17:0 1,104 - - - 

Heptadecenóico C17:1 5,176 4,635 1,599 10,649 

Oléico     C18:1-cis (n9) 8,536 7,635 24,727 6,723 

Linoléico  C18:2-cis (n6) 5,38 2,986 3,359 4,395 

g-Linolênico  g-C18:3 (n6) 14,971 12,620 3,579 16,350 

a-Linolênico  a-C18:3 (n3) 1,570 - - 1,804 

8-eicosenóico C20:1 (n12) 1,358 1,157 1,807 - 

 
Saturados 38,545 51,217 51,183 39,569 

 
Monoinsaturados 24,795 27,811 37,243 27,204 

 
Poliinsaturados 21,879 15,606 6,932 22,549 

 
Outros 14,781 5,366 4,642 10,678 

 

O ácido cáprico apresenta alta miscibilidade, alta resistência oxidativa, baixa viscosidade, 

alta capacidade de lubrificação e excelente espalhabilidade. Além da indústria oleoquimica, é 

utilizado também na indústria farmacêutica e de cosméticos (ANFARMAG, 2003).     
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Figura 5.29 Efeito dos fatores de cultivo na produtividade de lipídeos (mg.L
-1

d
-1

) da microalga 

 

 

Figura 5.30 Efeito dos fatores de cultivo no teor de lipídeos (mg.L
-1

d
-1

) da microalga 
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Figura 5.31 Efeito dos fatores de cultivo na produção de ácidos graxos saturados (mg.L
-1

d
-1

) da microalga 

Desmodesmus sp. 

 

 Nos gráficos de Pareto (Figura 5.29 e 5.31) pode-se observar que o fosfato, intensidade 

de luz e as interações entre estes dois parâmetros foram as variáveis que apresentaram 

significância estatística na produtividade de lipídeos. No entanto, no gráfico de Pareto para teor 

de lipídeos (5.30) pode-se observar que a intensidade de luz foi a única variável que apresentou 

significância estatística. 

Os resultados obtidos podem ser comparados com os testes feitos por Reitan et al., (1994). 

Estes autores cultivaram as microalgas Phaeodactylum tricornutum e Chaetoceros sp., e 

reportaram que baixas concentrações de fósforo, no meio de cultivo, aumentaram o teor de 

lipídeos na biomassa das duas microalgas. Além disso, o teor de ácidos graxos saturados e 

monoinsaturados aumentou, e o teor de ácidos graxos poliinsaturados diminuiu. Já Penteado et 

al., (2009) observou que a limitação de nitrogênio no cultivo da microalga Phaeodactylum 

tricornutum resultou em um aumento de 17% no teor lipídico da biomassa analisada. Goldberg & 

Cohen (2006) observaram que baixa disponibilidade de fosfato no cultivo promoveu mudanças 

significativas no perfil dos ácidos graxos e na composição lipídica da Monodus subterraneus. Os 

cultivos foram realizados com o meio cultivo BG11 (Stanier et al., 1971), com percentual de 1% 

de CO2, iluminação de 180 μmol.m
2
.seg

-1
. Os resultados mostraram que o estresse limitou o 

crescimento, diminuiu a síntese de clorofila e alterou a composição dos ácidos graxos. 
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6 CONCLUSÕES 

 

As diferentes condições de cultivo selecionadas para o cultivo da microalga 

Desmodesmus sp. com vistas a  induzir maiores produtividades de biomassa e de lipídios para 

aplicações industriais, permitiu as seguintes conclusões face aos resultados obtidos: 

 

1.  A cinética de crescimento da microalga Desmodesmus sp. e a seleção do período de 

inoculação favoreceram o aumento da biomassa e do teor de lipídeos. Nas condições 

de cultivo selecionadas a microalga não apresentou limitantes para seu 

desenvolvimento e adaptação aos novos cultivos experimentais.  

2.  A avaliação da microalga Desmodesmus sp. em diferentes meios de cultivo 

identificou o meio BOLD 3N como o mais apropriado para esta espécie.  

3. O meio BOLD 3N permitiu atingir valores elevados de produtividade de biomassa 

(172 mg.L
-1

.d
-1

)e de biomassa seca (3,49 g.L
-1

). 

4. A determinação do consumo do nitrato e fosfato da microalga foi fundamental no 

desenvolvimento desta pesquisa resultando em um melhor aproveitamento na 

produção de biomassa e a melhor avaliação do cultivo em duas fases, gerando dessa 

forma um maior estresse durante o cultivo, que favoreceu altos teores de lipídeos (15-

16%) e alta produtividade de lipídios (5,96). 

5. A composição da biomassa da microalga Desmodesmus sp. dependeu principalmente 

da disponibilidade de nitrato e fosfato no meio de cultivo. Quanto houve maior 

concentração desses nutrientes o conteúdo de proteínas atingiu valores elevados de até 

50%, revelando esta biomassa como potencial fonte de proteínas para formulações 

nutracêuticas. Nestas condições o teor de lipídeos foi baixo, indicando a importância 

do nitrato na composição da microalga Desmodesmus sp.  

6. De acordo com os resultados obtidos nas duas fases de cultivo, baixas concentrações 

de nitrato e de fosfato permitiram aumentar o conteúdo de lipídeos sem modificar o 

perfil de ácidos graxos. Entretanto, o aumento da intensidade luminosa modificou 

significativamente o perfil de ácidos graxos de poliinsaturados para saturados e 

monoinsaturados.   
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7. Baixas concentrações de nitrato, altas de fosfato e baixas de intensidade de luz 

aumento a proporção dos ácidos graxos poliinsaturados entre eles o gama linolênico 

(C18:3) que é um acido graxo essencial. Por esta razão, deve ser consumido na dieta o 

que potencializou o uso destes nutrientes na formulação de alimentos funcionais. 

8. A total depleção de nitrato, baixa concentração de fosfato e alta intensidade de luz 

favoreceu a síntese de ácidos graxos com mais saturados que devido a sua maior, são 

recomendados para a produção de biodiesel. 

9. Em resumo, pode-se afirmar que todos os objetivos do trabalho foram alcançados 

satisfatoriamente. 
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ANEXOS 

 

 

 

Anexo A1. A curva padrão com NaNO3, com concentrações entre 0-100 mg  NaNO3.L
-1

 

 

 

Anexo A2. A curva padrão com concentrações entre 0-100 mg  KH2PO4.L
-1

 

 

 

Anexo A3. Curva padrão de Glicose com concentrações entre 0-60 μg/mL  


