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RESUMO 

GORGÔNIO, Cristiane Mesquita da Silva. Aplicação de tecnologia enzimática para a 

obtenção de hidrolisados protéicos de microalgas. Orientadores: Donato Alexandre Gomes 

Aranda e Sonia Couri. Rio de Janeiro: UFRJ/EQ; 2013. Tese (Doutorado em Tecnologia de 

Processos Químicos e Bioquímicos). 

 

A biomassa de microalga vem ganhando destaque no mercado mundial, pois o cultivo é um 

eficiente sistema biológico capaz de produzir compostos orgânicos de interesse para a 

indústria química, de energia e de alimentos. A aplicação do óleo, extraído dessa biomassa, 

para a produção de biocombustível gerará uma biomassa residual, rica em diferentes produtos, 

e que pode ser utilizada em diversos fins. Nesta tese foi realizado um screening entre quatro 

espécies de microalgas, três marinhas (Dunaliella tertiolecta, Isocrysis galbana e Tetraselmis 

gracilis) e uma dulciaquicola (Chlorella pyrenoidosa), a fim de selecionar a de maior teor 

protéico e a de melhor perfil de aminoácidos para a hidrólise protéica. Foram avaliados 

também os teores de clorofila, carotenóides, a distribuição de macronutrientes e o perfil 

lipídico. As microalgas apresentaram perfil de aminoácidos essenciais próximo à composição 

de leguminosas, e a C. pyrenoidosa atingiu o requerimento nutricional sugerido para adultos e 

crianças de 2 a 5 anos  pela FAO. Em SDS-PAGE as proteínas intactas de C. pyrenoidosa 

migraram na faixa de 14 a 45 kDa. A digestibilidade in vitro desta microalga (73,4%) foi 

próxima a da caseína (74,1%), sendo assim selecionada para a produção do hidrolisado 

protéico, por via enzimática. Foram usadas três endopeptidases comerciais: Brauzyn (cisteína 

protease), Colorase TS (metalo protease) e Protemax N411 (Serino protease) em três 

planejamentos fatoriais completos (23). Maiores graus de hidrólise (GH %) foram obtidos em 

reações com a enzima Brauzyn (papaína). O estudo cinético revelou que a inativação 

enzimática por calor acelerou o processo de hidrólise aumentando o GH % para cerca de 20% 

aos 60 minutos de reação. De acordo com o CLAE pode-se observar que amostras com maior 

GH não apresentam, necessariamente, as maiores concentrações de peptídeos de menor peso 

molecular. O hidrolisado 48, com a enzima colorase TS (0,15%) em pH 7,5, 4% de substrato, 

60 ºC e GH 18,26%, foi o que apresentou as maiores frações de peptídios de interesse 

(68,02%). A amostra H46 reagida com menos substrato, enzima e menor temperatura também 

apresentou frações de peptídeos de interesse (52,84%). Os hidrolisados tiveram aumento da 

digestibilidade protéica (>98,50%) e apresentam cor clara o que permite a aplicação em 

diferentes matrizes. Na avaliação funcional os hidrolisados mostraram maior solubilidade (S) 



 ix 
em pH básico (10), e a capacidade de retenção de água (CRA) aumentou em amostras com 

maior S e GH. O índice de atividade emulsificante (IAE) foi baixo para todas as amostras e os 

maiores índices de estabilidade de emulsão (IEE) foram observados nas amostras hidrolisadas 

10, 39 e 49 (> 40 minutos). Os hidrolisados de melhor perfil peptídico foram obtidos em 

reações com metalo protease (Colorase). Os hidrolisados protéicos de microalga são ricos em 

peptideos com peso molecular (PM) entre 1000 e 256 Da, e em di e tripeptídeos, que são 

facilmente absorvidos pelo organismo e possuem menor imunogenicidade que proteínas e 

peptídeos de elevado PM, desta forma apresentam grande potencial como alternativa aos 

hidrolisados já comercializados pela indústria de alimentos. 

 

Palavras-chave: microalga, proteína, hidrolise protéica, SDS-PAGE, CLAE. 
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ABSTRACT 

 
GORGÔNIO, Cristiane Mesquita da Silva. Application of enzyme technology for obtaining 

protein hydrolysates microalgae. Orientadores: Donato Alexandre Gomes Aranda e Sonia 

Couri. Rio de Janeiro: UFRJ/EQ; 2013. Tese (Doutorado em Tecnologia de Processos 

Químicos e Bioquímicos). 

 

The biomass of microalgae is gaining highlighted in the global market because the cultivation 

is an efficient biological system capable of producing organic compounds of interest to the 

chemical, energy and food industries. The application of oil, extracted from this biomass, for 

the production of biofuel will generate a residual biomass, rich in different products, which 

can be used in various purposes. In this thesis was performed a screening of four species of 

microalgae: three marine (Dunaliella tertiolecta, Isocrysis galbana and Tetraselmis gracilis) 

and a freshwater (Chlorella pyrenoidosa) in order to select which of them have highest 

protein content and an improved of amino acid profile for the hydrolysis of the protein. Was 

also evaluated the levels of chlorophyll, carotenoids, the macronutrient distribution and lipid 

profile. These microalgae showed the essential amino acid was closed to the composition of 

legumes, and C. pyrenoidosa reached the nutrient requirements suggested for adults and 

children 2-5 years by FAO. By SDS-PAGE, the intact proteins of C. pyrenoidosa migrated 

between 14 and 45 kDa. In vitro digestibility of this microalgae (73.4%) was closed to casein 

(74.1%), thus selected for the production of protein hydrolyzate, enzymatically. Three 

commercial endopeptidases were used: Brauzyn (cysteine protease), Colorase TS (metallo 

protease) and Protemax N411 (serine protease) in three full factorial design (23). Bigger 

degrees of hydrolysis (DH%) were obtained of reactions with the Brauzyn enzyme (papain). 

The kinetic study revealed that the inactivation enzymatic by the heat, accelerated the 

hydrolysis reaction increasing the GH% about 20% after 60 minute. According to HPLC it 

can be seen that samples with a higher GH does not necessarily have higher concentrations of 

lower molecular weight peptides. The hydrolyzate 48, with the enzyme colorase TS (0.15%) 

at pH 7.5, 4% substrate, 60 °C and GH 18.26%, showed the largest fractions of the interest 

peptides (68.02%). The sample H46 reacted with less substrate, enzyme and temperature also 

showed interest peptides (52.84%). The hydrolysates were increased the digestibility (> 

98.50%) and have a light color that allows application in different matrices. In functional 

evaluation, the hydrolysates showed higher solubility (S) in basic pH (10) and water holding 

capacity (WHC) increased in samples with higher S and GH. The emulsifier activity index 



 xi 
(EAI) was low for all samples and the largest emulsion stability index (ESI) were observed 

in hydrolysates 10, 39 and 49 (> 40 minutes). The best peptide profiles of the hydrolysates 

were obtained in reactions with metallo protease (Colorase). The hydrolysates protein of 

microalgae, which are rich in peptides with a molecular weight (MW) between 256 and 1000 

Da, and di- and tripeptides, are easily absorbed by the body and have lower immunogenicity 

than proteins and peptides with high MW, thus have great potential as an alternative to actual 

hydrolyzed marketed by food industry. 

 

Keywords: microalgae, protein, protein hidrolysis, SDS-PAGE, HPLC. 
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 Capítulo 1 – INTRODUÇÃO 
 

Vivemos em um planeta coberto por grandes extensões de águas, doces ou marinhas, 

cujos descendentes obriga-nos a preservar. Nesta imensa “solução” destaca-se a diversidade 

de organismos, de certa forma relacionada à diversidade das comunidades de algas. Cabe a 

estas a estabilidade de ecossistemas naturais, com um maior número de espécies equivalentes 

funcionalmente, mas com diferentes capacidades de tolerância a inúmeros fatores ambientais 

e a alterações no meio aquático, inclusive as decorrentes da atividade humana (VIDOTTI & 

ROLLEMBERG, 2004).  

Microalgas são microrganismos fotossintéticos com requerimentos nutricionais 

relativamente simples, cuja biomassa pode ser empregada para obtenção de biocompostos, 

suplemento alimentar humano, alimento animal ou fonte de biocombustíveis (ANDRADE & 

COSTA, 2008). Estas formam um importante sistema bioregenerativo, pois produz alimentos 

e converte CO2 em O2 de forma mais eficiente do que a agricultura e sistemas de cultivos de 

vegetais (KITAYA et al., 2005). 

A idéia em utilizar microalgas como fonte de combustível foi proposta inicialmente 

em 1950, com a produção de gás metano a partir deste fitoplâncton. Em seguida, as pesquisas 

voltaram-se para a produção de algas como recursos nutricionais. Com a crise energética de 

1970 o conceito de aplicação de microalgas como fonte energética foi novamente destacada. 

Na década de 80, o foco deveu-se aos impactos ambientais causados por combustíveis fósseis 

(SHEEHAN et al., 1998). 

Várias são as vantagens do cultivo de microalgas. O solo é utilizado somente como 

suporte para o sistema de cultivo, a produção da biomassa é contínua e não segue regime de 

safras, o meio de cultivo aquoso pode ser reaproveitado e a célula pode adaptar-se a diferentes 

condições do cultivo (AMIN, 2009; TEIXEIRA et al., 2010). Para grande escala, a tecnologia 

de fotobiorreatores, principalmente do tipo tubular, vem sendo considerada a mais promissora 

para a produção de biomassa e bioprodutos, com remoção simultânea de CO2 da atmosfera 

(créditos de carbono) (JACOB-LOPES et al., 2008). 

A demanda de produtos de origem algal vem crescendo, e a biomassa vem ganhando 

destaque no mercado mundial, sendo o cultivo um eficiente sistema biológico capaz de 

produzir compostos orgânicos. Algumas espécies produzem altas concentrações de compostos 
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de valor comercial como proteínas, carboidratos, lipídios, enzimas, antibióticos, vitaminas e 

pigmentos (corantes). Estas substâncias podem ser aplicadas como nutriente e aditivo 

alimentar, e seus compostos usados como ingredientes em alimentos funcionais, 

principalmente, por apresentarem numerosos benefícios a saúde, pela atividade antibacteriana, 

antiviral, antifúgica e antioxidante e aplicações diversas (MATA et al., 2010; AMIN, 2009; 

BERTOLDI et al., 2008b; RADMANN & COSTA, 2008; HERRERO et al., 2006).  

Os benefícios dos microorganismos aquáticos vêm sendo investigados nas últimas 40 

décadas desde a introdução dos suplementos probióticos. As microalgas possuem proteínas de 

melhor qualidade quando comparada a fontes vegetais (cereais e legumes) e menor qualidade 

se comparada as principais fontes, leite e carne (MATA et al., 2010). Além disso, possuem 

maiores teores de proteínas que as macroalgas que possuem menos proteínas, mas são ricas 

em carboidratos (fibras), tendo mais de 50% em sua composição (CARNEIRO et al., 2012; 

FRANÇA PIRES et al., 2012). 

O teor de proteínas é variável entre as espécies e em uma mesma espécie, conforme a 

influência das diferentes condições do cultivo. Pesquisadores reportam teores protéicos entre 

17 e 71% de proteínas em microalgas (OHSE et al., 2009; HARUM et al., 2009). Estudos 

anteriores descrevem que as espécies estudadas nesta tese possuem entre 50 e 61% (Chlorella 

pyrenoidosa) 26 e 70% (Dunaliella tertiolecta), 12 a 45% (Isochrysis galbana) e 34 a 64% 

(Tetraselmis gracilis) de proteínas (VIÊGAS, 2010; SHUPING et al., 2010; CAMPOS et al., 

2010; VALENZUELA-ESPINOZA et al., 2002; FÁBREGAS et al., 1994; BROWN, 1991).  

As microalgas possuem composição de aminoácidos essenciais parecidas com 

alimentos utilizados na alimentação humana, como feijão, ervilha e trigo, contendo menor 

teor de fenilalanina, leucina e lisina quando comparadas à caseína do leite (CAMPOS et al., 

2010; GOODMAN-LOWE et al., 1999; KHATTAB et al., 2009; QUEVEDO et al., 1999). O 

menor teor de fenilalanina pode representar vantagem aos fenilcetonúricos.  

Os aminoácidos livres são hiperosmolares, aumentam a secreção intestinal e são 

menos tolerados por indivíduos com absorção intestinal reduzida (BARBOSA et al., 2004; 

GRIMBLE et al. 1986). Com isso, os hidrolisados protéicos podem ser usados como 

suplemento protéico na nutrição humana (bebidas energéticas, produtos geriátricos, nutrição 

esportiva e dietas para controle de peso) ou clínico (fenilcetonúria, fórmulas infantis 
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hipoalergências, doenças agudas e crônicas, síndrome do intestino curto, doença de Crohn, 

pancreatite e colite ulcerativa) (CLEMENTE, 2000). 

A modificação da estrutura da proteína pela hidrólise enzimática é aplicada com o 

intuito de melhorar as propriedades funcionais, sendo mais adequada em relação a métodos 

químicos quando a aplicação é dirigida a fins nutricionais (MORAES et al., 2006). Os 

hidrolisados protéicos devem possuir características como um bom equilíbrio osmótico, 

hipoalergenicidade, alto valor nutritivo quando comparada à proteína intacta, e sabor 

agradável (MARTINS, 2005; GUADIX et al., 2000). Além disso, di e tripeptídeos são 

preferencialmente absorvidos pelo trato gastrointestinal, quando comparados aos aminoácidos 

livres e aos grandes peptídeos (CARREIRA et al., 2004). 

Desta forma, a produção de hidrolisados protéicos a partir da biomassa 

desengordurada de microalgas mostra-se como alternativa de aproveitamento da biomassa 

residual, rica em proteínas e aminoácidos essenciais, tornando possível a obtenção de 

produtos com importância nutricional. 
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 Capítulo 2 – OBJETIVOS 
 

2.1 Geral 

 

 Produzir hidrolisados protéicos, por via enzimática, a partir da biomassa residual de 

microalgas após extração dos lipídios. 

 

2.2 Específicos 

  

• Caracterizar o desenvolvimento de três espécies de microalgas marinhas (Dunaliella 

tertiolecta, Isochrysis galbana e Tetraselmis gracilis) através da cinética de crescimento, do 

volume celular e da concentração de pigmentos (clorofila e carotenóides); 

 

• Determinar a composição de lipídios, proteínas e carboidratos, e o perfil de ácidos graxos e 

aminoácidos das microalgas estudadas; 

 

• Avaliar a ação de enzimas proteolíticas na hidrólise da proteína da microalga selecionada, 

variando-se o tipo de enzima, a concentração da enzima em relação ao substrato, a 

concentração de substrato, a temperatura e o pH;  

 

• Avaliar os hidrolisados obtidos quanto a massa molar por cromatografia líquida de alta 

eficiência (CLAE) e o grau de hidrólise (GH); 

 

• Determinar as propriedades funcionais dos hidrolisados obtidos, na melhor condição de 

processo, quanto à solubilidade em função do pH, capacidade de retenção de água, atividade 

emulsificante e estabilidade de emulsão. 
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 Capítulo 3 – JUSTIFICATIVA 
 

O avanço das pesquisas e a utilização de microalgas como fonte de matéria-prima para 

biocombustível desencadeará a produção de biomassa residual oriunda dos processos 

tecnológicos. Após a extração do óleo, para a aplicação como biocombustível e de pigmentos 

e carotenóides, a torta residual pode ser utilizada em diferentes finalidades. Com isso, torna-se 

importante caracterizar e aplicar a biomassa residual (farelo ou torta de algas) de forma a 

agregar valor a este produto, abordando possibilidades alternativas de utilização, como a 

produção de hidrolisados protéicos. 

Por serem hiperosmolares, os aminoácidos livres, aumentam a secreção intestinal e são 

menos tolerados por indivíduos com absorção intestinal reduzida. Os hidrolisados protéicos 

de microalgas seriam uma alternativa aos hidrolisados protéicos já utilizados, como os 

oriundos de proteínas do leite, e que podem produzir reações alérgicas em grupos 

populacionais específicos. 

Além disso, podem ser usados como suplemento protéico na nutrição humana (bebidas 

energéticas, produtos geriátricos, nutrição esportiva e dietas para controle de peso) ou clínico 

(fenilcetonúria, fórmulas infantis hipoalergências, doenças agudas e crônicas, síndrome do 

intestino curto, doença de Crohn, pancreatite e colite ulcerativa). 
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 Capítulo 4 – REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 

4.1 – Microalgas: Características gerais 

 

As algas estão presentes em sistemas aquáticos, e o termo designa organismos 

distintos entre si quanto à origem, composição química e morfologia, envolvendo seres 

unicelulares e multicelulares. O termo microalga está relacionado às dimensões microscópicas 

e a maioria possui hábitos planctônicos1, embora existam espécies bentônicas2. O 

fitoplânctum possui classificações conforme tamanho, e podem ser ditos microplânctons (20 a 

200 µm), grande parte das algas unicelulares e protozoários marinhos ou nanoplânctons (2 a 

20 µm), algas unicelulares, protozoários e ovos de invertebrados. (LOURENÇO, 2006). 

As algas ocupam uma importante posição em termos ecológicos e de diversidade 

genética. O número de espécies pode exceder os milhões, e as microalgas constituem a maior 

parte (NOWACK, et al. 2005). Estima-se que cerca de 60 - 90% da produção primária3 

marinha global seja derivada da atividade do fitoplâncton. Produtores primários marinhos 

fixam, anualmente, de 45 a 50 Gigatoneladas de carbono nos oceanos. A produção 

fitoplactônica varia conforme ecossistema e localização. Em áreas de ressurgência4 

geralmente ocorre maior produção primária (LOURENÇO, 2006; DERNER et al., 2006; 

ODUM et al., 1987).  

Dentre os pigmentos fotossintéticos encontrados em microalgas, a clorofila é o 

pigmento natural de coloração verde mais abundante indenpendente da cor do cultivo. O uso 

restrito, como corante natural na indústria de alimentos, deve-se à instabilidade da estrutura 

química a luz, radiação, calor, ácidos, oxigênio, enzimas e interações com outros pigmentos, 

resulta em produtos de decomposição que modificam a percepção e a qualidade dos alimentos 

(BERTOLDI et al., 2008a; LOURENÇO, 2006; STREIT, et al., 2005).  

As clorofilas são responsáveis pela captura de luz usada na fotossíntese, sendo 

essenciais na conversão da luz em energia química, na forma de ATP e NADPH, e 

relacionam-se com a eficiência fotossintética do ser vivo, com o crescimento e adaptabilidade 

a diferentes ambientes (JESUS & MARENCO, 2008). Por isso, podem ser usadas para 

estimar a biomassa no cultivo, já que geralmente a quantidade de clorofila é diretamente 

1 Planctônico – Designa organismos com capacidade de manterem-se suspensos na coluna d’água. Deriva da 
palavra grega “vagante”. 
2 Bentônico: Algas associadas ao fundo dos oceanos e sistemas aquáticos continentais, como rios e lagos, e 
terrestres (ambientes úmidos). 
3 Produção primária: Transformação de energia solar em energia química. 
4  Ressurgência – Movimento de águas profundas, que aumentam a quantidade de matéria orgânica e nutrientes. 
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proporcional ao crescimento celular (KASPRZAK et al., 2008; VALENZUELA-ESPINOZA 

et al., 2002; GARRIDO & ZAPATA, 1996). 

A clorofila a é o principal pigmento de fotossíntese, pois realiza a etapa fotoquímica 

(primeiro estágio do processo fotossintético). Outras clorofilas são consideradas pigmentos 

acessórios, e auxiliam na absorção de luz e na transferência da energia para os centros de 

reação. A segunda clorofila pode ser b (vegetais superiores, algas verdes e algumas bactérias), 

c (feofitas e diatomáceas) ou d (alga vermelha). A diferenciação entre as clorofilas é 

determinada pela estrutura molecular, que apresenta picos específicos de absorção luminosa 

(LOURENÇO, 2006; TAIZ & ZIEGER, 2004). A clorofila c é considerada como um 

intermediário na transferência de energia entre carotenóides e clorofila (FALKOWSKI & 

RAVEN, 1997). As clorofilas a, b e c são fitóis esterificados não polares, e as clorofilas c1, 

c2, c3 e Mg-divinilfeoporfinina a5 monometil Ester (Mg-DVP) são moléculas polares 

(GARRIDO & ZAPATA, 1996), como mostrado no Quadro 4.1. 

 

Quadro 4.1: Estrutura química de clorofilas presentes em microalgas marinhas 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte - LARKUM & KÜHL, 2005; GARRIDO & ZAPATA, 1996. 

Fitil =  Clorofila d 
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Diferenças aparentes na cor da microalga devem-se à presença e distribuição variável 

de outros pigmentos associados, como os carotenóides que sempre acompanham as clorofilas 

(VON ELBE, 2000). Eles aumentam a captação de luz de fotossistemas, como as clorofilas b, 

c e d, e protegem o fotossistema do excesso de luz. O funcionamento como filtro mostra que 

embora a luz seja essencial, pode ser deletéria, causando um processo de fotoinibição 

(LOURENÇO, 2006).  

 Os carotenóides (Quadro 4.2) são pigmentos fotossintetizantes, solúveis em solventes 

orgânicos, e podem ter cor amarela, laranja, vermelha ou marrom. São divididos em 

carotenos, moléculas dotadas de carbono e hidrogênio, e xantofilas, que além do carbono e 

hidrogênio apresentam oxigênio na molécula (LOURENÇO, 2006). 

 
Quadro 4.2: Estrutura química dos carotenóides presentes em microalgas 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
     Fonte - DUFOSSÉ et al., 2005 
 

Os pigmentos podem estimular o crescimento de tecidos e fibroblastos5, a 

desintoxicação do organismo e a antioxidação, provendo melhora do sistema imune, 

impedindo a formação de radicais livres que danificam enzimas mitocôndriais, membranas 

plasmáticas e DNA. A clorofila pode diminuir o risco de câncer de cólon retal, pois a clorofila 

e a feofitina6 apresentam atividade antimutagênica (BERTOLDI et al., 2008a; FERRUZZI & 

BLAKESLEE, 2007; STREIT et al., 2005; LANFER-MARQUEZ, 2003). Os carotenóides 

5 Fibroblasto – células alongadas do tecido conjuntivo, localizadas sobre feixes de colágenos, responsáveis pelo 
processo de cicatrização. 
6 Substituição do átomo de Mg por dois átomos de H (feofitinização), catalisada pela acidez do meio que 
favorece a perda do Mg2+, formando produto de coloração verde-castanho. 
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previnem o estresse oxidativo em bebês, tem efeito na prevenção de hipertensão e no risco de 

certos tipos de câncer (OLIVEIRA et al., 2007; GOMES, 2007; GOMES et al., 2005). 

INBARAJ et al., (2006) encontraram, por análise em CLAE, 32 tipos de carotenóides 

no extrato obtido a partir do tablete desidratado de Clorella, dentre as quais xantinas, luteínas 

e carotenos. HERRERO et al., (2005) extraíram antioxidantes por solventes GRAS 

(considerados seguros) em amostra seca da microalga Spirulina platensis e concluíram que o 

etanol mostrou melhor performance em comparação ao hexano e ao éter de petróleo. No 

entanto, LEEUWE et al., (2006) verificaram que não há apenas uma extração eficiente para 

pigmentos, pois a estabilidade da extração depende da espécie da microalga. 

 

4.2 – Divisões das microalgas estudadas: Clorophyta e Primnesiophyta  

 
A divisão Clorophyta compreende algas verdes, sendo a maioria unicelular, podem ser 

dulciaquícolas, salobras ou marinhas. Podem habitar folhas de plantas terrestres e pêlos de 

animais, demonstrando a diversidade dos habitats possíveis. Esta divisão tem como principais 

pigmentos a clorofila a e b, β–caroteno e xantofilas (luteína e xantinas). Apesar dos 

carotenóides, os plastos de clorófitas são verdes, pois na grande maioria as concentrações de 

carotenóides não suplantam as clorofilas. O principal produto de reserva é o amido, e as 

células podem ser cobertas por celulose e outros polímeros. Algumas possuem escamas, 

outras são nuas (Dunaliella) e outras calcificadas. Apresentam reprodução sexuada e flagelo 

(LOURENÇO, 2006). 
 

  

        

 
 
 
 
 
 
 
 
 
       Figura 4.1: Clorofitas do plâncton: D. tertiolecta, T. gracilis e C. pyrenoidosa 
         (Adaptado de THORONDSEN, 1993; www.tuberose.com/Chlorella.html) 

Dunaliella 

tertiolecta 

Tetraselmis 
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Chlorella 

pyrenoidosa 
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A Tetraselmis gracilis (Figura 4.1), da classe prasinofícea, classificada por 

Christensen (1962), apresenta rápido crescimento e alta tolerância às condições de cultivo, 

sendo produzidas principalmente para alimentar organismos aquáticos. Possuem quatro 

flagelos do tamanho da célula, cloroplastos verde-amarelados e tamanho celular entre 8 e 12 

µm. Podem ser encontradas em regiões litorâneas, no oceano e em pântanos de água salgada. 

A Dunaliella (Figura 4.1), da classe clorofícea, tem sido cultivada para extração de 

carotenóides utilizados como corantes naturais. Estudos verificaram que a espécie Dunaliella 

tertiolecta sintetiza glicerol naturalmente. Esta possui dois flagelos de comprimento igual de 

duas vezes o tamanho da célula, cloroplastos verde-amarelados e tamanho celular entre 9 e 11 

µm, e é encontrada principalmente em regiões costeiras e no atlântico (SAWAYAMA et al., 

1999; THORONDSEN, 1993). 

O nome da microalga Chlorella provém do grego chloro (verde), e do sufixo 

diminutivo latino ella (pequeno), compreende o Filo Chlorophyta. A espécie Chlorella 

pyrenoidosa (Figura 4.1) contém pigmentos verdes como a clorofila-a e -b em seu cloroplasto 

(aproximadamente 2% do seu peso seco). De forma esférica e sem flagelo, possui diâmetro 

entre 2 e 10 µm. Multiplica-se rapidamente e utiliza dióxido de carbono, água, luz solar e 

pequenas quantidades de minerais para reproduzir-se, desta forma, serve como uma fonte 

potencial de alimento e de energia devido a sua eficiência fotossintética. (ZELITCH, 1971; 

BECKER, 1994). 

A divisão Primnesiofita compreende organismos flagelados unicelulares, com formas 

vegetativas solitárias ou coloniais não flageladas, pois possuem estágio flagelado em alguma 

parte do ciclo de vida. A estrutura em forma de fio (haptonema) situa-se entre dois flagelos 

típicos, e teria a função de orientar o movimento celular ou auxiliar a busca por alimento. A 

maioria é marinha, pequenas e pertencem ao nanoplâncton sendo exclusivamente 

fotoautotrófica. Esta divisão pode apresentar como principais pigmentos fotossintéticos a 

clorofila a, c1 e c2, carotenóides como fucoxantina (mais abundante), β–caroteno, 

diadinoxantina, diatoxantina e derivados da fucoxantina (19-hexanoiloxifucoxantina e 19-

butanoiloxifucoxantina) que conferem coloração amarelada, dourada ou em diversos tons de 

marrom, mascarando a clorofila. A crisolaminarina, um polissacarídeo derivado de glicose 

formado por ligações glicosídicas do tipo β-1,3, é o produto de reserva, mas lipídios também 

são armazenados no citoplasma. Podem ter células nuas ou recobertas com escamas de 
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CaCO3. A reprodução vegetativa por divisão binária é comum, mas algumas espécies podem 

apresentar reprodução sexuada (LOURENÇO, 2006). 

 A célula da prymnesiophyta, Isochrysis galbana Parker (Figura 4.2), formalizada em 

1949 por Parker, mede de 5 a 6 µm e possui dois flagelos com cerca de 7 µm. Os cloroplastos 

são únicos e possuem cor marrom-amarelado. As células de tamanho variado são alongadas e 

sem hepatonema. Distribuem-se na costa e no atlântico (THORONDSEN, 1993). 

 

 

 

 

 

 

 

                        Figura 4.2: Primnesiofita do plâncton marinho: I. Galbana 
                             (Adaptado de THORONDSEN, 1993) 
 

4.3 – O cultivo 

 

 O cultivo de microalgas requer local climatizado ou refrigerado, com temperatura 

estável, para que a amplitude térmica permita as atividades necessárias à célula. O ambiente 

deve ter acesso controlado para diminuir trocas de calor e contaminação. Como a temperatura 

afeta a taxa metabólica dos organismos, deve ser escolhida conforme a espécie estudada e a 

finalidade do cultivo. A constância da temperatura e a baixa variabilidade (< 0,5 ºC) 

proporcionam estabilidade e previsibilidade ao cultivo. Espécies tropicais podem ser 

cultivadas sob temperaturas entre 20 e 25 ºC. Geralmente, opta-se pela temperatura de 20 ºC, 

tolerável, embora possa não favorecer um crescimento ótimo. A intensidade da luz, a duração 

e o comprimento de onda influenciam o crescimento do fitoplâncton. Lâmpadas luz do dia 

simulam melhor a amplitude de comprimento de onda (350 - 700 nm), necessária à 

fotossíntese, mas podem causar aquecimento do cultivo. Lâmpadas frias não causam 

aquecimento, pois comprimentos de onda da região do vermelho não são emitidos, mas 

podem gerar crescimento insatisfatório. A luz solar, sem excesso, pode estimular o 

crescimento. A eficiência de coletores solares na produção de microalgas vem sendo 
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estudada. As lâmpadas de 40 e 20 W são mais utilizadas, sendo recomendável distância de 25 

a 30 cm do cultivo para minimizar o aquecimento. O fotoperíodo adequado é importante, 

sendo comum o uso de 12:12 horas (luz:escuro) para manutenção de cultivos e luz contínua 

18:6 horas (luz:escuro) para fins comerciais (AIDAR et al., 1994; LOURENÇO, 2006; ONO 

& CUELLO, 2006). 

A água do mar tem em média 3,5% de sais, com predominância de orgânicos. 

Geralmente, o cultivo de microalgas marinhas envolve utilização da água do mar, que deve 

ser obtida de regiões profundas (30 m) afastadas da costa, de composição estável, com menos 

sedimento e contaminação. A Matéria Orgânica Particulada (MOP) pode ser removida por 

filtros (5 e 0,45 µm) aplicados em série, por carvão ativado tratado e radiação ultravioleta de 

alta intensidade (HARRISON & BERGES, 2005; FIDALGO et al., 1998). 

  Vários elementos químicos são importantes no crescimento e produtividade do 

fitoplâncton. Carbono, hidrogênio, oxigênio, enxofre, potássio e silício são não limitantes. O 

carbono faz parte das substâncias orgânicas sintetizadas pelas células (proteínas, carboidratos, 

ácidos nucléicos, vitaminas, lipídios e outros), como fonte tem-se a difusão natural de CO2 do 

ar atmosférico, aeração enriquecida com CO2, ou o uso de tamponamento com TRIS (2-

amino-2-[hidroximetil]-1-3-propanediol), relacionando-se com o pH. O hidrogênio é 

adquirido pela quebra de moléculas de água na fotossíntese (fotólise). O oxigênio é essencial 

para processos energéticos e abundântes no meio aquático. O enxofre, presente na água do 

mar como SO4
2-, nas proteínas como aminoácidos sulfurados (metionina e cisteína), na 

coenzima acetil e em vitaminas (tiamina e biotina). O potássio participa da regulação 

osmótica, controle do pH interno, conformação e estabilidade protéica. O silício constitui a 

parede celular, e é mais abundante na forma de silicato (SiO3
2-) e sílica (SiO2), e pode ser 

dispensável em algumas espécies. Nitrogênio, fósforo e magnésio são limitantes. O nitrogênio 

forma proteínas, ácidos nucléicos e pigmentos, sendo o nitrato (NO3
-) mais estável e talvez 

mais utilizado pelo fitoplânctum. O fósforo associa-se a troca energética, na formação de 

ATP, açúcares fosfatados, ácidos nucléicos e fosfoenzimas, sendo encontrado principalmente 

como ortofosfato (HPO4
3-) na água do mar. O magnésio é essencial à molécula de clorofila e 

outras enzimas, e em deficiência gera clorose
7 (JUNIOR et al., 2006; LOURENÇO, 2006). 

Concentrações de 10% de CO2 para a microalga Chlorella favorece o crescimento (MAEDAL 

et al., 1995) e acima de 10% causa inibição (ROUND, 1983). Baixas concentrações de 

7 Clorose – Perda do conteúdo pigmentar que causa o amarelamento da microalga e redução de crescimento 
devido a baixa de clorofila  por carência de magnésio, ferro ou nitrogênio ou pH fora da faixa aceitável 



     

 

13 

carbono inorgânico (2,8 g.L-1) podem resultar em consumo eficiente do nutriente e redução de 

custos em plantas de biomassa (ANDRADE et al., 2008). 

Os micronutrientes, requeridos em pequenas quantidades, também são importantes, 

pois participam da estrutura, da atividade de várias enzimas e de organelas celulares. O ferro 

participa de vias biossintéticas da clorofila, respiração celular, fotossíntese, fixação de N2, 

redução de sulfato e de nitrito a nitrato, sendo a forma Fe2+ mais solúvel. O manganês (Mn) é 

co-fator de enzimas que participam da síntese de ácido graxo e é exigido em concentrações 

mais baixas que o ferro, e assim como o zinco tem papel na estrutura de ribossomos.  O 

molibdênio (Mo) tem associação com o metabolismo do nitrogênio e baixa demanda 

(0,27µmol:1mol de Mo:C). O cobalto é fundamental a vitamina B12 e é exigido em pequenas 

quantidades. O boro é importante em enzimas do metabolismo, encontrado em organelas, é 

fornecido com ácido bórico (H3BO3). O cobre participa do transporte de elétrons na 

fotossíntese, realizando a aquisição de energia. O vanádio e o selênio atuam no crescimento 

das algas. As vitaminas tiamina (B1), biotina e cianocobalamina (B12) são efetivamente 

importantes e algumas algas podem sintetizá-las. Poucas espécies precisam recebê-las de 

fontes externas, no entanto, o acréscimo destas pode estimular o crescimento de espécies que 

tem maior demanda (LOURENÇO, 2006; JUNIOR et al., 2006). As fases de crescimento do 

cultivo (Figura 4.3) dependem da espécie e das condições de cultivo. Geralmente, ocorrem 

cinco fases: Lag (indução do crescimento), Log (crescimento exponencial), Transição 

(redução do crescimento), estacionária e de declínio/morte. 

 

 

 

 

 

 

 

 
  
Figura 4.3: Representação do desenvolvimento de microalgas em cultivo nas fases distintas 
de crescimento.             
Adaptado de LOURENÇO, 2006 
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Os fotobioreatores (Quadro 4.3) são os equipamentos mais sofisticados para a 

obtenção de cultivos algais, possuem iluminação, adição de CO2, agitação e resfriamento. Seu 

design é importante na produção da biomassa e, por serem fechados, trazem vantagens em 

relação a cultivos abertos ou sistemas raceway. Podem ter formatos tubulares em paralelo, em 

hélice ou cônico e podem ser do tipo “flat-plate” (JORQUERA et al., 2010; SIERRA et al., 

2008; SATO et al., 2006; WATANABE & HALL, 1996).  

 

Quadro 4.3: Esquema de diferentes sistemas de cultivo para a produção de biomassa 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Fonte - SCRAGG et al., 2002(A); JORQUERA et al., 2001 (B e D); CHYSTI, 2007a (C); WATANABE & HALL (E).  

 

Destacam-se pelo controle do cultivo, proporção superfície/volume, produtividade 

volumétrica, controle de transferência de gases e temperatura, prevenção de evaporação, fácil 
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instalação em locais abertos, proteção a contaminações do ambiente e produtividade celular 

(aumento de biomassa), necessitando de menor área de produção comparado a raceways 

(SATO et al., 2006; CHEN, 1996). GRIMA et al. (2002) estimaram que uma produção com 

75 fotobioreatores do tipo tubular de 0,8 m3, de $32,16/kg e 26,2 ton/ano de biomassa seca de 

P. tricornutum, obteria 430 kg de EPA, com produtividade anual de biomassa em cultivo 

contínuo próxima a 1,25 Kg/m3/dia. 

SATO et al., (2006) concluíram que fotobioreatores tubulares produzem mais 

biomassa pela esterilização efetiva, controle na transferência de gases e eficiência na 

utilização da luz. Segundo JORQUERA et al., (2010) o volume de produtividade (g.Ld-1), a 

concentração de biomassa produzida (g.L-1) e o óleo por área são maiores em fotobioreatores 

em comparação a sistemas raceway e Flat-plate. No entanto, estes consomem menos energia 

(KWh/mês) e têm menor custo inicial. Para HARUN et al., (2009) a aplicação de raceway é 

menos favorável, pois limita o controle de contaminações, já que a produção comercial de 

metabólitos intracelulares de microalgas requer assepsia apropriada (GRIMA et al., 2002). 

 

4.4 – Aplicações biotecnológicas 

 

A produção comercial de microalgas teve início na década de 60 com espécies de 

Chlorella e Spirulina, como suplementos dietéticos. Dunaliella salina na obtenção de β-

caroteno, Haematococcus pluvialis na produção de astaxantina e outras espécies aplicadas na 

aqüicultura. Na mesma década, pesquisas em biotecnologia de microalgas concentravam-se 

na reciclagem de águas residuais e aplicação em programas espaciais de renovação 

atmosférica e fontes alimentares (BENEMAN, 1990). Na década de 90 a biomassa, recurso 

renovável e limpo, representava 13% da energia primária consumida e a maior percentagem 

de aplicação encontrada em países em desenvolvimento (SAWAYAMA et al., 1999). 

Atualmente, China, Índia, Estados Unidos, Japão, Taiwan, Alemanha e Israel são os 

maiores produtores de microalgas por ano. A produção destes países, em peso seco, encontra-

se entre 10 e 3000 toneladas ao ano, e volta-se para o uso na alimentação humana, animal, 

cosméticos e fármacos (SPOLAORE et al., 2006). Na agricultura pode ser usada como 

fertilizante no solo. Mas é aplicada comumente na aquicultura para a alimentação direta ou 

indireta de algumas espécies de peixes, moluscos e crustáceos (DERNER et al., 2006). 
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As microalgas sintetizam produtos naturais em grande escala (proteínas, lipídios, 

carboidratos, vitaminas, pigmentos e enzimas) e compostos considerados nutracêuticos, como 

os ácidos graxos poliinsaturados (ácido araquidônico (ARA), ácido eicosapentaenóico (EPA) 

e ácido docosahexaenóico (DHA)) e pigmentos carotenóides (astaxantina, β-caroteno, luteína, 

cantaxantina), que possuem propriedades terapêuticas (HARUN et al., 2009; QIN et al., 2008; 

DERNER et al., 2006; GILL & VALIVETY, 1997). São fontes naturais de pigmentos 

lipossolúveis azuis (ficocianina) e amarelos (β-caroteno da Dunaliella), e que possuem 

potencial de aplicação em alimentos (sorvetes e produtos de confeitaria), fármacos 

(espessantes, envoltório de cápsulas, agente de volume) e cosméticos (loções, batom e 

cremes), substituindo corantes sintéticos (DUFOSSÉ et al., 2005). A biomassa pode ser 

comercializada como alimento natural ou suplemento alimentar, sendo encontrada na forma 

de pó, tabletes, cápsulas ou extratos, e podem ser utilizadas em massas, petiscos, doces, 

bebidas, como suplemento nutricional e corantes naturais (DERNER et al., 2006). Assim, as 

microalgas são exploradas na indústria de alimentos e em cuidados com a saúde (Figura 4.4). 

 

 
 
 
 
 
 
                                                                
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

Figura 4.4: Aplicação das microalgas em diversos setores 
                                   (Adaptado de DUFOSSÉ et al.,2005) 
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 O nível de CO2 atmosférico é a causa de alterações climáticas que uma boa parte dos 

governantes almeja controlar (GARCIA et al., 2007). Medidas para reduzir os níveis de CO2 

foram propostas no Protocolo de Kyoto (1997), estabelecendo que países desenvolvidos 

deveriam ter reduzido mem 5% a emissão de gases causadores do “efeito estufa” até 2012 

(AMIN, 2009; BORGES et al., 2007). Em Dezembro de 2012, a nova conferência do clima, 

realizada em Doha, chegou ao acordo de que 37 países devem continuar reduzindo as 

emissões de CO2 até 2020 (DAMASCENO, M., 2012). 

Para reduzir a concentração de CO2 atmosférico existe como possibilidade a redução 

das emissões ou a absorção do CO2 produzido em excesso, denominado sequestro de carbono, 

que é uma alternativa oferecida pelo processo de biofixação por microalgas (GARCIA et al., 

2007). Pois a energia solar leva a fixação de CO2 convertendo-na de energia térmica a 

biomassa de valor agregado e que gera produtos químicos e alimentícios (HARUN et al., 

2009; WATANABE & HALL, 1996). Estima-se que a fixação de carbono por cultivos de 

microalgas em condições ótimas estaria em torno de 11 a 36 toneladas de C ha/ano, 

representando uma produtividade de aproximadamente três a treze vezes os valores do 

reflorestamento (3 a 4 toneladas C ha/ano) (BORGES et al. 2007). 

Para a utilização da biomassa é necessário separar a mesma do meio de cultivo, o que 

envolve etapas de separação sólido:líquido como floculação, centrifugação e filtração. Em 

seguida a biomassa pode ser desidratada por técnicas como a secagem ao sol, spray drying ou 

liofilização. Os compostos das células de microalgas podem ser extraídos por meio do 

rompimento celular empregando métodos de homogeneização, ultrassom, choque osmótico, 

solventes e enzimas. Com isso, substâncias de interesse podem ser recuperadas por processos 

de purificação, como ultrafiltração, cromatografia ou fracionamento (DERNER et al., 2006).  

A colheita microalgal pode ser por massa (floculação, flotação ou sedimentação) ou 

por densidade onde a biomassa é concentrada (centrifugação, filtração ou agregação 

ultrassônica) com consumo de energia (BRENNAN & OWENDE, 2009). Os floculantes mais 

usados são o cloreto férrico (FeCl3), o sulfato de alumínio (Al2(SO4)3) e o sulfato férrico 

(Fe2(SO4)3). O sulfato poliférrico tem ótimo efeito, mas não é bem aceito para a aquicultura e 

alimentos. O polímero quitosana (acetilglicosamina) é um floculante atóxico de efeito 

comprovado em baixas dosagens, mas de efeito reduzido na presença de sais (GRIMA et al., 
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2002). O processo biotecnológico de obtenção de produtos de interesse encontra-se de forma 

simplificada no Quadro 4.4. 

 

Quadro 4.4: Diagrama esquemático simplificado da biotecnologia de microalgas 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte - HARUN et al., 2009; CHYSTI, 2007b 
 

As principais oleaginosas cultivadas para obter óleo são colhidaa após 12 meses (coco, 

palma e babaçu) ou após 3 meses (soja, algodão, girassol, amendoim e rícino). As microalgas 

podem ser produzidas em qualquer época, de forma rápida. Estima-se que a quantidade de 

óleo produzido seja maior em microalgas (20000 kg óleo/ha) em comparação à soja (375 kg 

óleo/ha) e a palma (5000 kg óleo/ha). A produção de energia também é superior (202.000.000 

kcal/ha) em comparação a soja (3.387.500 kcal/ha) (CARIOCA et al., 2009).  

As microalgas possuem potencial na produção de biocombustíveis e maior 

sustentabilidade em comparação a plantas terrestres (HUANG et al., 2010; HARUN et al., 

2009; AMIN, 2009; CHISTI, 2007a). Da biomassa de microalgas podem ser extraídos 

triglicerídeos que podem ser convertidos em biodiesel, como mostra o Quadro 4.5. 

Estudos destacam a aplicação da tecnologia de fermentação em algas para produzir 

biogás, (mistura de gás metano (55-75%) e dióxido de carbono (25-45%)), que pode ser usado 

como gás combustível e convertido em energia elétrica, e o resíduo usado como fertilizante 

(HARUN et al., 2009). AMIN (2009) relatou a obtenção de óleo combustível e gás a partir de 

Fármacos, alimentação humana, 
nutracêutico e químicos 
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microalgas por diferentes processos. A gaseificação produziu H2, CH4, CO2 e NH3, a pirólise 

produziu biocombustível, a fermentação produziu etanol, e a transesterificação biodiesel. 

 

Quadro 4.5: Diagrama esquemático da obtenção de biodiesel, glicerina alimentícia e 
biomassa residual de microalga “cake de alga”. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 

Pesquisas trazem a aplicação de microalgas como agente de biotransformação de 

compostos. HOOK et al., (1999), verificaram que algumas espécies diminuem aldeídos 

aromáticos (mono e diclorobenzaldeído, metoxibenzaldeído e vanilina). CARVALHO et al., 

(2006) produziram terpenos para aroma. KAÇKA & DÖNMEZ (2008) estudaram o acúmulo 

de glicerol por Dunaliella sp. e RAO et al., (2007) a produção natural de hidrocarbonetos por 

Botryococcus braunii. Além disso, as microalgas removem o excesso de nutrientes orgânicos, 

inorgânicos e metais pesados, controlando íons poluentes em águas com custos menores se 

comparado a tratamentos convencionais (HARUN et al., 2009; WILDE et al., 1993). Uma 

  

Fonte - JAAKKO POYRY TECNOLOGIA, 2010 

“Torta 
de alga” 
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visão futura visa aplicar cultivos de microalgas em efluentes de destilarias de álcool e vinagre, 

alimentando-a com CO2 do processo de fermentação (CHYSTI, 2008). 

WILSON & NOVAK (2009) estudaram diferentes condições de hidrólise sobre 

macromoléculas (lipídios, carboidratos e proteínas). As amostras foram hidrolisadas por 2 h 

em reator autoclave da marca Parr, sob variação de temperatura (130 até 190 ºC) e pressão. 

Houve aumento de hidrocarbonetos e componentes voláteis a partir dos triglicerídeos 

hidrolisados (aldeídos, alcoóis, cetonas, alcanos, alcenos e ácidos graxos de cadeia longa). 

Quanto aos carboidratos (celulose e amido) verificaram aumento de monossacarídeos e 

dissacarídeos. Também aumentou o teor de aminoácidos livres.  

Indústrias como a Cyanotech, Martek e a Spectra Stable Isotopes produzem produtos 

de alto valor agregado, como mix de ácidos graxos, N-alanina, N4-arginina, dATP-CN, com 

preços que variam de 3,25 US$/mg a 2,60 US$/mg (SPOLAORE et al., 2006; SANTOS et 

al., 2003; GRIMA et al., 2002). 

 

4.5 – Nutrientes da biomassa 

 

 O primeiro uso de “microalgas” pelo homem foi reportado pelos Chineses que as 

utilizaram em alimentos há 2000 anos (HARWOOD & GUSCHINA, 2009). Com a utilização 

de CO2, as microalgas se multiplicam e produzem compostos de interesse (RADMANN & 

COSTA, 2008), como aminoácidos (prolina, aspartato, alanina, histidina, serina, treonina, 

fenilalanina, leucina, ornitina e glutamato), lipídios (ácidos graxos e esteróis), carboidratos 

(trealose, glicose, sacarose, sorbitol, glicerol, glicolato, manitol e manose), polissacarídeos 

(D-xilose, D-glicose, D- e L-galactose, metilxilose e ácido D-glicurônico), vitaminas (B1, B6, 

B12, C, E, biotina, riboflavina, ácido nicotínico e pantotenato) e corantes (VÍLCHEZ et al., 

1997).  

Os carboidratos podem ser encontrados na forma de amido, glicose e polissacarídeos, 

e possuem alta digestibilidade não limitando o uso da microalga em alimentos. O teor de 

lipídios varia em células de microalgas (1 a 70%) e podem ser compostos por glicerol, 

fosfolipídios, pigmentos, ácidos graxos saturados e insaturados, sendo de maior interesse os 

da série ω-3 e ω-6. Os ω-3 mais encontrados são os ácidos EPA e o DHA que possuem 

propriedades no tratamento de doenças do coração e inflamações (HARUN et al., 2009). Na 
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Tabela 4.1 são mostradas as quantidades em peso seco de proteínas, carboidratos e lipídios 

presentes em alimentos e nas espécies de microalgas estudadas. 

 

Tabela 4.1: Quantidade de proteínas, carboidratos e lipídios em alimentos e nas espécies de 
microalgas estudadas nesta tese, em peso seco 

 Composição de macronutrientes 
Alimentos Tradicionais Proteínas Carboidratos  Lipídios 
Pão fermentadoa, f 25 - 39 30 - 38 0,2 - 1 
Carnea, f 43 - 74 0 -1 12 - 34 
Leitea, f 22 - 26 35 - 38 28 - 29 
Arroza, f  7 - 8 77 - 80 0,6 - 2 
Sojaa, f 36 - 37 30 18 - 20 

Microalgas    

Chlorella minutíssima
b 15 6,6 2,2 

Chlorella pyrenoidosa
g 61 21 7 - 22 

Chlorella vulgaris
a 51 12 14 

Dunaliella salina
a, c 57 32 6 - 9 

Dunaliella tertiolecta
b, c 12 - 26 9 - 20 2 - 15 

Isochrysis galbana
b, c, d 29 - 35 11 - 19 4 - 34 

Isochrysis sp.
e 29 15 23 

Tetraselmis gracilis
b 34 23 5 

Tetraselmis sp.e 30 8 13 
SPOLAORE et al., 2006 (%); b CAMPOS et al., 2010 (mcg/mL); cBROWN, 1991(%); dFIDALGO et al., 1998 
(%); eRENAUD et al., 1999 (%); fFRANCO, 2002 (%); gVIÊGA, 2010 (%). 
 
  

 A composição da microalga varia conforme a fase de crescimento e a espécie. 

Segundo VALENZUELA-ESPINOZA et al., (2002) o teor de proteínas é maior na fase 

exponencial e de carboidratos na fase estacionária (células envelhecidas). Em 1993, BROWN 

et al., também obtiveram maior quantidade de carboidratos e lipídios do que proteínas na fase 

estacionária de Isochrysis sp. BROWN et al. (1997) estudaram os nutrientes de vinte 

microalgas marinhas, em cultivo com luz fluorescente (12:12h luz:escuro) de intensidade 70 -

80 µE/m2/s e temperatura 20 ºC para as espécies D. tertiolecta, I. galbana. e T. gracilis, e 

verificaram que as microalgas diferem na quantidade de proteínas, carboidratos e lipídios, e 

que sem aeração o cultivo apresentou aumento de proteína (15-52% em peso seco). Mas 

lipídios (5-20%) e carboidratos (5-12%) mantiveram-se em quantidades convencionais, 
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comparadas a culturas aeradas. Segundo o autor, as clorofitas apresentaram mais carboidratos 

que outras espécies e diatomáceas mais lipídios. 

MACEDO & ALEGRE (2001) estudaram a influência do nitrogênio e temperatura na 

produção de lipídios pela microalga Spirulina e verificaram aumento de três vezes (8,3 para 

24,0%) do conteúdo de lipídios quando houve diminuição do nitrogênio (0,2 g.L-1) e a 

temperatura (25 ºC). O teor de carboidratos (14,1 para 27,2%) e proteínas (43,5 para 71,4%) 

aumentou conforme o aumento do nitrogênio (2,5 g.L-1). BREMUS et al., (2006) relataram a 

produção de ácido L-ascórbico (vitamina C) a partir de microalgas, obtendo 40 mg.L-1. 

RUNNING et al., (2002) obtiveram 2 g.L-1 do ácido L-ascórbico, proveniente de reações em 

série com a D-glicose.  

 

4.5.1 Carboidratos 
 
 Os carboidratos desempenham importante papel nos organismos vivos. São fontes de 

energia e carbono na síntese de outros componentes celulares, depósito energético e elemento 

estrutural (LEHNINGER, 1980). As microalgas produzem carboidratos que, na sua maioria, 

são produtos de reserva (amido, crisolaminarina e paramido) ou atuam no equilíbrio osmótico, 

e por possuírem alto valor calórico, constitui valiosa fonte energética aos consumidores. 

Como meio de reserva intermediário pode ser mais requerido quando o nitrogênio limita a 

síntese de lipídios (VALENZUELA-ESPINOZA et al., 2002; BROWN et al., 1997). A 

Tabela 4.2 mostra o percentual de carboidratos presente nas espécies de microalgas estudadas, 

conforme literatura. 

 

Tabela 4.2: Teor de carboidratos presente em algumas espécies de microalgas, em peso seco 

     aHARUM et al., 2009; bSHUPING et al., 2010; cMINOWA et al., 1995; dVALENZUELA-ESPINOZA   
   et al., 2002; eRENAUD et al., 2002; fFIDALGO et al., 1998; gTZOVENIS et al., 2009. 

  

Teor de carboidratos em algumas espécies de microalgas 

Espécie % Espécie % 

Chorella vulgaris 
a 12 - 17 Dunaliella tertiolecta 

 b,e,c 2,9 – 21,7 

Chorella pyrenoidosa
a 26 Isochrysis galbana d, f 7,6 - 25 

Dunaliella salina
a 32 Tetraselmis gracilis

 g 26,4 – 45,4 

Dunaliella bioculata 
a 4 Tetraselmis maculate 

a 15 
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Os carboidratos são classificados como polissacarídeos, oligossacarídeos e 

monossacarídeos. Os polissacarídeos constituem-se de cadeia longa, com grande número de 

monossacarídeos, que podem estar dispostos de forma linear ou ramificada. Os 

oligossacarídeos originam, após hidrólise, cadeias de duas a dez unidades de monossacarídeos 

unidas por ligações glicosídicas, como o dissacarídeo sacarose. Os monossacarídeos 

constituem-se de única unidade de poli-hidroxialdeído ou poli-hidroxicetona e não podem ser 

hidrolisados a compostos mais simples, sendo a glicose mais abundante (BOBBIO & 

BOBBIO, 1995; LEHNINGER, 1980).  

A composição de carboidratos pode apresentar diferença na fase exponencial e na fase 

estacionária, sendo estas específicas a cada espécie. BROWN et al. (1997) estudaram a 

composição dos polissacarídeos presentes em microalgas e identificaram a glicose como 

açúcar predominante (21-87%), galactose (1-20%), manose (2-46%) e arabinose, fucose, 

ramnose, ribose, xilose em variadas quantidades (0-17%). Os autores encontraram mais 

arabinose (2-12%) na classe das prasinofíceas. Segundo o autor, espécies ricas em manose 

geram baixa digestibilidade em animais. A composição de monossacarídeos presentes nas 

divisões Primnesiofita, Clorofita e Prasinofita podem ser visualizadas no Gráfico 4.1. 

 

 

 

Gráfico 4.1: Composição de monossacarídeos presente nas divisões Primnesiofita, Clorofita 

e Prasinofita 
(Adaptado de BROWN et al., 1997) 
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4.5.2 Lipídios 
 

Lipídios são compostos encontrados em organismos vivos (células animais e vegetais), 

geralmente insolúveis em água, mas solúveis em solventes orgânicos (clorofórmio, éter, 

benzeno, hexano e mistura Folch – clorofórmio:metanol). Todos os lipídios constituem-se de 

carbono, hidrogênio e oxigênio em suas moléculas. Algumas classes possuem fósforo, 

nitrogênio e, às vezes, enxofre. Estes podem ser simples (óleos e gorduras), compostos 

(fosfolipídios) ou derivados (ácidos graxos, glicerol, hidrocarbonetos, vitaminas lipossolúveis, 

pigmentos, compostos nitrogenados (PETROWICZ, 2007; BOBBIO & BOBBIO, 1995). 

Os fatores químicos (nutrientes, salinidade e pH) e físicos (temperatura e a intensidade 

de luz), a fase de crescimento e a forma de cultivo afetam a quantidade de triacilglicerídeos 

(TAG) e a composição de ácidos graxos (HU et al., 2008; DUNSTAN et al., 1993). Dentre as 

vantagens em produzir óleo de microalgas estão à similaridade dos ácidos graxos (AG) em 

relação aos óleos vegetais, a quantidade de produção de óleo, o rápido crescimento e acúmulo, 

e a composição singular das microalgas (HUANG et al., 2010). Segundo CONVERTI et al., 

(2009) a temperatura e a concentração de nitrogênio influenciam o teor de lipídios, que em 

condições de estresse reduz a quantidade de lipídeo e crescimento. Para produzir lipídios a 

célula exige o dobro de nutrientes que precisa para a síntese de carboidratos e proteínas, assim 

a deficiência de fosfato e o sulfato podem limitar o acúmulo de lipídio (HU et al., 2008). A 

Tabela 4.3 mostra o percentual e a produtividade de lipídios em algumas microalgas. 

 

Tabela 4.3: Percentual e produtividade de lipídios em algumas microalgas 
Espécie % mg/L Espécie % mg/L 

    ao dia     ao dia 
Botryococcus braunii 25-75 - Isochysis sp. 7-33  38 
Chaetoceros muelleri 34 22 Nannochloropsis o. 23-29 84-142 
Chaetoceros calcitrans 15-40 18 Nannochloropsis sp. 12-53 37-90 
Chorella vulgaris 5-58 11-40 Pavlova salina 31 49 
Chorella sp. 10-48 42 Pavlova lutheri 35 40 
Dunaliella salina 6-25 116 Scenesdesmus o. 11-55 - 
Dunaliella primolecta 23 - Scenesdesmus sp. 19-21 41-54 
Dunaliella tertiolecta 17-71 - Spirulina platensis 4-16 - 
Dunaliella sp. 18-67 34 Spirulina maxima 4-9 - 
Euglena gracilis 14-20 - Tetraselmis suecica 8-23  27-36 
Isochysis galbana 7-40 - Tetraselmis sp. 12-15 43 
MATA et al., 2010; CHISTI 2007b; MENG et al., 2009; RODOLFI  et al., 2009 ; % peso seco. 
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Acredita-se que a reação de formação de AG e TAG, por microalgas, seja análoga a de 

vegetais superiores. A síntese de ácidos graxos ocorre nos cloroplastos e consiste inicialmente 

na carboxilação da Acetil-CoA (derivada do piruvato da glicólise) em malonil-CoA, com uso 

de ATP. Propõe-se que a biossíntese de TAG’s ocorra por via direta a partir do glicerol-3-

fosfato que sofre seguidas desfosforilações. Ciclos descarboxilativos da malonil-CoA 

catalisada pelo sistema ácido graxo sintetase produz moléculas de C16 (ácido palmítico) e 

C18 (ácido oléico – 18:1ω9) que são precursoras de moléculas poliinsaturadas, produzidas 

pela desaturação aeróbia e alongamento. O Quadro 4.6 apresenta o mecanismo de reação.  

 
         Quadro 4.6: Reação de síntese de triacilgliceróis em microalgas 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

            Fonte - HUANG et al., 2010; HERNÁNDEZ et al., 2009; HU et al., 2008 
  

A biossíntese de TAG’s ocorreria no citosol e no retículo endoplasmático catalisado 

por acil-transferases, por transporte seqüencial de ácidos graxos da posição 1, 2 e 3 do 

glicerol-3-fosfato resultando na formação do ácido fosfatídico. A desfosforilação do ácido 

fosfatídico, catalisada por fosfatase específica, produz o diacilglicerol (DAG). Finalmente um 

terceiro AG transfere-se para a terceira posição livre do DAG e, catalisada pela enzima 

diacilglicerol transferase, forma o TAG que migra para o citoplasma (HUANG et al., 2010; 

HERNÁNDEZ et al., 2009; HU et al., 2008; TONON et al., 2002). 

Há espécies de bactérias (bacillus), leveduras, fungos e microalgas que podem 

acumular entre 18-40%, 58-72%, 57-86% e 16-77% de óleo em peso seco, respectivamente. 

As bactérias apresentaram ácido palmítico (C16:0), palmitoléico (C16:1), esteárico (C18:0), 

oléico (C18:1), linoléico (C18:2), exceto linolênico (C18:3), e as microalgas possuem 
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quantidades superiores de C16:1, C18:1 e C18:3 (MENG et al., 2009). A maioria das 

microalgas apresentam mais C16:1 (41%), mas a C.vulgaris mostrou 29% de ácido araquídico 

(C20:0) (RADMANN & COSTA, 2008). A Tabela 4.4 mostra o perfil dos principais ácidos 

graxos presentes em algumas espécies de microalgas e fontes lipídicas convencionais. 

 

Tabela 4.4: Perfil de ácidos graxos saturados e insaturados presentes nas espécies de 
microalgas estudadas e em fontes lipídicas convencionais 

Espécies Ácido graxo 
  C14:0 C16:0 C16:1 C18:0 C18:1 C18:2 C18:3 

Chlorella vulgaris
a 4,4 26,5 30,3 3,6 5,7 17,8 4,6 

Chlorella vulgaris
g - 24,0 2,1 1,3 24,8 47,8 - 

Chlorella minutíssima
a 3,7 21,7 33,2 4,4 7,0 7,4 - 

Chlorella minutíssima
b 4,4 18,0 8,0 6,3 12,7 4,7 - 

Chlorella pyrenoidosa
i
 0,8 17,3 2,4 1,0 3,6 18,0 40,9 

Dunaliella tertiolecta
b 4,3 16,7 9,0 - 9,8 4,0 17,5 

Isochrysis galbana
b 14,3 14,5 3,3 6,1 12,2 5,3 14,8 

Isochrysis galbana
c 27,8 20,5 1,1 2,6 10,4 3,3 3,5 

Isochrysis galbana
d 17,8 19,9 5,9 - 20,5 4,2 4,7 

Isochrysis galbana
f 27,2 13,1 8,4 1,2 9,6 3,6 9,9 

Tetraselmis gracilis
b 12,0 17,0 3,7 4,5 8,4 2,4 13,9 

Fontes lipídicas convencionais           

Linhaça h - 6,1 - 3,4 18,8 16,3 54,4 

Soja h - 11,4 - 4,1 22,3 53,5 7,0 

Girassol h - 5,1 - 4,3 21,6 66,8 0,2 
aCOSTA et al., 2006; bCAMPOS et al., 2010; cSÁNCHES et al., 2000; dFERREIRA et al., 2008;  fRENAUD et 

al., 2002;  gYOO et al., 2010; hWOODS & FEARON, 2009; iVIÊGAS, 2010.      
 

Em algumas espécies, os ácidos graxos poliinsaturados (PUFA’s) representam de 25 a 

60% dos lipídios totais (RADMANN & COSTA, 2008). FIDALGO et al., (1998) estudaram a 

oferta de nitrogênio através de diferentes fontes (nitrato – NaNO3; nitrito – NaNO2; uréia – 

(NH2)2CO) na concentração de 4mg de N por litro, e sua influência no teor lipídico da 

microalga I. galbana. Verificaram que a uréia potencializou a produção celular de PUFAs: 

ácido linolênico (18:3n-3), ácido eicosapentanóico (EPA) e docosahexanóico (DHA) na fase 

estacionária. O nitrito e o nitrato potencializaram os MUFAs. A Tabela 4.5 apresenta o perfil 
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de ácidos graxos saturados (SAFA), monoinsaturados (MUFA) e poliinsaturados (PUFA) 

encontrados na literatura nas microalgas estudadas. 

 

Tabela 4.5: Perfil de ácidos graxos saturados (SAFA), monoinsaturados (MUFA) e 
poliinsaturados (PUFA) das espécies de microalgas estudadas. 

     
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

   SAFA:Ácido graxo saturado; MUFA:Ácido graxo monoinsaturado;PUFA:Ácido graxo  Poliinsaturado; 
       a CAMPOS et al., 2010; bFIDALGO et al., 1998; cMATINÉZ-FERNANDES et al., 2006;        
    dTZOVENIS et al., 2009;  eFERREIRA et al., 2008; fRENAUD et al., 2002;  hVIÊGAS, 2010.              
                         
 

  BROWN et al. (1997) verificaram que as primnesiofitas (Isocrysis sp.) apresentam 

maior quantidade de C22:6n-3 (>8%), as prasinofitas apresentaram quantidade equilibrada de 

C20:5n-3 e C22:6n-3 (5% aproximadamente) e as clorofitas apresentaram baixas quantidade 

destes ácidos graxos. VALENZUELA-ESPINOZA et al., (2002) quantificaram o teor de 

lipídios da I. galbana e obtiveram no quinto dia de cultivo 29,6 e 38,3% em meio de cultivo 

f/2 e de fertilizante agrícola, respectivamente. Segundo o autor, houve um leve aumento de 

lipídios no período estacionário, sendo maior no meio com fertilizante. 

As algas possuem ácidos graxos de cadeia longa (> C18:0) como maiores 

componentes de PUFA’s (EPA, DHA e ARA), particularmente as espécies marinhas, e a 

presença de mais de 20% ou mais destes ácidos é de grande interesse para a alimentação 

(HARWOOD & GUSCHINA, 2009). Segundo WOODS & FEARON (2009) as microalgas 

marinhas seriam uma alternativa ao óleo de peixe (fonte de n-3 PUFA, EPA e DHA), e seus 

Espécies Perfil de ácidos graxos (%) 
  SAFA MUFA PUFA 

Chlorella minutíssima
a 38,0 26,3 33,6 

Chlorella pyrenoidosa
h 19,1 6,0 74,9 

Dunaliella tertiolecta
a 41,8 22,0 32,9 

Isochrysis galbana
a 38,7 29,4 27,6 

Isochrysis galbana
b 27,7 22,5 48,7 

Isochrysis galbana
e 39,3 29,7 29,5 

Isochrysis galbana
f 41,5 18,0 37,3 

Isochrysis spc 23,1 17,5 57,7 

Tetraselmis gracilis
a 37,3 15,6 42,3 

Tetraselmis gracilis
d 23,4 20,0 56,4 
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ácidos graxos insaturados podem ser aplicados no enriquecimento de dietas de animais para 

fornecer produtos (carne, leite e ovos) de boa composição nutricional com propriedades à 

saúde humana. A suplementação de alimentos consumidos por bovinos, por exemplo, elevaria 

para 910 g/dia a quantidade de ácidos graxos no leite. A Tabela 4.6 mostra possíveis 

aplicações destes dos ácidos graxos na alimentação humana. 

 
Tabela 4.6: Microalga como recurso de ácidos graxos poliinsaturados 

PUFA Estrutura Aplicações Microorganismo 
GLA 18:3 w6,9,12 Fórmulas infantis (FI) Arthrospira 

  Suplementos nutricionais (SN)  

ARA 20:4 w6,9,12,15 FI e SN Porphyridium 

EPA 20:5 w3,6,9,12,15 SN e Aquicultura  Nannochloropsis 

   Nitzschia 

DHA 22:6 w3,6,9,12,15,18 FI, SN e Crypthecodinium 

    Aquicultura   
Ácido -Linolênico (GLA); Ácido Aracdônico (AA); Ácido Eicosapentanóico (EPA); Ácido Docosahexanóico 
(DHA); HARWOOD & GUSCHINA, 2009; SPOLAORE et al., 2006 
 

Os PUFAs principalmente da série ω-3 e ω-6 (EPA, DHA e ARA) são considerados 

farmacologicamente importantes para a dietética e terapêutica, com importância para doenças 

inflamatórias (reumatismos, inflamações da mucosa gastrointestinal), e em doenças 

cardiovasculares, aterosclerose, hipertensão, colesterol e câncer (MATA et al., 2010). 

O óleo (TAG), estocado no citosol, pode ser estimado como 64% do total da fração 

lipídica, e são extraídos por vários métodos (HUANG et al., 2010; CHEN et al., 2009; AMIN, 

2009). Estas extrações são realizadas principalmente por solventes polares (acetona, metanol), 

apolares (hexano, ciclohexano, clorofórmio) ou da mistura destes (FERREIRA et al., 2008; 

KALITA, 2008). D’OCA et al., (2008) concluíram que a melhor extração lipídica, em 

amostra seca de Chlorella, ocorreu na utilização de ultrassom e clorofórmio-metanol 2:1 

(20,83%), e o segundo melhor resultado a extração por 24 horas com etanol (10,66%). CHEN 

et al., (2009) determinaram lipídios neutros por extração clorofórmio-metanol-água (Blight e 

Dyer, 1959), os lipídios neutros foram obtidos da fração clorofórmio e os polares da fração 

metanol. Após extração, a fim de analisar a composição lipídica, realiza-se metanólise com 

5% de HCl em metanol para esterificação dos ácidos graxos, existindo variações na 

temperatura (75-95ºC) de reação (FERREIRA et al., 2008; TATSUZAWA et al., 2005). 
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4.5.3 Proteínas 
 

As proteínas são polímeros de alto peso molecular, cujas unidades básicas são os 

aminoácidos, ligados entre si por ligações peptídicas. As proteínas sofrem mudanças nas suas 

estruturas com muita facilidade tornando difícil seu estudo (BOBBIO & BOBBIO, 1995). 

Primariamente a proteína é composta por uma seqüência de aminoácidos, com configuração 

das ligações locais identificadas como estrutura secundária (α-hélice). Conectando estes 

elementos secundários temos a estrutura terciária tridimensional formando a proteína nativa 

(estrutura quaternária), conforme Figura 4.5. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4.5: Estrutura tridimensional de uma proteína (α-hélice em cor rosa) 

                 Fonte – FLOUDAS et al., 2006 

 

As proteínas são moléculas essenciais aos organismos animais, e devem estar 

presentes na alimentação em quantidades adequadas. Além do aspecto quantitativo deve-se 

levar em conta o aspecto qualitativo, isto é, seu valor nutricional, que dependerá de sua 

composição (biodisponibilidade de aminoácidos essenciais), digestibilidade8 e da ausência de 

toxicidade e de fatores antinutricionais (PIRES et al., 2006). 

Sua qualidade refere-se à capacidade em satisfazer os requerimentos nutricionais do 

homem por aminoácidos essenciais e nitrogênio não-essencial, para fins de síntese protéica 

em seres vivos (BLANCO & BRESSANI, 1991).  Estas estão relacionadas a diversas 

funções fisiológicas, como a regeneração de tecidos e a catálise das reações químicas de 

organismos vivos (enzimas ou hormônios), sendo necessárias nas reações imunes e no 

fenômeno de crescimento e reprodução (BOBBIO & BOBBIO, 1995). 

 
 
 
 
 
 
 
 
       

8 Digestibilidade – Reflete a eficiência da utilização protéica e a qualidade da dieta. Mede a porcentagem de 
proteínas hidrolisadas pelas enzimas digestivas que são absorvidas pelo organismo na forma de aminoácidos ou 
de outro composto nitrogenado. Quando as ligações peptídicas não são hidrolisadas na digestão parte da 
proteína é excretada nas fezes ou transformada em produtos do metabolismo por microorganismos do intestino 
grosso. 
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As proteínas podem ser modificadas pelas condições de processamento do produto, e 

tratamentos térmicos afetam a estrutura e a solubilidade. A insolubilidade é um dos maiores 

obstáculos na inclusão de proteínas em produtos alimentícios. A solubilidade elevada pode 

indicar a funcionalidade ideal para aplicação em alimentos (JACOB-LOPES et al., 2006). 

Estas se coagulam a 60 ºC (ORNELLAS, 2002). E em análise térmica, por Termogravimetria 

derivada (DTG), mostram desnaturação e decomposição protéica nas temperaturas de 70 e 

230 ºC, respectivamente (CARESTIATO et al., 2005). FONTANARI (2006) verificou que o 

início da decomposição de isolados protéicos de semente de goiaba ocorre entre 220 e 250 ºC, 

sendo estáveis até 200 ºC. Em DSC, a proteína isolada de soja sofre desnaturação parcial a 

111,8 ºC indicando que em processo de desidratação em spray dryer com entrada de 140 ºC e 

saída de 110 ºC de 50 L.min-1 ocorre desnaturação com perda da atividade biológica (ORTIZ 

et al., 2009). 

 Os métodos de quantificação mais utilizados são o do biureto, de Lowry, de Bradford 

(Comassie brilliant blue), de Smith (BCA) e de absorção de proteínas no ultravioleta. 

Segundo ZAIA et al., (1998) todos estes métodos possuem vantagens e desvantagens. No 

entanto, destacam-se os métodos de Lowry e de Bradford como rápidos e sensíveis. A maior 

parte dos trabalhos utiliza o método de Lowry et al., (1951) ou de Bradford (1976) para 

quantificar proteínas totais em células de microalgas (FERREIRA et al., 2008), o que se deve 

a pouca quantidade de amostra necessária a estas análises em espectrofotometria. O método 

de Bradford baseia-se na interação entre o corante “comassie” e macromoléculas de proteínas 

de cadeias laterais básicas ou aromáticas, que provoca o equilíbrio do corante para a forma 

iônica tornando-o menos sujeito a interferentes em relação ao de Lowry.  

Sementes de leguminosas caracterizam-se por apresentar alto teor protéico (12 a 35%) 

com algumas variedades de soja alcançando de 40 a 50% de proteína na semente (NEVES et 

al., 2004), e as microalgas podem possuir quantitativos semelhantes de proteínas. 

VALENZUELA-ESPINOZA et al., (2002) quantificaram o teor de proteína na espécie 

Isochrysis galbana e encontraram um teor máximo de 45,31% (7,33 pg.cel-1) e 41% (7,64 

pg.cel-1) no quinto dia de cultivo em meio f/2 e de fertilizante agrícola, respectivamente. 

BROWN (1991) encontrou 42,03% (6,8 pg.cel-1) no final da fase estacionária. Em 1991, 

HERRERO et al., encontraram 59,16% (9,57 pg.cel-1) em meio de cultivo comercial e 

51,31% (8,3 pg.cel-1) em meio f/2. 
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OHSE et al., (2009) encontraram 18, 31, 42 e 27% de proteínas em biomassa seca nas 

espécies de microalgas marinhas I. galbana, Isochrysis sp., Tetraselmis chuii e Tetraselmis 

suecica, respectivamente, cultivadas em meio f/2 Guillard. SÁNCHES et al., (2000) 

cultivaram a microalga I. galbana em diferentes meios e encontraram teores de 12,4 a 37% de 

proteínas. FÁBREGAS et al., (1994) encontraram 52%, 57% e de 30 - 70% nas espécies 

Tetraselmis maculata, Dunaliella salina e Dunaliella tertiolecta.  

JUNIOR et al., (2006), estudaram o teor de proteínas solúveis (Bradford, 1976) da 

espécie I. galbana desenvolvidas em meio f/2 Guillard e obtiveram um teor médio de 0,008 

±0,005 mg.L-1. MARTÍNEZ-FERNÁNDEZ et al., (2006) estudaram sete espécies de 

microalgas marinhas e encontraram de 437,8 a 637,2 mg.g-1 de proteínas em peso seco. A 

Tabela 4.7 mostra o teor de proteínas em diferentes espécies de microalgas. 

 

Tabela 4.7: Teor de proteínas em algumas espécies de microalgas 
Teor de proteínas em algumas espécies de microalgas 

Espécie % Espécie % 

Chaetoceros muelleri 
a 17,3 Pavlova lutheri 

e 29 

Chaetoceros sp. f 37,0 Scenesdesmus obliquus
 c, h  50 - 60 

Chorella vulgaris 
a, c 33 - 58 Scenesdesmus quadrilata 

c 47 

Chorella pyrenoidosa
c, h 50 - 57 Spirulina platensis 

c, h 46 - 63 

Dunaliella salina
c 57,0 Spirulina maxima 

c 60 - 71 

Dunaliella bioculata 
c 49,0 Thalassiosira fluviatilis 

a 19,4 

Dunaliella tertiolecta 
e, g, i 26 - 70 Thalassiosira pseudonana 

a 30,0 

Euglena gracilis 
b 39 - 61 Tetraselmis chuii 

a 41,5 

Isochysis galbana 
a h 12 - 37 Tetraselmis gracilis 

b, d 34 - 64 

Isochysis sp.
a 30,8 Tetraselmis maculate 

c 52 

Nannochloropsis oculata 
a 28,9 Tetraselmis sp 

b 44,8 

Pavlova salina 
e 26 Tetraselmis suecica 

a 27,4 
   a OHSE et al., 2009;b TZOVENIS et al., 2009;c HARUM et al., 2009;d CAMPOS et al., 2010; 
  e BROWN, 1991; f RENAUD et al., 1999;g SHUPING et al., 2010; h SÁNCHES et al., 2000;  
   i FÁBREGAS et al., 1994 

 

Sabe-se que a qualidade da proteína das microalgas é pouco influenciada pelas 

condições de cultivo, e estas apresentaram a mesma composição de aminoácidos quando 

submetidos a maiores intensidades luminosas, ou a fases distintas (BROWN et al., 1997). As 
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microalgas possuem composição nutricional próxima a alimentos convencionais, e pela 

quantidade de proteínas podem ser consideradas fontes não convencionais. No entanto, a 

caracterização da proteína, a determinação da quantidade de aminoácidos, o valor nutritivo da 

proteína e o grau de disponibilidade dos aminoácidos ainda estão poucos descritos na 

literatura (POLAORE et al., 2006). 

 
4.5.3.1 Aminoácidos 
 
 

Os aminoácidos são compostos de grande interesse para a indústria farmacêutica e 

bioquímica (PRONCE & TILQUIN, 1996). Unidades fundamentais das proteínas diferem uns 

dos outros em suas cadeias laterais (grupos R), que variam em estrutura, tamanho e carga 

elétrica, influenciando a solubilidade do aminoácido em água (SILVA et al., 2005). São 

derivados de ácidos carboxílicos nos qual um hidrogênio estaria substituído por um 

aminogrupo, em qualquer posição de cadeia carbônica. Todos os aminoácidos naturais e 

obtidos por hidrólise de proteínas têm sempre um grupo amínico ou imínico adjacente ao 

grupo carboxílico, estes possuem as formas oticamente ativas denominadas D- e L-

aminoácidos, esta segunda mais encontrada na natureza (BOBBIO & BOBBIO, 1995). O 

carbono α (Figura 4.6) liga-se a grupos amino, carboxil, R e a um átomo de hidrogênio, sendo 

considerado um centro quiral (SILVA et al., 2005). 

 

 

 

 

 

            Figura 4.6: Estrutura química simples da representação de um aminoácido 

 

Mais de 2 milhões de toneladas de aminoácidos são produzidos por ano, 

movimentando um mercado de aproximadamente US$ 3 bilhões, sendo a maior parte 

produzida por via fermentativa (HERMANN, 2003). O mercado mundial de aminoácidos é 

estimado na ordem de US$ 915 milhões para L-glutamato, de US$ 600 milhões para L-lisina, 

US$ 198 milhões para L-fenilalanina e US$ 43 milhões para L-aspartato (DEMAIN, 2000). 

        H 
         | 
R −  Cα  − COOH 
         | 
       NH2 
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Os aminoácidos podem ser classificados conforme o radical R. Os não polares são 

alanina (ALA), fenilalanina (FEN), glicina (GLI), isoleucina (ILEU), leucina (LEU), 

metionina (MET), prolina (PRO), triptofano (TRI) e valina (VAL). Os polares a asparagina 

(ASN), cisteina (CISH), glutamina (GLN), hidroxiprolina (HIPRO), serina (SER), tirosina 

(TIR) e treonina (TRE). Os de radical positivo a arginina (ARG), hidroxilisina (HILIS), 

histidina (HIS) e lisina (LIS). O ácido aspártico (ASP) e o ácido glutâmico (GLU) possuem 

radical negativo. Também são divididos pela funcionalidade: glicina, alanina, valina, leucina e 

isoleucina são alifáticos; cisteína e metionina possuem enxofre; serina e a treonina são 

hidroxiladas; fenilalanina, tirosina e triptofano são aromáticos; prolina é cíclico. lisina e 

histidina são básicos. A arginina, ácido aspártico e ácido glutâmico são ácidos (MAHAN & 

ESCOTT-STUMP, 2002). A Tabela 4.8 apresenta a composição de aminoácidos essenciais 

em alguns alimentos e microalgas.  

 
Tabela 4.8: Composição de aminoácidos essenciais de algumas espécies de microalgas e 
alguns alimentos 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Requerimento de aminoácidos sugerido FAO g/100g (FAO/WHO/UNU, 1985) ND-Não determinado; 
* Fen+Tir; ** Met+Cis; a Condicionalmente essencial. AGOODMAN-LOWE et al., 1999; BKARR-ILUINTHAL 
et al., 2005; CROZAN et al., 2001;DKHATTAB et al., 2009; EBERTOL et al., 2001; FQUEVEDO et al., 1999; 

GCAMPOS et al., 2010; HTZOVENIS et al., 2009;   ICHEN et al., 2007; J ROMAN & SGARBIERI, 2005b  

 Composição de aminoácidos essenciais 
Alimentos Arga Fen Hisa Ileu Leu Lis Met Tre Tri Val 
CrustáceoA 9,70 2,90 1,60 1,90 5,40 6,30 1,10 3,20 ND 2,20 
FeijãoB   6,90 6,00 3,20 5,30 9,00 7,70 1,30 4,90 ND 5,90 
LentilhaC 9,10 5,55 6,84 5,06 8,09 5,69 1,18 5,62 ND 7,24 
ErvilhaD 7,93 5,17 2,33 3,89 7,84 6,25 1,60 4,46 0,61 5,11 
SojaE ND 2,41 1,17 2,08 3,54 3,40 0,69 1,85 0,67 2,41 
TrigoF 4,30 4,60 2,10 3,80 6,40 2,70 1,60 2,90 ND 4,30 
CaseínaJ ND 13,51* 3,51 5,56 11,99 9,06 4,03** 5,29 1,17 7,55 
Microalgas           

Chlorella v.F 7,97 6,02 2,40 4,82 10,78 7,70 1,55 5,60 1,10 7,88 

Dunaliella t.G 5,40 5,40 2,10 4,10 8,70 5,40 2,80 5,00 ND 5,50 

Isochrysis g.G 5,60 5,80 2,00 5,50 9,50 5,40 2,20 5,40 ND 6,70 

Tetraselmis g.G 6,70 6,10 2,50 4,50 8,90 6,40 1,70 5,70 ND 6,50 

Tetraselmis g.H 3,53 1,75 0,73 1,40 2,54 2,23 0,68 1,68 ND 1,83 

P. donghaiense
I 2,79 1,50 0,34 1,34 2,89 1,74 1,03 1,43 ND 1,94 

FAO (2-5 anos) - 6,3*  1,9  2,8  6,6  5,8   2,5**  3,4   1,1  3,5  

FAO (adultos) - 1,9*  1,6  1,3  1,9  1,6   1,7**  0,5  0,9  0,3  
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Deve-se destacar a essencialidade de alguns aminoácidos, como a arginina, 

fenilalanina, histidina, isoleucina, leucina, lisina, metionina, treonina, triptofano e a valina 

(BOBBIO & BOBBIO, 1995), que por não serem sintetizados no organismo humano, 

precisam ser consumidos na alimentação. Segundo POLAORE et al., (2006) os aminoácidos 

essenciais presentes em microalgas comparados a alimentos protéicos convencionais, 

mostram aspectos favoráveis. 

BROWN (1991) constatou que dois gêneros de Tetraselmis (T.suecica e T. Chuii) 

continham maior quantidade do aminoácido arginina em comparação a outras espécies. Um 

estudo realizado por BROWN et al. (1997) analisou os tipos e a quantidade de aminoácidos 

presentes em algumas espécies de microalgas por meio da hidrólise a 110 ºC por 24 h com 

ácido metanosulfônico 4M e eluição em cromatografia líquida de fase reversa com alta 

eficiência. Os autores constataram que as composições de aminoácidos foram parecidas entre 

as espécies estudadas, sugerindo proteínas de qualidade similar. Aspartato e glutamina 

apareceram em maiores concentrações (7,1 - 12,9%), cisteína, metionina, triptofano e 

histidina em menores quantidades (0,4 - 3,2%) e outros aminoácidos ficaram entre 3,2 - 

13,5%. Desta forma a proteína contém aminoácidos essenciais interessantes à alimentação. Os 

aminoácidos presentes em Primnesiofita, Clorofita e Prasinofita podem ser visualizados no 

Gráfico 4.2. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
          Gráfico 4.2: Perfil de aminoácidos das divisões Primnesiofita, Clorofita e Prasinofita 
            (Adaptado de BROWN et al., 1997) 
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Por hidrólise total, as cadeias peptídicas dão origem a aminoácidos livres (BOBBIO & 

BOBBIO, 1995). O método mais tradicional de hidrólise usa ácido clorídrico 6N a 110 ºC e é 

reconhecido como padrão sendo o mais utilizado na quantificação de aminoácidos, embora 

promova a destruição, especialmente da cistina, metionina e triptofano. Segundo, 

BERNARDI et al., (2003) a recuperação de aminoácidos varia em função do tipo de material 

e do método utilizado. A maior rapidez, praticidade e taxa de recuperação foram obtidas 

quando se neutraliza os reagentes de hidrólise.  

Sabe-se que os aminoácidos livres possuem maior osmolaridade e são menos tolerados 

por indivíduos com absorção intestinal reduzida. Sendo hiperosmolares, aumentam a secreção 

intestinal podendo causar diarréia (BARBOSA et al., 2004; GRIMBLE et al. 1986). 

 

4.6 Hidrolisados protéicos 

 

Uma mistura protéica de boa qualidade ou de alto valor biológico é aquela que fornece 

boa digestibilidade, quantidades adequadas de aminoácidos essenciais e de nitrogênio total 

(PIRES et al., 2006). O processo de clivagem das ligações peptídicas origina peptídeos de 

diferentes tamanhos e aminoácidos livres, sendo denominado de hidrólise protéica. Este 

processo pode ser catalisado por ácidos, bases ou enzimas e apresentam aspectos positivos e 

negativos, dependendo da sua utilização e dos objetivos a serem alcançados (ADLER-

NISSEN apud SILVA et al., 2009). 

O interesse na síntese de hidrolisados protéicos aumentou durante as duas últimas 

décadas, desde que pesquisadores mostraram preparos de hidrolisados de alta eficiência, ricos 

em pequenos peptídeos (di e tripeptídeos) de alto valor nutritivo e com melhor desempenho 

absortivo do que aminoácidos livres (BARBOSA et al., 2004; GRIMBLE et al. 1986). 

BOZA et al., (2000) avaliaram o efeito nutricional de hidrolisados protéicos e 

aminoácidos em ratos. Os hidrolisados aumentaram o crescimento, a retenção de nitrogênio e 

os níveis de estoque de glutamina9 (músculo e plasma) em relação à administração de 

aminoácidos essenciais isolados (glutamina e arginina). A distribuição molecular do 

hidrolisado protéico do suplemento industrial Whey protein (proteína de soro e leite) contém 

moléculas com distribuição >5000 Da (29%), 1000 – 5000 Da (49%), 200 – 1000 Da (21%) e 

9 Glutamina – Aminoácido não essencial, abundante no organismo, que exerce importante papel na capacidade 
renal de reciclar amônia. É importante combustível para células de replicação rápida, como o epitélio 
gastrointestinal, linfócitos, fibroblastos e reticulócitos, tendo importância na função imune, muscular e 
gastrointestinal 
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<200 Da (1%) e foi capaz de aumentar a concentração muscular de glutamina em ratos (>4 

µmol.g-1). 

As proteínas ingeridas, na alimentação, não sofrem modificações químicas na boca. 

No estômago, as proteínas e polipeptídios são desnaturados por ação do ácido clorídrico 

(HCl) e hidrolisadas pela pepsina. A digestão no estômago representa apenas 10 - 20% da 

digestão total protéica. A maior parte ocorre no lúmen do duodeno e jejuno, sob a influência 

do suco pancreático, processando-se, quase completamente no íleo terminal. No intestino 

delgado, em pH neutro, a enteropeptidase ativa o tripsinogênio em tripsina que, por sua vez, 

promove a ativação das outras pró-peptidases do suco pancreático. Ocorre a hidrólise luminal 

de proteínas e polipeptídios, produzindo aminoácidos (AA) livres e pequenos peptídios (2 - 

6AA). Os pequenos peptídios são hidrolisados pelas peptidases da borda em escova a 

aminoácidos, di e tripeptídios que são absorvidos, principalmente, no jejuno proximal 

(FRENHANI & BURINI, 1999). 

Durante o metabolismo de proteínas, o primeiro estágio de hidrólise leva à formação 

de oligopeptídeos com 2 a 6 resíduos de aminoácidos e aminoácidos livres. Estes peptídeos 

são clivados em di e tripeptídeos e aminoácidos livres. Os di e tripeptídeos são absorvidos 

mais eficientemente que os aminoácidos livres, os quais, por sua vez, são melhores que os 

tetra ou peptídeos superiores. Em quantidades equivalentes de di, tripeptídeos e misturas de 

aminoácidos livres, os di e tripeptídeos apresentam velocidade de absorção aproximadamente 

10 vezes maior (SILVA et al., 2009; GAUDIX et al. 2000; FRENHANI & BURINI, 1999). 

A hidrólise enzimática apresenta vantagens em relação à química devido a: 1) 

seletividade das enzimas que são específicas para determinado tipo de ligação não sendo fonte 

de produtos de degradação como na química; 2) condições moderadas de temperatura (40 a 60 

ºC); 3) e pH (4 e 8) que mantêm o valor nutritivo não causando destruição de aminoácidos 

arginina e cisteína (hidrólise química ácida), triptofano (hidrólise química ácida) e serina e 

treonina (desaminação), são biodegradáveis proporcionando ambiente reacional não agressivo 

e apresentam alta eficiência catalítica (KOBLITZ, 2008; GAUDIX et al. 2000). 

As proteases são enzimas que pertencem ao grupo das hidrolases (EC 3.4), e catalisam 

a reação de hidrólise das ligações peptídicas das proteínas, e podem ainda apresentar atividade 

sobre ligações éster e amida. A escolha da protease ou da mistura de proteases para produzir 

hidrolisados protéicos é baseada primeiramente no grau de especificidade e na extensão da 
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hidrólise para gerar o produto intencionado, mas deve-se considerar a aprovação no uso para 

alimentos, o custo-contribuição da enzima e a aplicação do hidrolisado em dietas especiais 

(KOBLITZ, 2008; MAHMOUND & CORDLE, 2000). 

As proteases são classificadas conforme: 1) Origem (animal, vegetal, bacteriana ou 

fúngica); 2) Ação catalítica (endopeptidases que rompem o interior de cadeias peptídicas e 

exopeptidases que separam aminoácidos e dipeptídeos dos extremos (-N e -C) das cadeias 

polipeptídicas); e 3) Natureza do sítio catalítico (endopeptidases como serina-, cisteína-, 

metalo- e aspartato-proteinases; e exopeptidases amino-, carboxi- ou –dipeptidades). Estas 

atuam sobre a ligação peptídica, rompendo-a e liberando o grupo amino e o grupo hidroxilado 

(equação 6.1). Os grupos amina e carboxílico formado na hidrólise podem estar parcialmente 

ionizados, de acordo com o pH do processo, segundo as equações 6.2 e 6.3 (IMPLVO, 2006; 

GUADIX et al., 2000). 

 

 

 

 

 

 

A especificidade e as propriedades da enzima são responsáveis pela trajetória da 

reação (ROMAN & SGARBIERI, 2005a). Esta hidrólise resulta na diminuição do peso 

molecular, no aumento do número de grupos ionizáveis e na exposição de grupos 

hidrofóbicos que estavam protegidos na estrutura original da proteína (PANYAM & 

KILARA, 1996). 

A maioria das proteases comerciais contém mistura de enzimas com atividade de endo 

e exopeptidase. A protease aspártica deriva de fungos (Aspergillus, Rhizopus, Mucor, 

Penicillium spp.) e do estômago de suínos ou bovinos, e atua sobre ligações peptídicas entre 

os aminoácidos fenilalanina e leucina. As proteases vegetais (papaína do mamão, bromelina 

do abacaxi e ficocina do figo) são cisteínicas, contêm –SH no sítio ativo e hidrolisam as 

ligações peptídicas adjacentes a aminoácidos hidrofóbicos e aromáticos (fenilalanina, valina e 

leucina). Proteases bacterianas (Bacillus sp.) como a alcalase e a substilisina são serínicas 

com ação nas ligações peptídicas adjacentes a aminoácidos hidrofóbicos e aromáticos. As 
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metalo-proteases, possuem mecanismo de ação similar as serino-proteases de mamífero, mas 

com estrutura primária e terciária diferentes. A pancreatina (do pâncreas de suínos e bovinos, 

usual na confecção de hidrolisados hipoalergênicos para fórmulas infantis) é uma mistura de 

tripsina, quimiotripsina, elastase e carboxipeptidades A e B com atividade de endo e 

exopeptidase. A tripsina age na hidrólise das ligações peptídicas ligadas a grupos carboxílicos 

de lisina e arginina, a quimiotripsina cliva as ligações peptídicas de aminoácidos aromáticos 

(triptofano, fenilalanina e tirosina) (KOBLITZ, 2008; MAHMOUND & CORDLE, 2000). 

Estudos sobre hidrolisados protéicos vêm aplicando enzimas de diferentes origens: 

microorganismos, vegetais (papaína do mamão, bromelina do abacaxi) e usuais no sistema 

digestivo humano (tripsina, pancreatina) (SILVA et al., 2009; ABÍLIO et al., 2009; 

BARBOSA et al., 2004). A Tabela 4.9 apresenta algumas enzimas aplicadas na hidrólise de 

proteínas, a origem e as características de estabilidade e a atividade enzimática.  

 
Tabela 4.9: Características das enzimas mais utilizadas na produção de hidrolisados protéicos 

  
 

  Estabilidade Atividade 

Enzima Origem Fabricante pH T (ºC) KDU/g 

Alcalase 0,6L B. licheniformis Novozyme 4<pH<11,5 50<T<60 nd 

Alcalase 2,4L B. licheniformis Novozyme 7 55 nd 

Protemax N411 B. licheniformis Prozyn 9,5 60 580 

Neutrase B. subtilis Novo Nordisk 6<pH<8 45<T<55 nd 

Protease 660L B. subtilis Solvay Co. 7<pH<10 50<T<70 nd 

Corolase N B. subtilis AB enzymes 7<pH<7,5 55 600* 

Corolase 7089 B. subtilis AB enzymes 6<pH<8,5 55<T<60 nd 

Corolase TS B. stearothermophilus AB enzymes 7<pH<8 60<T<75 550* 

Corolase 7092 A. oryzae Novo Nordisk 6<pH<9 35<T<45 nd 

Corolase 7093 A. oryzae Novo Nordisk 7<pH<9 40<T<50 nd 

Corolase LAP A. sojae AB enzymes 6<pH<9 55<T<70 350** 

PEM 2500 S Tripsina suína 6<pH<10 30<T<60 nd 

 Tripsina bovina 6<pH<10 25<T<45 nd 

 Quimiotripsina bovina 

Novozyme 

6<pH<10 25<T<45 nd 
Corolase PP Tripsina 7<pH<9 45<T<55 2500* 
 Quimiotripsina 

AB enzymes 
7<pH<9 45<T<55 nd 

Brauzyn 100 vegetal (mamão) Prozyn 5<pH<7 65<T<75 ND 
Colorase L10 vegetal (mamão) AB enzymes 3<pH<9 50<T<70 850* 

 *UHB/g; **LAP/g; GUADIX et al., 2000; VIEIRA et al., 2008; LOPES et al., 2009; ORDOÑÉS et al., 2008; 
ABÍLIO et al., 2009 ; nd: não divulgado 
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A atividade proteolítica da enzima pode ser determinada pela hidrólise, mensurada por 

absorvância do sobrenadante à 275 nm em espectrometria de UV-VIS, sendo a atividade de 

uma unidade de protease (U.mL-1) definida como capacidade de liberar 1µg de tirosina por 

minuto (µg Tir/mL/min) (DIAS et al., 2008; GAUDIX et al.,2000). 

O critério utilizado na quantificação da reação de proteólise é o grau de hidrólise (GH) 

que define o percentual de ligações peptídicas clivadas em relação ao total de ligações 

peptídicas (ROMAN & SGARBIERI, 2005a). A avaliação do GH depende: do teor de 

nitrogênio liberado na hidrólise da proteína, em presença de agente precipitante; determinação 

de aminoácidos livres ou titulação de prótons liberados (WANG & WANG, 2001). 

Para se obter o GH desejado é necessário controlar a concentração de substrato 

(proteína), a relação Enzima:Substrato (E:S), pH e temperatura. Geralmente, utiliza-se de 10-

14% de base protéica dispersa em água, em pH e temperatura adequados à enzima. Durante a 

hidrólise monitora-se a temperatura, o pH, o tempo e o GH, por osmometria, solubilidade em 

ácido tricloroacético (solubilidade em TCA) ou pela taxa de nitrogênio aminado/nitrogênio 

total (NA/NT) (ROMAN & SGARBIERI, 2005a; MAHMOUND & CORDLE, 2000). A 

Figura 4.7 mostra o processo de obtenção de hidrolisados protéicos. 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
           Figura 4.7: Fluxograma do processo de obtenção de hidrolisado protéico por enzima 
             Fonte - CLEMENTE, 2000; MAHMOUND & CORDLE, 2000 

Ultrafiltração 
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A inativação da enzima pode ser feita por ácido ou calor, seguida de clarificação por 

centrifugação ou filtração. Realiza-se a lavagem para recolher o hidrolisado solúvel. O 

hidrolisado clarificado é pasteurizado (75 – 85 ºC) por 16 segundos para assegurar a 

qualidade e assepsia, em seguida é condensado por evaporação, transformado em pó em spray 

dryer e armazenado em recipientes de polietileno para evitar o ganho de umidade 

(MAHMOUND & CORDLE, 2000). 

Em geral, algumas modificações funcionais são observadas quando a proteína é 

modificada enzimaticamente, como (ARRUDA, 1998): 

• O aumento da solubilidade, especialmente em pH 4 a 5, intervalo no qual muitas 

proteínas são insolúveis. O que implementa seu uso como aditivo em bebidas devido a 

produção de moléculas de baixo peso molecular pela hidrólise; 

•  A diminuição da capacidade de reter água, que depende da natureza da enzima, da 

temperatura e do pH durante a hidrólise; 

• A diminuição da capacidade de geleificação e coagulação, pois as proteínas possuem 

propriedades coloidais quando dispersas em água, formando estruturas estabilizadas 

pela camada de solvatação, e que pode sofrer reversibilidade entre os sistemas “sol ↔ 

gel”, conforme aumente ou diminua as interações proteína – proteína e proteína – 

água. As interações sofrem influência da temperatura, do pH, da proximidade ou do 

afastamento em relação ao ponto isoelétrico e da força iônica. Condições extremas 

levam à coagulação da proteína. A proteína hidrolisada perde a capacidade de 

geleificação, pelo aumento no sistema de cargas e repulsão entre os peptídeos. Mas, se 

o hidrolisado constituir uma solução verdadeira, passa a ser vantajoso em relação à 

proteína íntegra, e pode sofrer processamento industrial com ação de calor, sem que se 

observem mudanças significativas nas propriedades do produto final. 

• A diminuição do poder emulsificante. A capacidade da proteína estabilizar emulsões 

está relacionada à área superficial que pode ser gerada pela proteína quando em 

contato com óleos, funcionando como colóide protetor ou surfactante, o que pode ser 

explicado pela hidrofobicidade-hidrofilicidade protéica. Assim, promove a retenção de 

aroma, diminui perdas por aquecimento, age como emulsificante e aerante, podendo o 

hidrolisado ser aplicado em molhos, maioneses, sorvetes e chantilis. 
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Segundo MAHMOUND & CORDLE (2000) o GH pode ser classificado como leve 

(5%), moderado (12%) e extenso (55%). O GH leve mostra frações peptídicas com cerca de 

90% >5000 Da e 4% <500 Da, a moderada apresenta frações com 46% de fração >5000 Da e 

54% <5000 Da. A extensa apresenta 90% de frações <500 Da.  Os perfis peptídicos de 

hidrolisados protéicos também podem ser avaliados por métodos de fracionamento dos 

peptídeos por cromatografia líquida de alta eficiência de exclusão molecular (SE-CLAE), que 

possibilita separar e quantificar peptídeos com massas moleculares menores do que 1000 Da 

(BARBOSA et al., 2004; SILVESTRE et al., 1994). A Tabela 4.10 compara o tamanho da 

molécula (número de aminoácidos) com o peso molecular (PM). 

 

Tabela 4.10: Número de aminoácidos e peso molecular em peptídeos 

Peptídeos versus Peso molecular 
Nº AA P M ±DP Nº AA P M ±DP 

2 253,9  ±64,1 14 1651,9  ±129,3 
3 360,4  ±99,6 15 1838,5  ±205,5 
4 452,8  ±94,6 16 1828,4  ±71,5 
5 546,5  ±104,8 17 1819,2  ±135,2 
6 724,3 18 1813,9 
7 656,4 20 2295,9 
9 1041  ±113,8 25 3343,2 
10 971,2  ±68,8 29 3048,3 
11 1312,5  ±95,8 30 3385,4 
12 1382,4  ±151,8 39 4466,9 
13 1354,3  ±142,1 42 4964,9 

Nº AA: Número de aminoácidos; P.M: Peso molecular (g/mol); DP: Desvio padrão 
 Adaptado de JANINI et al., 2001 
 

O fracionamento de peptídeos por CLAE de exclusão molecular em coluna PHEA, 

com amostras de 1g.100mL-1 em solução de ácido fórmico 0,05 mol.L-1 (pH 2,5), submetidas 

à cromatografia à temperatura ambiente, sob condições isocráticas com fluxo de 0,5 mL.min-1 

por 35 minutos, mostrou 4 frações: F1, de 13,5 a 18,0 min (peptídeos grandes, com mais de 7 

aminoácidos); F2, de 18,0 a 21,5 min (peptídeos médios, entre 4 e 7 aminoácidos); F3, de 

21,5 a 22,5 min (di e tripeptídeos); e F4, de 22,5 a 32,0 min (aminoácidos livres),  

quantificadas pelo método rápido da Área Corrigida da fração (ACF) (BIZZOTTO et al., 

2006; SILVESTRE et al., 1994a; SILVESTRE et al., 1994b).  
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ORDÓÑES et al., (2008) produziram hidrolisados protéicos a partir do girassol 

integral. Iniciaram a reação com a endopeptidase alcalase 2,4 L durante 2 h e 30 min, depois 

adicionaram a exopeptidade flavourzyme 1000L por 2 h. Produziram 4 hidrolisados: H1 com 

5% de proteína e E:S 0,01 g.g-1 de concentrado protéico em alcalase e 0,02 g.g-1 de 

concentrado protéico em Flavourzyme; H2 com 8% de proteína e E:S 0,01 g.g-1 de 

concentrado protéico em Alcalase e 0,02 g.g-1 de concentrado protéico em Flavourzyme; H3 

com 5% de proteína e E:S 0,02 g.g-1 de concentrado protéico em Alcalase e 0,025 g.g-1 de 

concentrado protéico em Flavourzyme; H4 com 8% de proteína e E:S 0,02 g.g-1 de 

concentrado protéico em Alcalase e 0,025 g.g-1 de concentrado protéico em Flavourzyme. 

Concluíram que a exopeptidase não gerou influência notável. H4 mostrou maior quantidade 

de aminoácidos livres (PM 100 Da), e H3 maiores níveis de peptídeos. H1 e H3 apresentaram 

peptídeos de PM entre 13000 – 30000 Da e H2 e H4 entre 7000 – 30000 Da e continham mais 

peptídeos <5000 Da. 

SILVA et al., (2009) caracterizaram hidrolisados protéicos por SE-CLAE, eficiente no 

fracionamento de peptídeos de baixo peso molecular (inferiores a 1000Da). Dos hidrolisados 

protéicos foram separadas quatro frações. O emprego da pancreatina e da protease do A. 

oryzae levaram à obtenção dos maiores teores de di e tripeptídeos (9,12% e 16,14%, 

respectivamente) utilizando relação E:S de 1:100, pH 7, temperatura de 50 °C e 5 h de 

hidrólise para ambas as enzimas, em valores de 7% e 10%, respectivamente, para a 

concentração da matéria-prima. Os autores obtiveram um bom grau de correlação com o perfil 

peptídico, tendo sido positiva para as frações F2, F3 e F4 e negativa para a F1. Ressaltaram 

que F3, apresentou maior associação com o grau de hidrólise (r = 0,452), sendo interessante, 

já que os di e tripeptídeos são, preferencialmente, absorvidos pelo trato gastrointestinal, 

quando comparados aos aminoácidos livres e grandes peptídeos (CARREIRA et al., 2004). 

WILSON & NOVAK (2009) avaliaram o tamanho dos hidrolisados por separação em 

ultrafiltração de 1 kDa, 10 kDa e 30 kDa com membranas de celulose (Millipore). A amônia 

oriunda da proteína foi avaliada com base na composição de aminoácidos (15,95%) presentes 

no soro albumina bovina e na quantidade de nitrogênio orgânico (66,43 g.mol-1). 

BRANS et al., (2004) aplicaram o fracionamento de compostos de hidrólise do leite 

por membrana. A microfiltração (MF), a ultrafiltração, a nanofiltração e a osmose reversa 

separaram compostos de diferentes tamanhos, sendo eficiente no estudo. DAS et al., (2009) 
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estudaram a ultrafiltração em hidrolisados protéicos de sementes obtidos a partir de papaína, e 

concluíram ser um método fácil e rápido na concentração de hidrolisados. Os pesquisadores 

separaram hidrolisados de 14 a 200 kDa em 7 frações diferentes. O hidrolisado foi preparado 

a partir de 10 g de proteína em 200 mL de água destilada em pH 10, incubados a 50 ºC por 1 h 

em agitação. A solução foi ajustada ao pH 8 para a hidrólise e utilizou-se 0,5% p/p de papaína 

(6000 NF de atividade). A hidrólise ocorreu por 30 min a 37 ºC e a enzima inativada 

rapidamente por aquecimento a 95 ºC por 5 min, sendo o hidrolisado estocado a 4 ºC. 

WILSON & NOVAK (2009) estudaram o efeito de diferentes condições de hidrólise 

sobre macromoléculas (lipídios, carboidratos e proteínas). As amostras foram hidrolisadas por 

2 h em reator parr, sendo investigada a influência da variação de temperatura entre 130 a 220 

ºC e pressão gerada, sendo testados: 110 ºC (140 kPa), 130 ºC (280 kPa), 150 ºC (510 kPa), 

170 ºC (890 kPa), 190 ºC (1460 kPa), 220 ºC (2870 kPa). Segundo os autores, em condições 

de hidrólise de 130 – 150 ºC em soro albumina bovina (BSA) (66,4 kDa) obteve-se de 60-

66% de proteínas >30 kDa, e 30 - 31% entre 10-30 kDa. Temperaturas de hidrólise superiores 

a 150 ºC causaram redução da fração dominante (1 – 10 kDa) até 220 ºC, demonstrando 

destruição aparente de aminoácidos. Além disso, a quantidade de nitrogênio produzido nas 

diferentes condições apresentou aumento conforme aumento de temperatura e pressão 770 

mg.L-1 (130 ºC), 1400 mg.L-1 (150 ºC), 1690 mg.L-1 (170 ºC), 1720 mg.L-1 (190 ºC), e 1760 

mg.L-1 (220 ºC). 

Em estudo realizado por BIZZOTTO et al., (2006) concentrações protéicas de 1,56 

g.100mL-1 com E:S de 1%, geraram melhores resultados no perfil dos hidrolisados protéicos 

por colorase PP. Os autores obtiveram hidrolisados com 15,2 a 20,2% de grande peptídeos (> 

7 aminoácidos), 33,7 a 36,9% de peptídeos médios (4 a 7 aminoácidos), 20,6 a 31,6% de di e 

tripeptídeos e 22,2 a 79,5% de aminoácidos livres. 

BARBOSA et al., (2004) utilizaram papaína na hidrólise protéica de cinco amostras de 

caseína bovina em solução 0,125% p/v em 0,01 M de tampão fosfato (pH 6,5-7,5). Os autores 

variaram a concentração de papaína E:S (2-4%), a temperatura (37-60ºC) e o pH (6,5-7,5) e 

realizaram a hidrólise por 5 h, e produziram três hidrolisados protéicos com boa composição 

nutricional. O hidrolisado com 2% E:S, 37 ºC mostrou menor custo. Os melhores hidrolisados 

obtidos possuíam de 33,2 a 53,3 nmol% de peptídeos grandes, 19,9 a 40,6 nmol% de 
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peptídeos médios, 12,1 a 19,9 nmol% de di e tripeptídeos e 5,1 a 10,4 nmol% de aminoácidos 

livres. 

SILVA et al., (2009) utilizaram 1:100 de E:S (papaína: substrato de caseína), pH 7, 

temperatura de 55 °C e 5 h de hidrólise para solução de substrato 10% (p/v).  Os autores 

obtiveram uma fração de peptídeos com mais de 7 resíduos de aminoácidos de 24,42%, com 4 

a 7 resíduos de aminoácidos de 34,41%, uma fração com di e tripeptídeos de 6,29% e outra de 

aminoácidos livres de 34,87%, em SE-CLAE. Estes autores também estudaram hidrolisados 

protéicos (10% p/v) de caseína (32,6% proteína) utilizando temperaturas de 50 – 60 ºC e pH 

de 7 - 9, conforme especificidade da enzima. Com relação E:S de 1:100 a 4:100, e verificaram 

que o aumento de pancreatina de 1:100 para 4:100 de substrato diminuiu o GH% (30 para 

15%). Com a Aspergilus oryzae (Flavourzyme) E:S 1:100 obteve-se 27% e na papaína 15%. 

Segundo BARBOSA et al., (2004) na hidrólise por papaína ao elevar a relação E:S de 

2% para 4% houve aumento na quantidade de aminoácidos livres. O aumento da temperatura 

de 37 para 40ºC aumentou di e tripeptídeos, reduzindo os aminoácidos livres. E com aumento 

da temperatura (40 para 60ºC) aumentaram peptídeos maiores (> 4 aminoácidos), diminuíram 

di e tripeptídeos, diminuindo a qualidade do hidrolisado. A redução de pH (7,5 para 6,5) 

causou diminuição de aminoácidos livres e aumento de peptídeos (> 4 aminoácidos). 

BRITO et al., 2004 estudaram a ação da protease, Flavourzyme MG, tipo A, com 

atividade de 1000/g da unidade leucina aminopeptidase (LAPU) em cacau, variando a 

temperatura (30 – 70 ºC) e a relação E:S (97,5 a 1267 U.g de proteína-1). Os autores 

concluíram que a relação E:S afetou o GH%, aumentando-o 4 vezes mais após 6 hs de reação. 

Os hidrolisados protéicos vêm sendo aplicados na formulação de dietas enterais, na 

produção de alimentos especiais ou medicinais para diferentes grupos, incluindo recém 

nascidos pré-termo, crianças com quadro diarréico, gastroenterites, em síndromes de má 

absorção e quadros alérgicos (GAUDIX et al. 2000; CLEMENTE, 2000). 

VON ATZINGEN et al., (2007) confeccionaram dietas enterais artesanais a partir de 

hidrolisados protéicos de carne bovina (patinho), de peito de frango e de peru, utilizando 

bromelina (Ananas comosus) e avaliaram a osmolaridade, fluidez (viscosidade) e pH. E 

encontraram para as dietas preparadas com carne de boi, frango e peru 411 mosm.Kg-1 e 43,9 

cP; 438,5 mosm.Kg-1 e 65,3 cP; 415 mosm.Kg-1 e 57,1 cP de osmolaridade e viscosidade, 

respectivamente. As dietas elaboradas com os três hidrolisados apresentaram pH de 6,1, 
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considerado não interferente na motilidade gástrica. Fórmulas que apresentam entre 280 e 300  

mosm.Kg-1 são classificadas como hipotônicas, as isotônicas entre 300 e 350 mosm.Kg-1, 

levemente hipertônicas entre 350 e 550 e hipertônicas entre 550 e 750 mosm.Kg-1. Deste 

modo às fórmulas obtidas neste estudo foram classificadas como levemente hipertônicas. 

Os hidrolisados protéicos apresentam vantagens funcionais em relação às proteínas 

integrais, pois possuem menor imunogenicidade que proteínas e peptídeos de elevado peso 

molecular (BIZZOTTO et al., 2006). O valor nutricional destes produtos está associado à 

origem da proteína, ao tipo de hidrólise (enzimática ou química) e ao tamanho da cadeia 

peptídica. A qualidade da proteína está relacionada à composição de aminoácidos, 

principalmente os essenciais (BARBOSA et al., 2004). Assim, o critério de seleção a ser 

considerado em hidrolisados protéicos inclui o valor nutricional, custo, sabor, antigenicidade, 

solubilidade e funcionalidade (LAHL & BRAUN, 1994). 

O perfil peptídico do hidrolisado protéico deve ser conhecido para uso em dietas 

especiais, pois devem apresentar alto teor de di e tripeptídeos, peso molecular médio de 500 

Da e não conter peptídeos maiores que 1000 Da (GONZÁLES-TELLO et al., 1994). A 

hidrólise de proteínas e peptídeos pode causar problemas quando mantido o alto peso 

molecular causando alergias, ou durante o processo de hidrólise ao produzir sabor amargo 

pela hidrofobicidade das cadeias laterais e pela fonte protéica utilizada. No entanto, estas 

características são contornáveis quando se produz produto peptídico de peso molecular menor 

que 1000Da (OTANI et al. 1990; MARTINS, 2005). 

ROMAN & SGARBIERI (2005a) estudaram o efeito da hidrólise enzimática por 

quimosina (Flavourzyme 500L) nas propriedades funcionais de caseína bovina coagulada, e 

verificaram que a capacidade de absorção de água (CAA) foi maior em hidrolisados com 5,7 a 

12,8% de GH, e em GH superior a absorção dos hidrolisados foi maior do que do coágulo de 

caseína. A solubilidade aumentou conforme aumento do GH (35,8%), e a capacidade de 

retenção de água (CRA) foi maior em grau de hidrólise menor. A maior produção de espuma 

foi observada em GH de 12,8% e a maior estabilidade da espuma em GH 5,7%. Propriedades 

emulsificantes foram observadas apenas com 5,7% de GH, não diferindo do coágulo de 

caseína, formando emulsão mais estável. 

Pesquisadores estudaram a hidrólise em proteínas de pescado e investigaram o grau de 

hidrólise e as propriedades funcionais do hidrolisado. A Alcalase apresentou atividade 
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específica, grau de hidrólise (34,2%), solubilidade, capacidade de retenção de água e de 

formação de espuma (17,9%) maior do que a enzima Flavourzyme. No entanto, os resultados 

de capacidade de retenção de óleo (1,02%) e de estabilidade de Espuma (68,5%) foram 

maiores para o hidrolisado obtido com a enzima Flavourzyme (MORAES et al., 2006). 

As proteínas mais utilizadas no preparo de hidrolisados são as caseínas, as proteínas 

do soro do leite e a soja, o que se deve, no caso da caseína, às propriedades funcionais 

desejáveis pela indústria de alimentos como solubilidade, capacidade de hidratação, retenção 

de água, de emulsificação e de formação de espuma (FONKWE & SINGH, 1995; ROMAN & 

SGARBIERI, 2005a). O concentrado protéico do soro de leite possui alto teor protéico de 35-

80%, e à presença de proteínas de alto valor biológico (BRANS, 2004). 

CHALAMAIAH et al., (2009) produziram hidrolisados protéicos a partir de peixe 

com papaína ou alcalase (0,5% p/p em relação à proteína) utilizando 13 g de substrato em 200 

mL de água destilada. Encontraram GH% de 60 e 17,1% para a alcalase e papaína, 

respectivamente. Os hidrolisados mostraram aumento de solubilidade, absorção de gordura e 

emulsificação, indicando em SDS-PAGE a distribuição de pequenos peptídeos de tamanho 

entre >10 KDa e 205 KDa, sendo considerado hidrolisados com peptídeos bioativos. 

O termo bioatividade se refere aos componentes alimentares que podem afetar 

processos ou substratos biológicos e, por este motivo, podem ter um impacto sobre as funções 

corporais ou condições do organismo e, finalmente, sobre a saúde em geral (GERDES et al., 

2010). Segundo a ANVISA (2002) denominam-se substância bioativa os nutrientes e não 

nutrientes que possuem ação metabólica ou fisiológica específica.  

Os peptídeos bioativos podem existir naturalmente no alimento, sendo comum estarem 

inativos ou ausentes nas sequências de aminoácidos das proteínas nativas, e serem libertados 

ou ativados, in vivo quando ocorre digestão proteolítica ou no processamento do alimento e 

por proteólise mediada por enzimas (IMPLVO, 2006). Os peptídeos bioativos são cadeias 

seqüenciais de aminoácidos de pequeno tamanho, contendo entre dois e quinze resíduos, 

inativos dentro da proteína, mas que podem ser liberados exercendo efeitos benéficos para o 

organismo. Estes podem ser úteis não só para a saúde do indivíduo, bem como antioxidantes 

naturais para a conservação de alimentos (CENTENARO et al., 2010). 

Pesquisas afirmam propriedades bioativas de peptídeos derivados do soro do leite que 

podem exercer atividades benéficas sobre o sistema cardiovascular inibindo a ECA 
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(hipertensiva) e efeitos anticoagulantes, inibindo a agregação de plaquetas (antitrombótica). O 

efeito hipocolesterolêmico tem sido relatado no uso de peptídeos de caseína, do soro de leite e 

também de proteína da soja (MARQUES et al., 2010). A ECA prefere substratos contendo 

resíduos hidrofóbicos amino (aromáticos ou de cadeia ramificada) na região C-terminal. 

Somente frações de soro de leite hidrolizadas com tripsina ou uma combinação de tripsina, 

pepsina e quimotripsina mostraram atividade inibidora de ECA (GERDES et al., 2010). PIJL 

et al., (2008) estudaram a absorção dos tripeptídeos Ile-Pro-Pro (IPP), Val-Pro-Pro (VPP) e 

Leu-Pro-Pro (LPP) que possuem efeito na diminuição da pressão sanguínea. A maior 

absorção ocorreu para o IPP. 

Pesquisas têm relatado efeitos antitumorais e imunomoduladoras de peptídeos naturais 

e sintéticos (SUJIT & MAITE, 2008). PURI et al., (2009) estudaram dois fragmentos de 

hexapeptídeos (Val-D-Glu-Gly-Ile-Pro-Tyr e Val-Glu-D-Pro-Ile-Pro-Tyr) e ciclosporina 

(medicamento imunossupressante) na imunomodulação de ratos que sofreram transplante de 

fragmentos de pele, e concluíram que estes peptídeos possuem efeito seguro e não tóxico na 

imunossupressão, além de aumentar a resistência do fragmento transplantado. 

PACHECO et al., (2006) avaliaram a atividade do hidrolisado das proteínas de soro de 

leite bovino e uma fração de peptídeos de baixo peso molecular (<1 kDa), na proteção do 

epitélio da mucosa do estômago de ratos Wistar adultos contra o processo ulcerativo. O 

hidrolisado protéico foi obtido por tratamento com pancreatina (GH = 20%), e fracionado em 

membrana de fluxo tangencial com faixa de corte de 1 kDa. A administração aguda do 

hidrolisado resultou em 65,5% de redução dos índices de lesões ulcerativas, sendo obtidas 

77,4% de inibição em dose dupla, atribuída ao alto conteúdo de compostos sulfidrilas que 

serviram de substrato para síntese de glutationa10 pelas células da mucosa gástrica.  

A encefalopatia portal sistêmica é uma complicação da cirrose hepática, e é 

ocasionada por desequilíbrio plasmático entre a diminuição de aminoácidos de cadeia 

ramificada (AACR: Val, Leu e Ile) e o aumento de aminoácidos aromáticos (AAA: Phe, Tyr e 

Trp) e outros (Met, Gln, Asn e His). Benefícios são conhecidos ao suplementar AACR 

(SOBOTKA, 2008; MAHAN & ESCOTT-STUMP, 2002). Pesquisadores vêm utilizando 

pepsina e proteases (actinase e carboxipeptidase) para liberar os grupos de AAA nos N- e C- 

terminais, a fim de diminuir os AAA e aumentar a relação AACR/AAA (CLEMENTE, 2000). 

10 Glutationa: Agente de defesa antioxidante do organismo que pode ser aumentada por oferta dos aminoácidos 
glicina, ácido glutâmico e cisteína. 
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CENTENARO et al., (2010) estudaram o efeito antioxidante de hidrolisados protéicos 

de frango (GH = 46,9%) e de pescado (GH = 59,8%) a partir da enzima Flavouzyme 

(Novozymes Latin América Ltda). Utilizaram relação E:S de 1% (p/p) em pH e temperaturas 

próprios para a enzima na reação (150mL) realizada em reator encamisado de vidro na 

proporção de 1:3 (p/v) sob agitação de eixo-hélice de 400 rpm à 50 ºC por 60 min em pH 7 

(ajuste com NaOH 2N). Ao fim da reação o ensaio foi recolhido e medido o GH%. A enzima 

foi inativada à 85 ºC por 20 min e os hidrolisados centrifugados por 3500xg durante 20 min 

para separar os lipídios. A atividade antioxidante, de 1,3 mg de amostra dissolvida em 10mL 

de tampão fosfato 50 mM (pH 7,0), foi medida em sistema modelo com ácido linoléico, de 

acordo com metodologia de Osawa e Namiki (1985). Os autores verificaram características 

antioxidantes nos hidrolisados, e que quanto maior o GH% (baixo peso molecular dos 

peptídeos) maior era a inibição oxidativa, mesmo comparando ao α-tocoferol. 

Outro estudo dos mesmos autores avaliou hidrolisados protéicos de corvina (HPC) sob 

ação da enzima Alcalase 2.7 L (endopeptidase) em 50 ºC em pH 8, à enzima foi inativada à 

85 ºC por 15 min. Os autores variaram a relação E:S, avaliaram o GH e as propriedades 

funcionais: solubilidade (S), capacidade de retenção de água (CRA), capacidade de retenção 

de óleo (CRO), capacidade emulsificante (CE) e capacidade de formação de espuma (CFE). 

Verificaram a obtenção de hidrolisados com diferentes GH’s que geraram relação positiva 

com as propriedades funcionais, servindo para diversas finalidades tecnológicas em 

formulações alimentícias. O maior %GH foi obtido na relação 0,06:7,82 e o menor 0,06:2,18 

de E:S (p/p:p/v) (CENTENARO et al., 2009). JUN et al., (2004) determinaram a seqüência de 

aminoácidos do peptídeo antioxidante, isolado de linguado, o mesmo apresentou 10 resíduos 

de aminoácidos, contendo resíduos de tirosina, que é um potente doador de hidrogênio.  

Diversos trabalhos têm relatado que fórmulas contendo oligopeptídeos, especialmente 

dipeptídeos e tripeptídeos, possuem maior valor nutricional do que misturas equivalentes de 

aminoácidos livres ou proteínas intactas (BOZA et al., 2000; FRENHANI & BURINI, 1999). 

O uso dietético de hidrolisados protéicos deve levar em consideração o controle do processo 

da reação de hidrólise e a caracterização dos hidrolisados com base no tamanho dos peptídeos 

formados, pois, sabe-se que o comprimento da cadeia dos peptídeos influência a taxa de 

absorção (GAUDIX et al. 2000). Sabe-se que peptídeos intermediários diferem quanto à 
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solubilidade, devido ao tamanho da molécula e a relação nitrogênio aminado/nitrogênio total, 

formando peptídeos (200 - 500 Da e 0,5 - 0,8) e aminoácidos (75 – 200 Da e 0,8 - 0,9). 

BIZZOTTO et al., (2006) estudaram a remoção de fenilalanina (Phe) em hidrolisados 

protéicos de arroz e concluíram que a enzima colorase PP possibilitou a remoção de 100% de 

Phe dos hidrolisados por uso de carvão ativado, tendo influência apenas da concentração 

protéica inicial para a remoção de Phe. O estudo possibilitou o preparo de formulações 

dietéticas para fenilcetonúricos11. Em estudo semelhante VIEIRA et al., 2008, utilizando 

papaína obtiveram hidrolisados com remoção de Phe superior a 70% nas condições de E:S 

4:100 e proteína:carbono ativado de 1:88. 

O termo “alimentos funcionais” foi primeiramente introduzido no Japão em meados 

dos anos 80, referindo-se aos alimentos processados, e que contenha ingredientes que 

auxiliam funções específicas do corpo além de serem nutritivos, sendo estes alimentos 

definidos como “Alimentos para uso específico de saúde” (Foods for Specified Health Use - 

FOSHU) em 1991. A classificação FOSHU é estabelecida para aqueles alimentos que têm 

efeito específico sobre a saúde devido a sua constituição química e que não devem expor ao 

risco de saúde ou higiênico (MORAES & COLLA, 2006). 

Os peptídeos da β-caseína, Val-Pro-Pro e Ile-Pro-Pro, por exemplo, são aprovados 

pelo FOSHU (Foods for Specified Health Use) no Japão devido à segurança, eficácia e 

biodisponibilidade. Estes peptídeos bioativos são mais estáveis no organismo devido ao 

tamanho e estrutura (presença da ligação prolina-prolina) sendo absorvidos pelo organismo 

sem que sejam previamente decompostos pelas enzimas digestivas, mantendo-se estáveis no 

sangue e sob condições de estimulação gastrointestinais (IMPLVO, 2006). 

Desta forma a eficiência absortiva dos peptídios de hidrolisados em relação aos AA 

livres, depende da: 1) composição em AA e da seqüência dos mesmos (define os sítios de 

hidrólise pelas enzimas pancreáticas) na proteína de origem do hidrolisado; (2) do método de 

hidrólise; (3) e do grau de hidrólise (FREITAS et al., 1995). 

 

 

 

 

 

11 A fenilcetonúria ou PKU, como é mundialmente conhecida, é uma doença genética, causada por uma 
mutação no gene que codifica a enzima fenilalanina hidroxilase, ativada no fígado e responsável pela 
transformação Phe em Tyr. 
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Capítulo 5 – MATERIAL E MÉTODOS 

 

5.1 Material 

 

Na primeira etapa deste trabalho realizou-se um screening entre diferentes espécies de 

microalgas. Para isso, foi realizada uma parceria com o Instituto de Ecodesenvolvimento da 

Baía da Ilha Grande (Projeto POMAR/IED-BIG) sediado em Angra dos Reis (RJ), o qual 

cedeu, gentilmente, cultivos de três espécies de microalgas marinhas. Nesta etapa, parte da 

pesquisa foi desenvolvida no Laboratório de Ecofisiologia e Toxicologia de Cianobactérias 

(LETC/CCS/UFRJ) e no Laboratório de Tecnologias Verdes (GREENTEC/EQ/UFRJ), ambos 

nas dependências da Universidade Federal do Rio de Janeiro (UFRJ). As demais etapas deste 

estudo foram desenvolvidas no Laboratório de cromatografia líquida da Embrapa 

Agrobiologia, no Laboratório de Análise Instrumental (IFRJ), no Laboratório de Protease de 

Microrganismos (CCS/UFRJ), no Laboratório de Processamento de Matéria Primas Vegetais 

e de Tecnologia dos alimentos (EQ/UFRJ) e no GREENTEC. 

 

5.1.1 Microalgas 

 

As três espécies de microalgas marinhas flageladas, Dunaliella tertiolecta da classe 

Clorophyceae, Tetraselmis gracilis da classe Prasinophyceae e Isochrysis galbana uma 

Prymnesiophyceae (Figura 7.1) foram cultivadas no Projeto POMAR/IED-BIG. A microalga 

dulciaquícola Chlorella pyrenoidosa liofilizada foi obtida da empresa Galena® (Campinas-

SP, Brasil). As quatro microalgas foram selecionadas pela composição química e as espécies 

marinhas pelo rápido crescimento em cultivos unialgáceos. 

 

 

 

 

 

 
Figura 5.1: As microalgas marinhas D. tertiolecta., T. gracilis. e I. galbana (a, b e c, 
respectivamente) vistas em Microscópio Olympus S20 com aumento de 100X. 

a b c 
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Os cultivos unialgáceos foram obtidos nos meses de Julho (amostra A1) e Outubro de 

2009 (amostra A2), respectivamente. 

 

5.1.2 Enzimas comerciais aplicadas na hidrólise protéica 

 

− Colorase TS (produzida por Bacillus stearothermophilus, marca AB enzymes) 

− Brauzyn 100 (derivada do mamão papaia, marca Prozyon)  

− ProteMax N411 (produzida pela bactéria B. amyloquefaciens, marca Prozyon) 

 

5.1.3 Instalações e equipamentos 

 

5.1.3.1 Laboratório de Ecofisiologia e Toxicologia de Cianobactérias (LETC) 

− Filtro tangencial Millipore (Pellicon Cossete System) 

− Microscópio Olympus modelo BX5 (S20) - Software cell^B (3.0) 

− Shell Freeze, marca Labconco 

− Liofilizador, marca Labconco, modelo freezone 6 

− Centrífuga, marca Eppendorf, modelo S403 

− Balança digital marca Sartorius BL600 

− Balança analítica digital, marca Metter Toledo, modelo AG 245 

− Mesa agitadora, marca Nova Técnica, modelo NT 145 

− Espectrofotômetro, marca Shimadzu, modelo UV mini 1240 

 

5.1.3.2 Laboratório de Tecnologias Verdes (GREENTEC) 

− Sistema de filtração à vácuo, marca Sartorius 

− Analyser pH 300M 

− Estufa de secagem e esterilização marca Icamo, modelo 0 

− Balança digital marca Shimadzu, modelo AY220 

− Cromatógrafo gasoso, marca Shimadzu, modelo 2010 

− Cromatógrafo gasoso, marca Shimadzu, modelo 2014 

− Vortex marca Biovera, modelo Yellow Line TTS2 
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− Centrífuga Excelsa Baby II, marca Fanen, modelo 206-R 

− Banho, Marca nova ética, modelo 316/2DVE 

− Espectrofotômetro, marca Bioespectro, modelo SP-220 

− Fluorescência de RX, marca Bruker, modelo S4 tools 

− Ultrassom, marca Soni-Tech, modelo Branson 2510R-MTH 

 

5.1.3.3 Laboratório de cromatografia líquida (Embrapa)  

− CLAE, modelo Allianca, marca waters 2695 com detector de fluorescência, marca 

waters (mod. 475) 

 

5.1.3.4 Laboratório de Análise Instrumental (IFRJ) 

− CLAE, modelo Ultimate 3000, marca Dionex com diodo – Software 6.8 Chromeleon 

U3000 PC  

 

5.1.3.5 Laboratório de Protease de Microrganismos (CCS/UFRJ)  

− Cubas para eletroforese em gel 

− Unidade de ultrafiltração, sistema Amicon, modelo Nueva II, 

− Incubadora, marca DeLeo 

− Geladeira/Freezer, marca Brastemp 

 

5.1.3.6 Laboratório de Processamento de Matéria-Primas Vegetais (EQ/CT/UFRJ)  

− Banho termostático 

 

5.2 Métodos 

 

5.2.1 Cultivo Microalgal 

 

 A água do mar foi pré-tratada antes de ser utilizada no meio do cultivo. Esta foi 

submetida à passagem por filtros de 5, 3 e 1 µm, respectivamente. Após a adição dos 

nutrientes, foi realizada a esterilização por autoclave do meio de cultivo. As microalgas foram 
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cultivadas em garrafões transparentes de polipropileno com capacidade para 20 L, em meio de 

cultivo Guillard / F2 modificado (Guillard, 1975), contendo nitrato, fosfato, traços de 

minerais, vitaminas, sódio, água destilada e água filtrada do mar. 

Os cultivos foram mantidos em fotoperíodo de 24 h, com a utilização de 4 lâmpadas 

frias da marca OSRAM de 40 watts e temperatura de 20 ºC (± 2 ºC), sendo aeradas com ar 

comprimido filtrado. O controle de pH do meio foi mantido, entre 7 e 8, com o auxílio da 

solução de TRIS (2-amino-2-{hidroximetil}-1-3-propanediol). O pH foi aferido pela manhã, 

com fita de pH. A Tabela 7.1 mostra a densidade inicial, número de células por mL, de cada 

cultivo. 

 

Tabela 5.1: Densidade inicial de células utilizadas nos cultivos 

Espécie Número inicial de células do cultivo 
 A1 A2 

Dunaliella tertiolecta 3,42 x 105 2,24 x 105  

Isochrysis galbana 1,46 x 106 1,12 x 106 

Tetraselmis gracilis 2,82 x 105 1,81 x 105  
            A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009. 

 

O crescimento dos cultivos foi acompanhado, diariamente, por meio de contagem 

celular em Câmaras de Fuchs-Rosenthal (tipo hemocitômetro), durante o período da manhã. 

 No oitavo dia, os cultivos foram transportados nos garrafões de polipropileno, da 

cidade de Angra do Reis (IED-BIG) para o LETC/UFRJ, onde foram submetidos à filtração 

tangencial, visando a concentração dos mesmos, para análises posteriores. Parte do cultivo foi 

reservado antes da filtração tangencial para realizar a contagem celular, o peso seco de células 

e a análise de pigmentos. 

 

5.2.2 Medidas do Volume celular  

 

 As medidas de volume celular foram realizadas conforme Hillebrand et al. (1999), 

utilizando a equação 7.1 para aferir o biovolume de células em forma de elipse. 

                                       Onde: V = volume celular;     π = 3,14; 
 (Equação 7.1)              V = (π/6).d2.h                             d = diâmetro médio das células; 
                                                                            h = altura média das células. 
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As microalgas, coradas com lugol, foram fotografadas com Microscópio. A aquisição 

da imagem permitiu evitar equivocos nos tamanhos celulares, pois células coradas em lugol e 

preservadas por muitos dias, podem sofrer aumento de tamanho. Desta forma, a aquisição de 

imagem das células foram obtidas no dia de chegada ao laboratório e tiveram suas dimensões 

medidas posteriormente. Foram aferidas medidas aleatórias de 30 células, conforme sugerido 

por Hillebrand, et al. (1999), obedecendo à medição morfológica mínima de 25 células. 

 

5.2.3 Pigmentos (Clorofila e Carotenos) 

 

 Os pigmentos celulares foram analisados a partir de 10 mL de meio de cultivo da 

microalga I. galbana e de 5 mL das microalgas D. Tertiolecta e T. gracilis, em triplicata. As 

alíquotas foram filtradas, com seringa, em filtro de borosilicato com porosidade de 0,7 µm. As 

amostras retidas no filtro foram armazenadas em tubos de ensaio, recoberto com papel 

laminado para evitar a luz, em freezer a –18 ºC. Aos filtrados foi adicionada acetona 90%, 

sendo trituradas no solvente com o bastão de polipropileno, em penumbra, pois a clorofila 

extraída é degradada na presença de luz natural. Os tubos foram mantidos sob refrigeração por 

20 h a 4 ºC, para completar a extração dos pigmentos fotossintéticos e posterior medida da 

absovância em espectrofotômetro. Após repouso, o material foi centrifugado a 3000 rpm por 

10 min, para precipitação de resíduos de filtro. Foi recolhido 3 mL do extrato e em seguida 

adicionado à cubeta de quartzo, em penumbra, para a espectrofotométrica. As absorvâncias 

foram medidas em 750 nm, para verificar resíduos de filtro em suspensão. Em 664, 647 e 

630nm para avaliar as clorofilas a, b e c, e feofitina (Jeffrey & Humphrey, 1975; Lorenzen, 

1967) e em 480 nm para determinar carotenóides (Strickland & Parsons, 1968). Após a 

primeira leitura, foi adicionado em cada amostra, 12 µL HCL 0,25 M por mL de extrato e 

realizada nova leitura nos comprimentos de onda 750 e 664 nm após 1 min. As equações a 

seguir possibilitam a quantificação destes pigmentos:  

 

 

 
 
 
 

                  (Lourenço, 2006; Lorenzen, 1967)  

Clorofila a (µg L-1) = 26,73 x [(A664nm–A750nm) – (A664anm–A750anm)] x v/(Vxc)   
 

Feofitina a (µg L-1)=26,73x[1,8 x (A664anm – A750anm) – (A664nm – A750nm)] x v/(V x c)  
 

Onde: v = volume de acetona utilizado para extrair os pigmentos (L); V = volume filtrado de cultivo; c = 
caminho óptico da cubeta (cm); A = absorvância; a = comprimento de onda após adição de ácido. 
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                   (Lourenço, 2006; Jeffrey & Humphrey, 1975; Strickland & Parsons, 1968)               
 

5.2.4 Composição Química das Biomassas 

 

 Os meios de cultivos unialgais foram submetidos à redução de volume com o auxílio 

de filtro tangencial, com o objetivo de concentrar as células. Após a filtração tangencial 

(Figura 7.2), com filtro de nitrocelulose GSWP OHV 20 – 0,22 µm, o meio de cultivo 

concentrado foi colocado em frascos próprios em Shell freeze, mantidos a – 40 ºC para 

congelamento, sendo o volume total, de meio concentrado, aferido com o auxílio de uma 

proveta de 500 mL. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 

Figura 5.2: Filtração tangencial 

Clorofila a (µg.L-1) = [11,85 x A664nm – 1,54 x A647nm – 0,08 x A630nm] x v/(V x c)        
 
Clorofila b (µg.L-1) = [21,03 x A647nm – 5,43 x A664nm – 2,66 x A630nm] x v/(V x c)       
 
Clorofila c (µg.L-1) = [24,52 x A630nm – 1,67 x A664nm – 7,60 x A647nm] x v/(V x c)        
 
Carotenóides totais (µg.L-1) = 7,6 x A480nm – (3,0 x A750nm) – 1,49 x A510anm –  (2,0 x 
A750nm)] x v/(V x c)        
 
Onde: v = volume de acetona utilizado para extrair os pigmentos (L); V = volume filtrado de cultivo; c = 
caminho óptico da cubeta (cm); A = absorvância; a = comprimento de onda após adição de ácido. 
 

Onde:  
1– Sucção do meio de cultivo para filtragem 
2– Devolução do meio de cultivo concentrado 
após filtração 
3– Água retirada do cultivo 
4 – Unidade de filtração tangencial 

1 

2 3 

4 
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Após o congelamento, o material foi liofilizado sob vácuo de 200 x 10-3 Mbarr a         

– 43 ºC. O esquema simplificado do processamento pode ser visualizado na Figura 7.3.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5.3: Esquema simplificado do congelamento do meio de cultivo, da esquerda para 
direita de, I. galbana, D. tertiolecta e T. gracilis (a). Inserção do meio de cultivo concentrado 
(b).  Congelamento em Shell freeze (c). Liofilização (d). Material seco (e). 

 

O material seco foi recolhido e armazenado em frascos de vidros previamente 

sanitizados com água clorada 200 ppm, e em seguida fechados hermeticamente, embalados 

com papel laminado e colocados em dessecador. Devido a presença de sais no material 

liofilizado, foi realizada a determinação do peso seco do cultivo concentrado, por meio de 

c 

c 

d 

e 

c 

a 

b 
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filtração à vácuo, para estimar quantitativamente a massa de microalgas presente no 

concentrado pós filtração e realizar as análises macromoleculares. 

 A fim de obter o peso seco, vidros de relógio foram secos em estufa a 105 ºC por 1 h, 

e resfriados em dessecador por 20 min. Foi utilizado papel de filtro de nitrato de celulose de 

porosidade igual a 0,8 µm, da marca Sartorius Stedium Biotech. O filtro foi pré-tratado em 

estufa conforme indicação do fabricante. Em seguida, o vidro de relógio com o papel de filtro 

foi pesado com o auxílio de uma pinça para evitar o contato manual e erros de pesagem. Os 

vidros de relógio, com os filtros, foram reservados em dessecador até o momento de filtração 

a vácuo do concentrado, conforme Figura 7.4. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5.4: Esquema simplificado de obtenção do peso seco em filtração à vácuo. Papel de 
filtro foi colocado sobre o suporte do filtro à vácuo (a). Vedação da unidade (b). Adição de 4 
mL do meio concentrado sobre o filtro (c). Adição de 100 mL de água MilliQ para filtração 
(d). Adição do filtro com a massa de células filtradas sobre o vidro de relógio específico e (e) 
secagem em estufa a 50 ºC até peso constante, para a obtenção do peso seco (f). 

 

A água de filtragem foi recolhida em erlenmeyer e deixada em estufa da marca Icamo, 

até peso constante, a fim de avaliar a massa de sais presentes. Antes das análises 

macromoleculares, as amostras liofilizadas foram homogeneizadas, pois se observou que o 

material liofilizado não apresentava homogeneidade, para se evitar erros analíticos. A 

composição centesimal das espécies, em relação aos carboidratos, lipídios e proteínas, foi 

calculada relacionando-se o resultado de cada análise com a massa seca obtida para as células. 

 

a 

b 

c 

d 

e e 

f
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5.2.4.1 Determinação dos carboidratos totais 

 

 Para a determinação de carboidratos foram utilizados 2 mg de células, em peso seco, 

das quatro microalgas, em triplicata. Em seguida, foram adicionados 4 mL de água MilliQ, 

sendo homogeneizada 30 minutos em mesa agitadora. No caso da Chlorella a análise foi 

realizada na biomassa antes e após a extração lipídica. 

 Os carboidratos intracelulares e extracelulares foram quantificados conforme a 

metodologia de Dubois et al. (1956), o qual se fundamenta no fato de que açúcares 

complexos, e seus derivados, incluindo metil ésteres com grupos redutores livres ou 

potencialmente livres, quando tratados com fenol e ácido sulfúrico concentrado produzem 

coloração amarelo-alaranjado, em uma reação sensível e cor estável. O método é simples, 

rápido, sensível e com resultados reprodutíveis (Demiate, et al., 2002), e não é uma análise 

seletiva, e envolve qualquer tipo de carboidrato. Uma curva padrão de glicose (Anexo 5.1) foi 

construída com a finalidade de quantificar, por espectrofotômetro, os carboidratos presentes.  

 

5.2.4.2 Determinação dos lipídios totais 

 

 Para determinar o teor de lipídios totais foram utilizados 500 mg de células, em peso 

seco, das quatro microalgas, em triplicata. A extração dos lipídios das amostras contendo sais 

(I. galbana, D. tertiolecta e T. gracilis) foram submetidas a duas etapas. As amostras pesadas 

em tubo de centrífuga sob balança digital, foram adicionadas de 40 mL de solução (2:1) de 

clorofórmio/metanol, com o auxílio de uma pipeta (Folch, et al. 1956). Os tubos foram 

fechados e agitados sob vortex a 1400 rpm por 20 min, deixados em repouso durante 30 min e 

submetidos à nova agitação por 20 min. Em seguida as amostras foram centrifugadas à 3000 

rpm por 15 minutos à temperatura ambiente. 

 Após centrifugação, foi recolhida a fase líquida em um béquer de peso previamente 

conhecido, que foi levado à capela e em seguida a estufa a 40 ºC para evaporação dos 

solventes residuais. Em seguida foi adicionada a amostra uma mistura de água 

destilada:hexano (1:1) para remoção de sais presentes na amostra e separação da fração 

lipídica. A amostra foi agitada vigorosamente e submetida à nova centrifugação (3000 rpm / 

15 min) para assegurar a remoção do sal e de outros resíduos. A fase superior foi transferida 
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com o auxílio de uma pipeta, em becher, que foi pesado até peso constante. O teor lipídico foi 

estimado relacionando-se a massa seca de células com a massa seca de lipídios obtida. A C. 

pyrenoidosa foi submetida apenas a extração Folch, et al. (1956), seguida de gravimetria. 

 

5.2.4.2.1 Perfil de ácidos graxos 

 

 Para analisar o perfil de ácidos graxos, as frações lipídicas foram submetidas à reação 

de metanólise (YOO et al., 2010). Foram utilizados 300 mg de amostra. Em seguida foi 

realizada a saponificação com 1,00 mL de solução saturada de KOH-CH3OH (potassa 

alcoólica) a 75 ºC por 10 min em banho maria. A amostra foi submetida à metanólise com 

2,00 mL de metanol com 5% de HCl a 75 ºC por 10 min. Estas etapas foram realizadas em 

frasco fechado para evitar evaporação.  A seguir, a fase contendo os ácidos graxos foi 

separada com a adição de 2 mL de água destilada e 2 mL de hexano P.A. A fase superior, de 

hexano, foi recolhida com pipeta e transferida para frascos de vidro que foram colocados em 

estufa a 60 ºC para a evaporação do solvente e concentração da amostra.  

Na fase esterificada, de cerca de 150 mg, foram adicionados 300 µL de heptano P.A. A 

amostra foi agitada manualmente até homogeneização e submetida à análise cromatográfica 

em CG (cromatógrafo gasoso) 2014, com injetor Split a 250 ºC com fluxo de 20 mL.min-1, 

split 1:20, detector FID a 250 ºC e forno à temperatura isotérmica de 200 ºC. Foi utilizada 

coluna capilar Carbowax 20M, da marca Quadrex, com fase estacionária de polietileno glicol 

e dimensões de 30 m x 0,32 mm x 0,25 µm (Norma EN14102). Os ácidos graxos foram 

identificados por comparação com padrões de ésteres e o perfil determinado pelas áreas 

integradas para cada pico. Todas as análises foram realizadas em duplicata de reações de 

metanólise distintas. 

 

5.2.4.3 Determinação das proteínas totais 

 

 Para quantificar as proteínas foram utilizadas 2 mg de células, em peso seco, das 

quatro microalgas, em triplicata. Após a pesagem, foram adicionados 4,00 mL de água 

MilliQ, e esta submetida a homogeneização por 30 min em mesa agitadora. 
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 As proteínas totais foram quantificadas por meio da metodologia modificada de 

Bradford (1976), que usa o corante de Coomassie blue. Este método é baseado na interação 

entre o corante e macromoléculas de proteínas que contém aminoácidos de cadeias laterais 

básicas (lisina e histidina) ou aromáticas (fenilalanina, tirosina e triptofano). No pH de reação, 

a interação entre a proteína de alto peso molecular e o corante provoca o deslocamento do 

equilíbrio do corante para a forma aniônica, que absorve fortemente em 595 nm (ZAIA, et al., 

1998). 

 A curva padrão, de soro albumina bovina (Anexo 5.2), foi construída com a finalidade 

de quantificar, por espectrofotômetro, a proteína hidrossolúvel. Nesta metodologia, 

geralmente, a análise é realizada na fração precipitada após preparo da amostra. No presente 

estudo, a análise foi realizada na fração precipitada e na fração de sobrenadante, já que a 

redução de tamanho da amostra antes desta análise macromolecular provavelmente tenha 

rompido células. Desta forma, para se quantificar a proteína total de forma mais precisa, 

calculou-se o teor de proteína a partir da soma entre a quantidade presente no precipitado e no 

sobrenadante. 

 A biomassa selecionada para as reações de hidrólise protéica foi também submetida à 

análise de proteínas totais pelo método de Kjeldahl. Este quantifica o total protéico a partir do 

nitrogênio total. Neste trabalho foi utilizado o fator multiplicativo de 6,25 aplicado em carnes, 

cereais e leguminosas (IAL, 1995) para concerter nitrogênio em protéina. A análise foi 

realizada na biomassa antes e após a extração lipídica. 

 

5.2.4.3.1 Determinação dos teores de aminoácidos individuais totais  

 

 Nesta análise foi empregada técnica de derivação pré-coluna, por CLAE com detector 

de fluorescência, desenvolvida por Cohen & Michaud (1993), que utiliza o reagente 6-

aminoquinolil-N-hidroxisuccinimidila carbonato (AQC), com emissão em 250 nm e excitação 

em 395 nm para aminoácidos sulforados e oriundos de hidrólise ácida e com emissão de 320 

nm e excitação de 280 nm para o triptofano, para análise final dos derivados de aminoácidos 

livres e totais. 

A amostra (>3 mg de proteína) foi hidrolisada com ácido clorídrico (HCl) (AOAC 

982.30/1982), em seguida o HCl foi removido em alto vácuo e os aminoácidos 
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resolubilizados com 20 µl de HCl 10 – 20 mmol.L-1, e o volume misturado com 80 µl de 

tampão borato (pH 8.8) e derivatizada por adição de 20 µl de ACQ 10 mmol.L-1 em 

acetonitrila. A separação dos aminoácidos derivatizados foi otimizada por meio da coluna 

ACCQ.TagTM C18 3,9 × 150 mm, 4 µm de tamanho de partícula. A temperatura da coluna foi 

mantida a 37 °C (fluxo de 1mL.min-1) e o injetor em temperatura ambiente. A quantificação 

foi realizada pela comparação com uma solução padrão contendo uma mistura de 

aminoácidos livres (padronização externa). Os resultados foram expressos em mg.100g-1 de 

amostra. Os aminoácidos livres foram analisados pela derivatização na solução pós-hidrólise. 

A metionina e a cisteina foram obtidas por oxidação em ácido perfórmico (AOAC 

994.12/2000). Para analisar o triptofano obtido por hidrólise básica, foi utilizado 50 mg de 

proteína (AOAC 988.15/1988). A hidrólise ocorreu a 110 ºC por 20 horas em solução de 

NAOH 4,2 M e 100 µL de 1-octanol em ampola lacrada. O material hidrolisado foi 

resuspenso em 50 mL de água MilliQ. 

 

5.2.4.4 Determinação de cinzas e minerais 

 

As cinzas sulfatadas foram determinadas conforme IAL (2005), por reduzir perdas por 

volatilização. A análise do teor de cinzas foi realizada na biomassa de chlorella antes e após a 

extração lipídica. A composição dos minerais, analisada somente na microalga selecionada 

para a hidrólise protéica (7 g em peso seco), foi analisada em modo semi-quantitativo por 

fluorescência de RX. 

 

5.2.4.5 Determinação da atividade proteásica 

 

A atividade proteolítica expressa a ação da enzima sobre um substrato proteíco, 

solução 0,5% de azocaseína em tampão acetato pH 5,0, e baseia-se na formação de derivados 

corados em meio alcalino, a partir da digestão da solução de azoproteína, conforme método de 

CHARNEY & TOMARELLI (1947). 

Foram preparadas soluções de azocaseína 0,5% em tampão acetato 50 mmol.L-1, pH 

5,0, de TCA 10% (ácido tricloroacético), de hidróxido de potássio (KOH) 5,0 mml.L-1 e de 

tampão acetato de sódio 50 mmol.L-1, pH 5,0. A seguir, 1 mL de solução de azocaseína 0,5% 
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foi colocada em tampão de acetato e deixada em repouso por 10 min a 37 ºC. Foram 

adicionados 1 mL do extrato enzimático diluído (1%). O branco foi obtido a partir de extrato 

enzimático diluído e inativado em banho maria a 100 ºC por 20 min. Após 40 min de reação 

foi adicionado 1 mL de TCA, objetivando a precipitação do substrato não digerido pelas 

enzimas proteolíticas, conduziu-se a centrifugação a 3000 rpm por 15 min, e em seguida 

foram transferidos 2 mL do sobrenadante contendo aminoácidos e oligopeptídeos de baixo 

peso molecular para um tubo de ensaio, e adicionou-se 2 mL de KOH 5 N, formando um 

composto com cor característica que absorve energia em 428 nm. A atividade enzimática é 

expressa em UI (µmol de produto liberado/minuto) e foi determinada pela equação 7.2:  

 

UI = diluição* x ∆Absorvâcia x Vol total da mistura reacional (mL) = UI (µmol.min-1) 

0,1x tempo (min) 

           Equação 7.2 

 
A concentração enzimática é expressa em UI/mL (µmol/min.mL) e foi estimada pela 

equação 7.3:  

 
 [Enz] = diluição* x ∆Absorvâcia x Vol total da mistura reacional (mL) =  

 0,1x tempo (min) x Vol do sobrenadante (mL) 

[Enz] = UI . mL-1 =  µmol.min-1.mL 

           Equação 7.3 

Onde:  
∆Absorvâcia= Absorvâcia da amostra - Absorvância do branco. 
* Apenas se for necessário diluir o sobrenadante (solução de enzima)  
 

5.2.4.6 Perfil de peso molecular das proteínas por SDS-PAGE 

 

 O SDS-PAGE foi aplicado com a finalidade de conhecer o perfil protéico da 

microalga estudada na obtenção de hidrolisado protéico. As proteínas foram extraídas a partir 

de 0,10, 0,05 e 0,02 g em peso seco da amostra liofilizada, com 2% de Triton X-114 em 

tampão Tris 10 mmol.L-1 (pH 7,4) a 0 °C em ultrassom por 40 e 80 min a 42 kHz, a fim de 

que fosse avaliada a quantidade de proteína extraída adequada para detecção no método. O 

material insolúvel foi removido por centrifugação (13000 rpm) por 50 min a 3 °C. As fases 
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hidrofóbicas e hidrofílicas de proteínas foram separadas por gradiente a 6% (p/v) de sacarose 

(BORDIER, 1981). As fases foram dispersas em 60 µL de tampão para proteínas [(Tris-HCl 

0,15 M pH 6,8, SDS 0,5%, glicerol 10,8% v/v), 10 µL de 2- mercaptoetanol e 10 µL de azul 

de bromofenol 0,1%], aquecido a 100 °C por 5 min para desnaturação das proteínas. 

Aplicaram-se 25 µL de amostra no gel de poliacrilamida a 12,5% (LAEMMLI, 1970). A 

corrida de eletroforese foi realizada a 170 V (120 min) e 120 V (180 min) a 400 mA para 

avaliar o tempo ideal para se obter a melhor separação das proteínas. O gel foi incubado em 

solução de comassie blue 2% p/v overnight e descorado até o aparecimento das bandas de 

proteína; ou corado em nitrato de prata, permanecendo em solução reveladora até o 

aparecimento das bandas (GORGÔNIO et al., 2011; HEUSSEN, C. & DOWDLE, E. B. 

1980). 

 

5.2.4.7 Determinação de digestibilidade protéica 

 

A determinação da digestibilidade em função do pH foi realizada conforme 

metodologia de HSU et al.(1977). Uma solução aquosa com biomassa microalgal (6,25 mg de 

proteína.mL-1) foi submetida a reação sob uma solução multienzimática (1,6 mg de tripsina + 

3,1 mg de quimotripsina + 1,3 mg de peptidase (aminopeptidase + carboxipeptidase de 

pâncreas suíno) por mL em pH 8,0 a 37 ºC). O pH foi determinado com potenciômetro digital 

a 10 min do início da reação. Sendo utilizada a equação de regressão: 

 

Y = 210,46 – 18,10 X = %       Equação 7.4                   Onde:  X= pH aos 10 minutos 

 

5.2.5 Planejamento de experimentos e obtenção dos hidrolisados protéicos 

 

Para a reação de hidrólise foi utilizada a biomassa liofilizada da microalga Chlorella 

pyrenoidosa. A biomassa foi submetida à extração lipídica em etanol a 30 ºC por 1 h sob 

agitação de 80 rpm em banho termostático. A biomassa desengordurada e o etanol rico em 

lipídeo foram separados por filtração a vácuo. O etanol foi recuperado em rotavapor para 

separação da fração lipídica e a biomassa recuperada foi seca em estufa a 40 ºC.  
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Para a hidrólise protéica foram utilizadas soluções de substrato nas concentrações de 

4:100 e 12:100 m/m de proteína:tampão para ajuste de pH. Foram utilizadas três 

endopeptidades (enzimas) comerciais: 

- Cisteína protease do mamão papaia (Brauzyn® 100, marca Prozyn); sólida, pH ótimo entre 

5 e 7 e temperatura entre 65 e 80 ºC, contêm –SH no sítio ativo e hidrolisa as ligações 

peptídicas adjacentes a aminoácidos hidrofóbicos (leu e lle) e aromáticos (Fen, Tir, Tri). Com 

sítio ativo em histidina, ácido aspártico e cisteína. 

- Serino protease do Bacillus amyloquefaciens (ProteMax 411, marca Prozyn); líquida de 

origem bacteriana, pH ótimo entre 7 e 7,5 e temperatura entre 50 e 55 ºC, com ação nas 

ligações peptídicas adjacentes a aminoácidos hidrofóbicos e aromáticos. Com sítio ativo em 

histidina, ácido aspártico e serina. 

- Metalo protease do Bacillus stearothermophilus (Colorase® TS, marca AB enzymes); 

líquida de origem bacteriana, pH ótimo entre 7 e 8 e temperatura entre 60 e 75 ºC,  com 

mecanismo de ação similar as serino-proteases de mamífero, com estrutura primária e 

terciária diferentes. Com sítio ativo em triptofano, zinco e glutamina. 

  O pH foi fixado em 6,5 (tampão citrato:ácido cítrico) ou em 7,5 (tampão fosfato:ácido 

cítrico) para todas as enzimas, pois estes pH’s eram ótimos para as enzimas testadas, segundo 

a literatura. A quantidade de enzima foi variada seguindo a recomendação mínima sugerida 

pelo fabricante. As temperaturas de reação e o teor de enzima foram variados conforme 

especificidade da endopeptidase. Após 4 h de reação, a Brauzyn foi inativada a 85 ºC por 1 h, 

a Colorase a 85 ºC por 30 min e a Protemax a 75 ºC por 15 min, conforme recomendações do 

fabricante. Foram realizados seis planejamentos fatoriais 23, com três variáveis independentes 

estudadas em dois níveis e três repetições no ponto central, totalizando 11 ensaios por 

planejamento (CENTENARO et al., 2009; RODRIGUES & IEMMA, 2005). As Tabelas 7.2, 

7.3 e 7.4 mostram os níveis de cada variável independente e seus níveis codificados e reais, 

para as enzimas Brauzyn, Colorase e ProteMax. 

 

Tabela 5.2:Valores das variáveis independentes e dos níveis codificados e reais para a 
Brauzyn 
 
 
 
 

NÍVEIS 

Variáveis -1 0 1 
Enzima (%) 1 1,5 2 
Temperatura (ºC) 60 65 70 
Substrato (%) 4 8 12 
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Tabela 5.3:Valores das variáveis independentes e dos níveis codificados e reais para a 
Colorase 

 

 

 

 

 

  
Tabela 5.4:Valores das variáveis independentes e dos níveis codificados e reais para a 
ProteMax 
 

 

 

 

 

 

A Tabela 7.5 apresenta as matrizes dos planejamentos, e visa obter como variável 

resposta, para as três enzimas, o grau de hidrólise (% GH), das diferentes condições 

experimentais.  

 

Tabela 5.5: Matriz do planejamento fatorial completo (23) para a hidrólise enzimática de torta 
de microalga desengordurada, utilizando Papaína, Colorase ou ProteMax. 

 

  Variáveis codificadas 
Ensaio Concentração de Substrato Concentração de Enzima Temperatura (ºC) 
H1 -1 -1 -1 
H2 +1 -1 -1 
H3 -1 +1 -1 
H4 +1 +1 -1 
H5 -1 -1 +1 
H6 +1 -1 +1 
H7 -1 +1 +1 
H8 +1 +1 +1 
H9 0 0 0 
H10 0 0 0 
H11 0 0 0 

NÍVEIS 

Variáveis -1 0 1 
Enzima (%) 0,05 0,1 0,15 
Temperatura (ºC) 60 65 70 
Substrato (%) 4 8 12 

  

NÍVEIS 

Variáveis -1 0 1 
Enzima (%) 0,075 0,15 0,3 
Temperatura (ºC) 50 55 60 
Substrato (%) 4 8 12 
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A biomassa desengordurada para a reação de hidrólise e o hidrolisado protéico foram 

obtidos por meio das etapas apresentadas no fluxograma da Figura 7.5. As amostras 

receberam como nomenclatura a letra “H”, que sugere a palavra hidrolisado, seguida do 

número de sequância da reação. 

 

  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5.5: Fluxograma do processo de obtenção do hidrolisado protéico a partir da torta de 
biomassa desengordurada de microalgas. 
 

5.2.5.1 Determinação do Grau de Hidrólise 

 

O grau de hidrólise (% GH) foi determinado em triplicata a partir de alíquotas de 50 

µL da reação de hidrólise após inativação enzimática. Esta alíquota foi adicionada de 2200 µL 

do detergente Dodecilsulfato de sódio (SDS 1% p/v). Recolheu-se 250 µL desta solução à 

frascos de 10 mL com tampa rosca, sendo em seguida adicionados de 2 mL do tampão de 

fosfato de sódio 0,2 mol.L-1 (pH 8,2) e 2 mL da solução 0,1% p/v do ácido 

trinitrobenzenosulfônico dihidratado (TNBS). As amostras foram agitadas e incubadas no 

TORTA SECA DE BIOMASSA 
(Rica em proteína e carboidratos) 

BIOMASSA LIOFILIZADA 

  Extração lipídica (1:3 / Biomassa:Etanol) - 1 hora a 30 ºC e 80 rpm 

MISTURA TORTA DE BIOMASSA / SOLUÇÃO TAMPÃO / ENZIMA 

HIDRÓLISE ENZIMÁTICA (4 h) 

INATIVAÇÃO DA ENZIMA 
 (Brauzyn 1 h a 85 ºC; Colorase 30 min a 85 ºC; Protemax 15 min a 75 ºC) 

   FRAÇÃO SOLÚVEL 
FRAÇÃO 

INSOLÚVEL 

CENTRIFUGAÇÃO 
(3500 rpm  / 20 min)   Ultrafiltração 

   HIDROLISADOS (< 10 KDa) 
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escuro a 50 ºC por 60 min. A reação foi parada com a adição de 4 mL de HCl 0,1 N (TORO 

& CARREÑO, 2002). As amostras e o branco tiveram suas absorbâncias determinadas a 420 

nm (ARRUDA, 2008). 50 µL de amostra não hidrolisada (12,5 mg de proteína) foi submetida 

à hidrólise protéica radical com 400 µL de HCl 6 mol.L-1 por 24 h, sendo esta neutralizada 

com NaOH 6 mol.L-1. A amostra totalmente hidrolisada (htot) foi submetida as demais etapas 

para a determinação do grau de hidrólise total. 

Os resultados de leitura foram comparados com curva padrão de leucina 2,2 mM em 

SDS 1%, plotada em A420 a fim de determinar a concentração de grupos amino na amostra 

(Anexo 5.3). Os grupos amino, em estado não protonado, reagem com TNBS em condições 

alcalinas formando um cromóforo de cor amarela detectável a 420 nm. O % GH foi 

determinado a partir das equações 7.5 e 7.6: 

 

 

    Equação 7.5  Onde:  h = absorvância de grupos amino a 420nm 
            b = intercepto em y 

                   m = Slope da curva de calibração 
 

 

        Equação 7.6          Onde:  htot = total de grupos amino livres 
 

 

 

5.2.5.2 Estudo cinético das reações de hidrólise 
 

 Foram selecionadas três reações com os maiores GH, e coletadas alíquotas de 50 µL 

nos tempos de 15, 30, 45, 60, 120, 180, 240, 300 e 360 minutos de reação. A alíquota 

recolhida foi adicionado TCA 10% para precipitação e inativação da enzima 

(CHALAMAIAH et al., 2009). A amostra foi centrifugada a 3000 rpm por 10 min a 25 ºC, 

sendo em seguida analisada quanto ao % GH. Para fins de comparação, cada ponto cinético 

também foi submetido à inativação enzimática por aquecimento, conforme recomendação do 

fabricante, tendo o % GH avaliado em seguida. 

 

 

h = (A x b)  
           m

%  GH =   h__  x  100% 
                htot   



     

 

68 

5.2.5.3 Determinação do Peso Molecular dos hidrolisados 

 

As amostras de maior GH foram as selecionadas para a ultrafiltração e determinação 

do perfil de peso molecular dos hidrolisados obtidos durante reação. A ultrafiltração foi 

realizada com o gás nitrogênio a vazão de 20 psi (1,5 kgf.cm-2) sob agitação. Para separar os 

hidrolisados protéicos, foi utilizada membrana Ultracell para peptídeos (menores que 10 KDa) 

da marca Millipore. A amostra reacional (20 g) foi submetida à centrifugação de 3500 rpm 

durante 20 min, sendo o precipitado separado da fase sobrenadante (solúvel). A fase solúvel 

foi colocada sob o filtro, onde se adicionou água destilada, em frações de 10 mL, (30 mL para 

amostras com 4% e 50 mL para amostras com 12% de substrato) a fim de auxiliar a filtração e 

aproveitar ao máximo os peptídeos de interesse. O filtrado com peptídeos menores que 10 

KDa foram liofilizados e congelados para posterior análise dos fragmentos obtidos em CLAE. 

No sistema cromatográfico, CLAE, foi utilizada coluna cromatográfica Superdex 

peptide Tricorn 10/300 GL da marca GE, composta por compósitos esféricos de agarose-

dextran ligados covalentemente, com range de 100 − 7000 Da. Aplicou-se como fase móvel 

tampão fosfato 0,020 mol.L-1  (NaH2PO4 + Na2HPO4) adicionado de Cloreto de sódio 0,25 

mol.L-1, com pH 6,9. Foram injetados 20µL de amostra de concentração 22 mg.mL-1 em 

detecção UV-280 nm, fluxo de 0,600 mL.min-1. 

Para analisar as frações protéicas a partir do peso molecular, foram eluídos padrões da 

marca Sigma: Bradykin acetate salt (PM 1,060 Da); Insulin chain B, oxidized, bovine (PM 

3,496 Da); Aprotinin, bovine lung (PM 6,500 Da); CLAE peptide standard mixture, Anexo 

6.17, (composto por dipeptídeo, tripeptídeo, e frações contendo de quatro a seis aminoácidos) 

e padrão de aminoácidos livres. 

Na aquisição dos dados foi utilizado o programa Chromeleon U3000 PC. Os dados 

brutos foram obtidos em TXT em mAU em divisões de 0,2 segundos, a fim de se obter a 

integração por zona cromatográfica com intervalos de retenção específicos (tempo)  conforme 

padrão de peso molecular. Os dados foram tratados em Excel e transformados em percentual. 

 

5.2.5.4 Aspectos físicos 

 

 Foram obtidos com o auxílio da máquina digital da marca Sony, modelo TX20. 
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5.2.5.5 Determinação das propriedades funcionais dos hidrolisados protéicos 

 

5.2.5.5.1 Solubilidade em função do pH 

 

 A solubilidade foi avaliada conforme o método de KATO et al., (1996), que se baseia 

em medidas de turbidimetria como princípio comparativo. Os ajustes de pH foram alcançados 

pela dissolução das amostras com concentração de proteína de 0,2% m/m (ARRUDA, 1998), 

nas soluções da Tabela 7.6. Após dissolução, as amostras foram agitadas em misturador tipo 

vortex por 10 s, imediatamente medidas as absorbâncias em equipamento Hach modelo 

2100Q composto por lâmpada de filamento de tungstênio com leitura de turbidez na faixa de 

0 a 1000 NTU (unidade de turbidez nefelométrica). 

 

     Tabela 5.6:  Meios de ajuste do pH 

        
 
 
 
 

 

 

 

 

5.2.5.5.2 Capacidade de retenção de água 

 

 A análise da capacidade de retenção de água (CRA) segue a técnica de REGENSTEIN 

et al., (1979) com modificações, onde as dipersões com 1% de proteína foram 

homogeneizadas com 2 mL de solução de NaCl 0,1 M e 38 mL de tampão fosfato em pH 3, 5, 

7, 9 e 11. A dispersão foi submetida à agitação por 15 min em vortex e em seguida 

centrifugada a 3000 rpm por 25 min. As proteínas solúveis do sobrenadante foram 

quantificadas pelo método de Bradford (1976) e descontadas do total de proteínas da amostra 

original. A CRA foi determinada como a quantidade de água retida pela proteína contida na 

amostra, expressa em g de água retida por grama de proteína (ZAVEREZE et al., 2009; 

CENTENARO et al., 2009; ROMAN & SGARBIERI, 2005), conforme Equação 7.7. 

pH Tampão 
2,2 Citrato: 0,050 mol.L-1 
4,4 Acetato: 0,050 mol.L-1 
5,2 Acetato: 0,050 mol.L-1 
7,3 Água pura 
8,1 Fosfato: 0,050 mol.L-1 
9,6 Carbonato: 0,050 mol.L-1 
11 Hidróxido de sódio: 0,050 mol.L-1 
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Equação 7.7  

 

 

5.2.5.5.3 Atividade emulsificante e estabilidade de emulsão 

 

Para analisar as propriedades da emulsão, 1 mL de óleo de milho e 3 mL de solução de 

proteína (0,2% em tampão fosfato 0,1 mol.L-1 com pH 7,0), foram homogeneizados em 

agitador tipo vortex por 3 min a 20 ºC. Em seguida, 100 µL da emulsão foi diluída na 

proporção 1:100 com solução 0,1% de sódio dodecilsulfato (ARRUDA, 1998). 

Imediatamente foram medidas as absorbâncias em equipamento Hach modelo 2100Q. A 

atividade emulsificante foi determinada pela absorbância inicial, e a estabilidade da emulsão 

pela meia-vida da turbidez inicial. Como a teoria de Mie relaciona a dispersão diluída de 

partículas esféricas grandes com o comprimento de onda da luz, temos que: 

 

 

R = 3Φ / 2T                Equação 7.8                     N = 2T3 / (9πΦ2)        Equação 7.9     

     
      Onde: 2T = Área interfacial 
                 Φ = Fração de volume da fase dispersa (óleo) 
                  R = Razão volume / área das partículas dispersas 
                  N = Densidade das partículas 

 

Para determinar o conteúdo de óleo da emulsão, alíquotas de 1 mL da emulsão e da 

solução de proteína foram pesadas e secas até peso constante por 1hora à 120 ºC. A fração de 

volume da fase dispersa da emulsão foi calculada por meio das densidades e dos pesos secos, 

conforme a equação 7.10: 

 

Φ = MSE – MSSP (mE) / MSE + mE {(1 + MSSP) DO / DSP – MSSP}     Equação 7.10               

     
  Onde: Φ = Fração de volume da fase dispersa (óleo) 
              MSE = Matéria Seca da Emulsão 
              MSSP = Matéria Seca da Solução de Proteína 
              mE = massa de Emulsão 

  DO = Densidade do Óleo 
  DSP = Densidade da Solução de Proteína 

 

CRA= quantidade de água retida (g) x100 
    massa de proteína original (g)  
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Para determinar a atividade emulsificante (AE) tem-se que: 

 

                                  AE = 2T / ΦC       Equação 7.11 

                            Onde: C = massa de proteína por unidade de volume 
 

A meia-vida do decaimento da absorbância, em minutos, foi utilizada como índice de 

estabilidade de emulsão (IEE). 

 

5.2.6 Análise Estatística 

 

Foram realizados os cálculos das médias e do desvio padrão dos resultados das 

análises em triplicatas pelo programa msoffice Microsoft Excel versão 2000. 

Os resultados foram submetidos à análise de variância (ANOVA), seguida de 

comparações múltiplas de Tukey (P≤0,05), utilizando o programa STATISTICA for Windows 

versão 7.0 da Statsoft, Inc, 2004.  

Para verificar os efeitos das diferentes condições hidrolíticas foi aplicada à análise de 

variância univariada (ANOVA) através do programa Statistica for Windows. 
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 Capítulo 6 – RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

6.1 Cultivo de Microalgas 

 

 Conforme Campos et al, (2010) o início da fase estacionária para as espécies D. 

tertiolecta, I. galbana e T. gracilis, se dá no 9º, 13º e 13º dia, respectivamente, e neste 

trabalho as células foram coletadas no 8º dia, ainda em fase exponencial de crescimento 

(Gráfico 6.1). A contagem foi realizada diariamente durante oito dias. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Gráfico 6.1: Número de células dos cultivos de microalga (A1 e A2) 

 

 As curvas de crescimento e os números de células de todas as microalgas mantiveram 

perfil semelhante em amostragens obtidas em meses distintos. Cultivos de uma mesma 

espécie não mostraram variação significativa nesta avaliação e o número de células.mL-1 foi 

semelhante no oitavo dia.  

Os gráficos mostram que a microalga marinha Isochrysis galbana apresentou maior 

número de células quando comparada às espécies Dunaliella tertiolecta e Tetraselmis 

gracilis. O número de células da espécie I. galbana foi 101 maior em comparação às outras 

duas microalgas, apesar de possuírem aproximadamente 1/3 do tamanho das outras duas. No 

entanto, um número maior de células não significa necessariamente mais biomassa, 

necessitando de que o número de células seja avaliado em conjunto com o peso seco, que é 

importante para predizer um quantitativo de biomassa fidedigno. A partir da avaliação do 

peso seco, por filtração a vácuo e gravimetria, a espécie D. tertiolecta (9,45 mg ± 0,35) 
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apresentou maior peso seco que a I. galbana e a T. gracilis na amostragem A1. Na 

amostragem A2, a T. gracilis (11,36 mg ± 0,40) apresentou maior peso seco em relação a D. 

tertiolecta e a I. galbana. A quantificação do peso seco da biomassa indica a quantidade real 

da massa produzida, no entanto, a curva de crescimento (Gráfico 8.1) não retrata de forma 

efetiva o teor de biomassa, pois, neste caso a I. galbana evidencia maiores contagens, mas 

menor peso seco.  

 FÁBREGAS et al. (1994) obtiveram densidade celular máxima, no décimo dia de 

cultivo, de aproximadamente 13 x 106 cel.mL-1 para D. tertiolecta. CAMPOS et al., (2010) 

uma densidade celular da ordem de 106 cel.mL-1 em fase estacionária ao 9º dia de cultivos 

estanques. 

JUNIOR et al., (2006) cultivaram a microalga I. galbana, em meio F/2 Guillard sob 24 

h de iluminação com luz do dia (40 W) a 18 ºC ±1 °C, e obtiveram densidade celular média 

de 3,295 x 106 cel.mL-1 ±47,73. VALENZUELA-ESPINOZA et al., (2002) em meio F/2 

Guillard e em meio de fertilizante agrícola a 20ºC sob quatro lâmpadas luz do dia (75W) 

obtiveram 5,16×106 e 5,19×106 cel.mL-1 na cultura de meio F/2 sem e com fertilizante, 

respectivamente. OHSE et al, (2008) encontraram em meio F/2 Guillard densidade máxima 

celular de 2,98 x 107 cel/mL no 5º dia após inoculação. TZOVENIS et al. (2003) testaram 

diferentes regimes de luz e encontraram densidade máxima de 3,96 x 107 cel.mL-1 em 

iluminação contínua, radiação de 150 µmol/m2/s, temperatura de 26 ºC e adição de 2% de 

CO2. FIDALGO et al., (1998) encontraram densidades celulares variando de 23 a 29 x 106 

cel.mL-1 em função da fonte de nitrogênio. CAMPOS et al., (2010) obtiveram no 13º dia de 

cultivos estanques de I. galbana densidade celular da ordem de 106 cel.mL-1 em fase 

estacionária. 

Segundo LAVIN (2000) o cultivo estanque de T. gracilis ao 13º dia gerou densidade 

de 2,07 x 106 cel.mL-1 sob aeração e 4,78 x 106 cel.mL-1 sem aeração. OHSE et al, (2008) 

encontraram em meio F/2 Guillard densidade máxima celular de 2,12 x 106 e 1,10 x 106 

cel.mL-1, no 5º dia após inoculação, para a T.suecica e T.chuii, respectivamente. RENAUD et 

al., (1999) encontraram densidade de 1,82 x 106 cel.mL-1 para Tetraselmis sp.  E CAMPOS et 

al., (2010) de 106 cel.mL-1 em fase estacionária ao 13º dia de cultivos estanques. 

Verifica-se na literatura que as espécies D. tertiolecta e T. gracilis apresentam 

crescimento celular (densidade) bastante semelhante ao encontrado neste trabalho. A espécie 
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I. galbana teve crescimento inferior na maior parte dos trabalhos de outros autores, 

excetuando-se o resultado encontrado por OHSE et al, (2008) que obteve densidade máxima 

celular de 2,98 x 107 cel.mL-1 no 5º dia após inoculação. 

 

6.2 Medidas do volume celular 

 

A Tabela 6.1 mostra os resultados encontrados em relação ao tamanho e volume 

celulares das espécies estudadas. As espécies D. tertiolecta, I. galbana e T. gracilis, obtidas 

em épocas diferentes (A1 e A2), apresentaram medidas celulares de altura e diâmetro 

próximas e sem diferença estatística. Ao avaliar os valores absolutos dos volumes celulares, 

percebeu-se que as espécies D. tertiolecta e T. gracilis obtidas em A1 apresentaram maiores 

volumes celulares, 19,06% e 29,80% respectivamente, quando relacionadas às amostras A2 

de cada uma delas. Da mesma maneira, ambas as espécies, apresentam volumes celulares 

superiores (8 a 9 vezes mais) ao da I. galbana. A amostra A2 da espécie I. galbana apresentou 

um aumento de 4,80% em relação a A1.  No entanto, ao aplicar a análise estatística verificou-

se que entre cada espécie não houve significância ao nível de 95% de variância quanto à 

medida celular. 

 

Tabela 6.1: Valores médios das dimensões e de volumes das células 

Espécies   Medidas (µm) Volume celular (µm3) 
    Altura (DP) Diâmetro (DP) médio 

     
D. tertiolecta A1 15,64a (±1,22) 9,03b (±1,02) 667,44 (±170,57) 
 A2 15,18a (±1,00) 8,40b (±0,91) 560,61 (±126,74) 
     
I. galbana A1 5,35c (±0,74) 5,08c (±0,78) 76,64 (±30,40) 
 A2 5,50c (±0,70) 5,25c (±0,65) 80,32 (±22,30) 
     
T. gracilis A1 16,02a (±1,73) 9,44b (±1,17) 769,30 (±264,34) 
 A2 15,32a (±1,44) 8,60b (±1,34) 592,68 (±211,36) 

A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009; DP = Desvio padrão; n = Medidas de 30 
células de cada amostra; Letras sobrescritas diferentes indicam diferença significativa pelo teste de Tukey 
(P≥0,05) 
 

Embora não haja diferença estatística entre a D. tertiolecta e a T. gracilis, a segunda 

apresentou o maior volume celular em A1 e A2, no entanto, apresentou o maior peso seco 
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somente em A2, como visto no item 6.1. Este resultado mostra que o maior volume celular 

também não significa maior peso seco. No organismo vivo, pequenas variações no cultivo são 

capazes de fazer com que os materiais acumulados e sintetizados pela célula estejam em 

teores diferentes, alterando o peso final da biomassa. 

LAVIN (2000) encontrou medidas de 8,13 ±1,20 e 6,36 ± 0,98 µm, de altura e 

diâmetro, respectivamente, na fase estacionária do cultivo de D. tertiolecta. 

OHSE et al, (2008) avaliaram as medidas celulares da espécie I. galbana e 

encontraram um comprimento de 5,18 µm e largura de 3,15 µm, no 5º dia de cultivo. LAVIN 

(2000) encontrou 5,15 ± 0,51 e 4,12 ± 0,49 µm, de altura e diâmetro, na fase estacionária do 

cultivo. RENAUD et al., (1999) encontraram 6,4 x 6,4 µm para Isochrysis sp.  

OHSE et al, (2008) avaliaram as medidas celulares das espécies T. suecica e T. chuii 

encontrando comprimentos de 9,51 e 11,93 µm e largura de 5,7 e 8,03 µm, respectivamente, 

no 5º dia de cultivo. LAVIN (2000) encontrou 14,1 ±1,05 µm de altura e 9,59 ± 0,99 µm, de 

diâmetro, na fase estacionária do cultivo. RENAUD et al., (1999) encontraram 10,9 x 7,5 µm 

para Tetraselmis sp. 

CAMPOS et al., 2010 obtiveram em fase estacionária um volume celular de 127 ± 37 

µm3 para a espécie D. tertiolecta (9º dia), 58,3 ±13,5µm3 para a espécie I. galbana (13º dia) e 

391 ± 43,7 µm3 para a espécie T. gracilis (13º dia) sob cultivo estanque com fotoperíodo de 

12 horas, temperatura de 20 ± 2 ºC. LAVIN (2000) encontrou um volume celular de 215 µm3, 

57,3 µm3 e 152 m3 para estas espécies, na mesma ordem, também em fase estacionária. 

Ao comparar os resultados dos volumes celulares obtidos nesta tese com os de outros 

pesquisadores verificou-se que os volumes encontrados foram superiores aos da literatura. Os 

resultados médios (entre A1 e A2) encontrados para as espécies D. tertiolecta, I. galbana e T. 

gracilis foram de 614, 78,5 e 681 µm3, respectivamente, representando um aumento de 185, 

35 e 74% comparado aos volumes máximos de outros trabalhos. 

 

6.3 Pigmentos (Clorofila e Carotenos) 

 

 A partir das medidas de absorvância realizadas nas amostras, em diferentes espectros, 

foram obtidos os resultados descritos na Tabela 6.2. A quantidade de clorofila a quantificada 

pelo método de Lorenzen (1967) entre as três espécies de microalgas diferiu 
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significativamente, mas não houve diferença estatística entre as duas amostragens de cultivo 

para a mesma espécie (A1 e A2). A D. tertiolecta apresentou a maior quantidade média (A1 e 

A2) de clorofila a 4,34 µg.mL-1, seguida pela I. galbana (2,75 µg.mL-1) e T. gracilis (1,86 

µg.mL-1). Enquanto que pelo método de Jeffrey & Humphrey (1975) não houve diferença 

estatística significativa entre I. galbana e T. gracilis. Por esta metodologia, a quantidade 

média de clorofila a na D. tertiolecta também foi maior (5,29 µg.mL-1) comparada a I. 

galbana (3,27 µg.mL-1) e T. gracilis (3,83 µg.mL-1). Maiores teores médios de clorofila b 

foram detectados na D. tertiolecta (3,18 µg.mL-1) e menores na T. gracilis (2,54 µg.mL-1) e I. 

galbana (0,30 µg.mL-1), todos com significância estatística. A I. galbana (1,10 µg.mL-1) 

apresentou os maiores teores médios de clorofila c quando comparada a D. tertiolecta (0,55 

µg.mL-1) e T. gracilis (0,65 µg.mL-1) que não diferiram ao nível de 5% de significância. 

 

Tabela 6.2: Pigmentos presentes nas microalgas D. tertiolecta, I. galbana e T. gracilis 

Pigmentos    Espécies 
   D. tertiolecta (DP) I. galbana (DP) T. gracilis (DP) 

  µg.mL-1 de cultura 

Clorofila a1 A1 4,38a (±0,36) 2,69b (±0,10) 1,87c (±0,05) 
 A2 4,29a (±0,44) 2,81b (±0,08) 1,85c (±0,62) 
     
Clorofila a A1 5,39a (±0,12) 3,28b  (±0,13) 3,85b  (±0,56) 
 A2 5,20a (±0,51) 3,26b  (±0,03) 3,81b  (±0,51) 
     
Clorofila b A1 3,24a (±0,35) 0,27c (±0,04) 2,59b (±0,64) 
 A2 3,13a (±0,28) 0,34c (±0,06) 2,49b (±0,62) 
     
Clorofila c  A1 0,49b (±0,11) 1,05a (±0,06) 0,64b (±0,21) 
 A2 0,62b (±0,15) 1,16a (±0,04) 0,67b (±0,05) 
     
Feofitina a1 A1 1,89b (±0,10) 0,79c (±0,13) 3,41a (±0,22) 
 A2 1,68b (±0,22) 0,55c (±0,01) 3,36a (±0,31) 
     
Carotenóides  A1 2,84b (±0,22) 6,38a (±0,13) 2,46b (±0,35) 
Totais A2 2,94b (±0,29) 6,33a (±0,12) 2,37b (±0,51) 

A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009; DP = Desvio padrão; 1  Lorenzen, 1967;  
Demais análises:  Jeffrey & Humphrey, 1975.Letras sobrescritas diferentes, na mesma linha, indicam diferença 
significativa pelo teste de Tukey (P≥0,05) 

 

O produto de degradação da clorofila (Feofitina a) foi encontrado em maior teor 

médio na T. gracilis (3,38 µg.mL-1) e em menor teor na I. galbana (0,67 µg.mL-1).  
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A quantidade média de carotenóides foi superior, em quase três vezes, na I. galbana 

(6,35 µg.mL-1) em comparação a D. tertiolecta (2,89 µg.mL-1) e T. gracilis (2,41 µg.mL-1), 

que não apresentaram diferença estatística. O maior teor de caratenóides foi encontrado no 

cultivo de I. galbana, o qual apresentou coloração castanho-amarelada. 

Segundo LOURENÇO (2006) a clorofila a é o principal pigmento de fotossíntese, 

enquanto que outras clorofilas são consideradas pigmentos acessórios, de modo que podem ou 

não estar em conjunto à clorofila a. Por isso a quantidade de clorofila a presente nas três 

microalgas é superior quando comparamos pela metodologia de Jeffrey & Humphrey (1975). 

A clorofila c é considerada como um intermediário na transferência de energia entre 

carotenóides e clorofila, e apresenta uma via biossintética distinta das clorofilas a e b 

(FALKOWSKI & RAVEN, 1997). Essa característica é comprovada pela Tabela 8.2, onde a 

espécie I. galbana apresentou o maior teor de carotenoídes e de clorofila c. Da mesma forma, 

as espécies D. tertiolecta e T. gracilis apresentaram menores teores de carotenóides e de 

clorofila c, além de resultados semelhantes para ambos os pigmentos. 

Em 2006, JUNIOR et al., estudaram a composição química da microalga I. galbana, 

em meio f/2 Guillard sob 24 h de iluminação com duas lâmpadas tipo luz do dia (40 W) a 18 

ºC ± 1 °C, e obtiveram um teor médio de clorofila a de 1,87 ± 0,08 mg.L-1. VALENZUELA-

ESPINOZA et al., (2002), durante oito dias, verificaram que a concentração de clorofila a na 

I. galbana variou de 0,19 a 4,2 x 10-1 
ρg.cel-1 em meio de cultivo f/2. FERRUZZI & 

BLAKESLEE (2007) encontraram 286,9, 34,5 e 142,3 µg.L-1 de clorofila a em células de 

T.chuii, T.tetrathele e I. galbana, na fase inicial de experimento (ordem de 104 células.mL-1). 

CAMPOS et al., 2010 encontraram, em fase estacionária, 1,12, 0,32 e 0,93 µg.mL-1 de 

clorofila a em D. tertiolecta, I. galbana e T. gracilis, respectivamente, conforme método de  

LORENZEN (1967). Os mesmos autores encontraram 0,66, 0,10 e 0,56 µg.mL-1 de 

carotenóides nas mesmas espécies, respectivamente, conforme método de STRICKLAND & 

PARSONS (1968).  

 As microalgas estudadas neste trabalho apresentaram teores maiores de pigmentos do 

que os encontrados em trabalhos anteriores. Além disso, há diferenciação de resultados em 

comparação a outras pesquisas devido à grande variedade de métodos de cultivo.  

Sabe-se que a exploração comercial de Dunaliella salina apresenta boas perspectivas 

de rentabilidade e expansão, pois esta espécie constitui-se como principal fonte de obtenção 
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de β-caroteno de origem microalgal, pela quantidade sintetizada, acúmulo e fácil extração do 

pigmento, quando comparada a outras fontes existentes na natureza (HENRIQUES et al., 

1998). No entanto, observou-se neste trabalho que a espécie I. galbana também poderia ser 

uma promissora fonte de carotenóides. 

 

6.4 Composição Química das Biomassas 

 

Na Tabela 6.3 é mostrada a composição, em peso seco, de proteínas, carboidratos e 

lipídios totais das amostras liofilizadas de microalgas.  

 

Tabela 6.3: Composição química percentual das microalgas 

 Espécie Composição de macronutrientes* 

 Proteínas**(DP) Carboidratos** (DP) Lipídios (DP)** 

 % em peso seco 

A1    

C. pyrenoidosa 48,16a (±2,02) 24,34c (±1,70) 14,30a (±0,40) 

D. tertiolecta 24,31e (±0,93) 33,42b (±0,39) 11,91b (±1,48) 

I. galbana 24,92e (±0,22) 47,15a (±2,20) 12,53b (±0,93) 

T. gracilis 24,35e (±0,80) 19,04d (±1,88) 6,14c (±1,09) 

A2    

D. tertiolecta 38,52b (±0,28) 14,61e (±2,61) 11,64b (±1,37) 

I. galbana 27,10d (±1,01) 34,32b (±2,58) 10,54b (±0,84) 

T. gracilis 33,02c (±0,43) 29,96b (±1,99) 7,95c (±0,42) 

A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009;  DP = Desvio padrão; * Análises realizadas 
em triplicata; Letras sobrescritas diferentes, na coluna, indicam diferença significativa pelo teste de Tukey (P = 
0,05); **Valores calculados com base na quantidade de amostra seca utilizada na análise; Proteína determinada 
conforme metodologia de Bradford (1976), modificada. 
 

Ao comparar a composição química média destas espécies de microalgas observou-se 

que a distribuição de macronutrientes é comparável a alimentos como a soja e o leite (Tabela 

4.1, Capítulo 4), que apresentam entre 36-37 e 22-26% de proteínas, além de 30 e 35-38% de 

carboidratos, respectivamente. Algumas espécies, como a C. pyrenoidosa, podem apresentar 

teor de proteína próximo aos dos vários tipos de carne (43 a 74%). Todas as amostras de 
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microalgas mostraram teores de lipídios menores do que o destes alimentos (12 a 29%) 

(SPOLAORE et al., 2006; FRANCO, 2002). Ressalta-se que o teor total de macronutrientes 

não se refere à qualidade nutricional, o que será discutido mais adiante neste trabalho a partir 

de outros parâmetros avaliados. 

Segundo a Tabela 6.3 o maior teor de carboidratos foi encontrado nas amostras A1 e 

A2 da I. galbana (34,32 a 47,15%) e A1 da D. tertiolecta (33,42%). A C. pyrenoidosa 

apresentou o maior teor de lipídios (14,30%). A D. tertiolecta e a I. galbana tiveram 

resultados próximos, sem diferença estatística, sendo sempre menor o teor de lipídio na T. 

gracilis. O maior teor de proteína foi obtido da microalga dulciaquícola C. pyrenoidosa 

(48,16%). Dentre as microalgas marinhas, a D. tertiolecta (38,52%), do cultivo A2, 

apresentou o maior teor. O cultivo A1 das espécies marinhas apresentou teores protéicos 

próximos para as três espécies, sem diferença estatística. Na literatura a C. pyrenoidosa (57%) 

e a D. tertiolecta (26 a 61%) também apresentam mais proteínas (CAMPOS et al., 2010; 

SHUPING et al., 2010; HARUM et al., 2009; OHSE et al., 2009; BROWN, 1991). 

SHUPING et al. (2010) encontraram em D. tertiolecta 21,69% de carboidratos. E 

MINOWA et al. (1995) 63,6, 15,0 e 20,5% de proteína, carboidratos e lipídios, 

respectivamente. CAMPOS et al., (2010) e BROWN (1991) obtiveram de 9 a 20% de 

carboidratos e 2 a 15% de lipídios. Outros pesquisadores encontraram teores lipídicos de 17-

71% na espécie D. tertiolecta e de 7-40% na I. galbana (CHISTI 2007b; MENG et al., 2009). 

TZOVENIS et al., (2009) encontraram 26,4 a 45,4, 7,1 a 9,2 e 34,6 a 64,9% de 

carboidratos, lipídios e proteínas na espécie T. gracilis, apresentando composição mais 

próxima a obtida nesta tese para os três macronutrientes nesta espécie. CAMPOS et al., 

(2010) encontrou mais proteínas em T. gracilis (33,6%) em relação a I. galbana (29,4%) e D. 

tertiolecta (26,0%), em meio Conway. 

Segundo VALENZUELA-ESPINOZA et al., (2002) o teor de lipídios e carboidratos 

podem diminuir na fase exponencial, mas aumentar na fase estacionária, sugerindo mudanças 

na bioquímica da célula, influenciada pela concentração de nutrientes do meio. ILLMAN et 

al., (2000) observaram decréscimo de proteína e aumento de carboidratos e lipídios ao 

diminuir o fornecimento de nitrogênio em várias espécies de Chlorella. SCRAGG et al., 

(2002) observaram o decréscimo de metade da biomassa. RENAUD et al., (2002) observaram 

que a temperatura de 27 ºC no cultivo de I. galbana potencializou o teor lipídico (21,7%), da 
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mesma forma que detectaram maior teor de proteína (50,8%) entre 25 e 27 ºC, demonstrando 

a influencia da temperatura no teor de macronutrientes das células. SANCHES et al., (2000) 

encontraram 12 a 37% de proteína e FIDALGO et al., (1998) obteveram 40,2, 21,9 e 7,6% de 

proteínas, lipídios e carboidratos, respectivamente, em fase logarítma de crescimento. 

Segundo a literatura a C. pyrenoidosa apresenta de 2 a 11,93 % de lipídios, 58 a  

61,3% de proteínas e 13 a 26% de carboidratos (VIÊGAS, 2010; HARUM et al. 2009; 

CHERNG & SHIH, 2005; MERCHANT et al.; 2001). OGBONNA e TANAKA (1996) 

verificaram que os teores de proteína diminuiram e de carboidratos aumentaram entre 25 e 35 

ºC, mostrando, mais uma vez, a influência da temperatura na composição química. Outra 

influência é a composição de nutrientes do meio de cultivo que pode explicar variações nos 

teores de proteínas, carboidratos e lipídios nas amostragens obtidas para uma mesma espécie 

(A1 e A2). A água do mar, utilizada no preparo do meio de cultivo, pode sofrer variações de 

nutrientes não conservativos, como fosfato e nitrato (GOMES & CLAVICO, 2011). 

Embora as composições descritas na literatura sejam bastante variáveis, os resultados 

de alguns trabalhos foram próximos aos obtidos nesta tese. Contudo, este trabalho propôs 

estudar específicamente a produção de hidrolisados protéicos a partir de microalgas. Dentre as 

espécies estudadas, a C. pyrenoidosa apresentou maior teor de proteína e de óleo, sendo 

selecionada para dar prosseguimento a este trabalho. A Tabela 6.4 traz a composição química 

desta espécie antes e após a extração lipídica, quando então teve a biomassa desengordurada 

submetida à reação de hidrólise conforme planejamento fatorial.  

 
Tabela 6.4: Composição química percentual da biomassa de C. pyrenoidosa antes e após 
extração lipídica 
 C. pyrenoidosa* Composição de Macronutrientes  Micronutrientes 

 Proteínas (DP)1 Carboidratos (DP) Lipídios (DP)  Cinzas (DP) 

 % em peso seco 
Antes extração 62,96b (±1,66) 24,34b (±1,70) 14,30a (±0,40)  5,37b (±0,07) 

Após extração 69,23a (±1,08) 27,49a (±2,20) 6,08b (±0,03)  5,55a (±0,002) 

DP = Desvio padrão; * Análises realizadas em triplicata 
Letras sobrescritas diferentes, na coluna, indicam diferença significativa pelo teste de Tukey (P = 0,05)  
1 Quantificação conforme método de Kjeldahl com fator multiplicativo 6,25 (IAL, 1995) 
 

Nesta etapa do trabalho, optou-se por quantificar o teor protéico pelo método de 

Kjeldahl. A metodologia colorimétrica de Bradford subestimou o teor de proteínas presentes 
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na biomassa desengordurada (36,76%) comparada à biomassa sem extração (48,16%). Esta 

característica provavelmente deve-se a extração também de pigmento durante o procedimento 

de desengorduramento, que fez a amostra tornar-se mais clara diminuindo a intensidade do 

azul de Comassie. O método de Kjeldahl apresenta resultados próximos aos obtidos na 

literatura para esta espécie (maior que 60%). A Tabela 6.5 mostra que a extração lipídica 

concentrou os demais nutrientes, e extraiu cerca de 57,48% do teor lipídico inicial, isso se 

deve, provavelmente, ao difícil rompimento das células microalgais.  

Sob análise em fluorescência de RX (Tabela 8.5), ambas as amostras apresentaram 

maiores teores de potássio (> 42%), fósforo (> 18%), enxofre (> 15%), cálcio (> 10%) e ferro 

(> 7%) em relação ao total de minerais. As amostras também apresentaram os elementos 

cloro, magnésio, manganês, silício e zinco (< 2%). 

 

Tabela 6.5: Composição química percentual de minerais presentes 
 na biomassa de C. pyrenoidosa antes e após extração lipídica 

Minerais* 
 

Antes extração 
(DP) 

Após extração 
(DP) 

 % em peso seco 
Cálcio   10,20 (±0,00) 10,46 (±0,06) 
Cloro 0,93 (±0,05) 0,71 (±0,05) 
Ferro 7,65 (±0,10) 7,83 (±0,07) 
Potássio 43,13 (±0,23) 42,54 (±0,006) 
Magnésio 1,93 (±0,03) 1,94 (±0,04) 
Manganês 0,42 (±0,03) 0,43 (±0,025) 
Fósforo 18,63 (±0,06) 18,50 (±0,2) 
Enxofre 15,57 (±0,12) 15,97 (±0,06) 
Silício 1,37 (±0,05) 1,37 (±0,01) 

Zinco 0,23 (±0,02) 0,25 (±0,01) 
                        DP = Desvio padrão; * Análises realizadas em triplicata 
  

6.4.1 Composição lipídica  

 

A Tabela 6.6 traz o perfil de ácidos graxos das microalgas estudadas e de fontes 

lipídicas tradicionais como a palma (dendê), o sebo bovino, a soja e o azeite de oliva. Outras 

fontes importantes são: O girassol que contém 63% de C18:2 e 19,8% de C18:1, o algodão 
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22% de C16:0, 49% de C18:2 e 21% de C18:1 e a canola 20-31% de C18:2 e 55-63% de 

C18:1 (MORAES, 2008; FERRARI et al., 2005). 

Todas as espécies marinhas apresentaram altos teores de ácidos graxos saturados 

(SAFA) e monoinsaturados (MUFA). A espécie dulcíaquicola C. pyrenoidosa apresentou 

maiores teores de SAFA e PUFA, polinsaturados, (61,17%), com perfil lipídico mais 

interessante nutricionalmente. 

Em todas as microalgas dentre os SAFA’s destaca-se o C16:0 (ácido palmítico) com 

19,31 a 33,39%. O C14:0 (ácido mirístico) foi detectado principalmente na I. galbana (17,94 

a 22,97%) que mostrou mais ácidos graxos saturados. E o teor de C18:0 (ácido esteárico) foi 

pequeno. Em relação aos MUFA’s todas as espécies marinhas apresentaram altos teores, com 

destaque para o C18:1 (ácido oléico) entre 36,15 e 46,49%. Desta forma, a distribuição de 

ácidos graxos saturados e monoinsaturados das microalgas marinhas não mostram forte 

semelhança as fontes tradicionais de lipídios apresentadas, tendo somente as quantidades de 

C16:0 e C18:1 próximas ao sebo bovino. Quanto aos PUFA’s observou-se menor teor para 

todas as espécies marinhas.  

Segundo a literatura, as nozes, amêndoas e castanhas são excelentes fontes de C18:2 

(23,85 a 60,23%), enquanto que a linhaça e a borragem (Borago officinalis L) são ricas em 

C18:3 (22,75 a 54,24%) (FREITAS & NAVES, 2010; ZAMBIAZI et al., 2007). VIÊGAS 

(2010) encontrou 18,0 e 40,9% de C18:2 e C18:3, respectivamente, em C. pyrenoidosa. Nesta 

tese a C. pyrenoidosa também se destacou pelo teor de C18:2 e C18:3 (29,75 e 31,42%, 

respectivamente), mostrando a ótima qualidade nutricional deste óleo. Ressalta-se que os 

ácidos graxos eicosapentaenóico (C20:5 n3) e docosohexaenóico (C22:6 n3) não foram 

determinados neste trabalho, entretanto, outros autores encontraram estes ácidos graxos nestas 

espécies (CAMPOS, et al., 2010; DERNER, et al., 2006). Os perfis cromatográficos podem 

ser visualizados nos Anexos 6.1, 6.2, 6.3 e 6.4. 

CAMPOS et al., (2010) estudaram a composição de ácidos graxos da microalga D. 

tertiolecta e encontraram 41,8, 22 e 32,9% de SAFA, MUFA e PUFA. Ao compararmos os 

resultados obtidos nesta tese, o teor de MUFA foi maior (46,59 a 62,57%), e o de PUFA 

menor (6,89 a 16,49%).  

POISSON & ERGAN (2001) cultivaram I. galbana em meio Provasoli 1/3 e 

encontraram uma composição de ácidos graxos de 11,1% de C14:0, 15,5% de C16:0, 1,1% de 
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C16:1, 2,0% de C18:0, 28,6% de C18:1, 7,4% de C18:2 e 3,6% de C18:3 no oitavo dia de 

cultivo. SANCHES et al., (2000) analisaram o perfil dos ácidos graxos da mesma espécie, 

cultivada em meio Guillard, e obtiveram 38,9% de C14:0, 25,2% de C16:0. REITAN et al., 

(1997) obteve uma composição de 11,4% de C14:0, 14,5% de C16:0, 4,2% de C16:1, 16,1% 

de C18:1, 8,6% de C18:2 e 4,5% de C18:3 e 15,4% de C18:4, e não detectou a presença de 

C18:0, C20 e C22. Na mesma espécie, CAMPOS et al., (2010) encontraram 19,14% de 

C14:0, 19,41% de C16:0, 8,17% de C18:0 e 1,34% de C:20, totalizando 48,06% de SAFA,  

39,16%  de MUFA (17% de C14:1, 4,42% de C16:1, 16,33% de C18:1 e 1,4% de C20:1) e 

12,72% PUFA’s (7,10% de C18:2 e 5,62% de C18:3). Semelhante a trabalhos anteriores, 

foram obtidos altos teores de C14:0 e C:16:0 e baixo de PUFA em I. galbana, exceto quanto 

ao trabalho de CAMPOS et al., (2010) que obteve 12,7% de PUFA. Estudos de SANCHES et 

al., (2000), CAMPOS et al., (2010) e REITAN et al., (1997) também detectaram maiores 

teores de C18:1 (ácido oléico). 

REITAN et al., (1997) obteveram uma composição lipídica de 1,2% de C14:0, 15,2% 

de C16:0, 2,8% de C16:1, 2,2% de C18:0, 25,4% de C18:1, 6,4% de C18:2 e 14,6% de C18:3, 

9,0% de C18:4 e  1,7% de C20:1 para a T. gracilis. CAMPOS et al., (2010) encontraram 

1,35% de C:12:0, 18,05% de C14:0, 25,56% de C16:0, 0,53% de C17:0, 6,77% de C18:0, 

totalizando 52,26% de SAFA,  23,16% de MUFA (4,51% de C14:1, 5,56% de C16:1, 12,63% 

de C18:1 e 0,45% de C20:1), e 24,51% de PUFA’s (3,61% de C18:2 e 20,9% de C18:3). 

Nesta tese foram econtrados maiores teores de C16:0 (29 a 32%), de C16:1 (7 a 10%) e de 

C18:1 (38 a 43%) e menores de C18:3 (5 a 10%) em relação a estes trabalhos. 

 

6.4.2 Composição de aminoácidos  

 

Brown, et al., (1997) ao fazer um screening entre diversas espécies de microalgas, 

verificaram que aspartato e glutamina aparecem em maiores concentrações (7,1-12,9%), 

cisteína, metionina, triptofano e  histidina em  menores   quantidades    (0,4-3,2%)    e   outros  

aminoácidos ficaram entre 3,2-13,5%. (Gráfico 4.2, Capítulo 4, p. 34). Resultados 

semelhantes foram encontrados nesta tese (Tabela 6.7). Os aminoácidos mais abundantes em 

todas as espécies foram o glutâmico e o aspártico, sendo a histidina menos expressiva. Os 
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Tabela 6.6: Composição de lipídios presentes nas microalgas C. pyrenoidosa, D. tertiolecta, I. galbana, T. gracilis e fontes tradicionais 

SAFA: Saturated Fatty Acid; MUFA: Monoinsaturated Fatty Acid; PUFA: Poliinsaturated Fatty Acid.  1 Perfil obtido a partir da reação de metanólise aplicada nesta tese;   
 2 AUED-PIMENTEL et al., 2008; ND: Não Detectado; DP: Desvio-Padrão; A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009. 

Ácidos  Espécies   Fontes convencionais 
graxos  C. pyrenoidosa   D. tertiolecta   I. galbana   T. gracilis   

 A1 (DP)   A1 (DP) A2 (DP)   A1 (DP) A2 (DP)   A1 (DP) A2 (DP)   
Palma1 Sebo1 Soja1 Oliva2 

 (%)  (%)  (%)  (%)  (%) 

SAFA                

12:0 0,14 (±0,03)  ND ND  0,07 (±0,02) 0,07 (±0,02)  ND ND  0,22 0,08 0,02 ND 
14:0 0,46 (±0,01)  0,39 (±0,01) 0,51 (±0,03)  22,97 (±0,24) 17,94 (±0,22)  0,61 (±0,04) 0,54 (±0,08)  1,14 2,40 0,06 ND 
16:0 27,53 (±0,03)  27,57 (±0,84) 33,39 (±1,06)  23,63 (±0,60) 19,31 (±0,34)  29,52 (±0,29) 32,28 (±0,50)  59,12 21,83 10,01 10,42 
17:0 0,45 (±0,07)  0,75 (±0,01) 1,32 (±0,09)  0,15 (±0,01) 0,21 (±0,05)  0,56 (±0,06) 0,87 (±0,73)  ND 1,54 ND 0,05 
18:0 3,22 (±0,02)  1,55 (±0,10) 1,48 (±0,72)  1,69 (±0,02) 1,21 (±0,13)  1,90 (±0,21) 1,88 (±1,28)  2,98 23,99 2,81 3,42 
20:0 0,11 (±0,00)  0,24 (±0,02) 0,18 (±0,18)  0,59 (±0,02) 1,20 (±0,24)  0,36 (±0,01) 0,16 (±0,16)  0,07 0,17 0,25 0,43 
22:0 0,13 (±0,00)  0,05 (±0,01) 0,05 (±0,00)  2,33 (±0,08) 3,73 (±0,38)  1,50 (±0,05) 0,03 (±0,01)  0,12 0,04 0,37 0,27 
SOMA 32,04  29,79 36,93  51,43 43,67  34,45 35,77  63,65 50,05 13,52 14,59 

MUFA                
16:1 2,45 (±0,74)  12,49 (±0,62) 6,23 (±0,21)  8,48 (±0,10) 13,19 (±0,67)  10,97 (±0,05) 7,64 (±1,79)  0,26 6,5 2,44 0,64 
18:1 4,22 (±0,02)  46,49 (±0,12) 36,15 (±0,24)  37,14 (±0,43) 37,07 (±0,65)  43,94 (±0,60) 38,05 (±2,93)  29,69 40,84 23,31 67,99 
20:1 0,10 (±0,00)  3,56 (±0,01) 4,17 (±0,10)    0,49 (±0,11)   0,36 (±0,00)  4,05 (±0,05) 4,61 (±0,72)  0,05 0,34 0,14 0,21 
22:1 0,04 (±0,00)  0,03 (±0,01) 0,04 (±0,01)    0,37 (±0,04)  0,67 (±0,00)  0,07 (±0,01) 0,06 (±0,01)  0,03 0,004 0,09 ND 
SOMA 6,81  62,57 46,59  46,47 51,30  59,03 50,36  30,03 47,68 25,98 68,93 

PUFA                

18:2 29,75 (±0,05)  2,86 (±0,42) 4,91 (±0,46)  1,45 (±0,03) 3,02 (±0,08)  1,70 (±0,00) 3,67 (±2,20)  6,15 2,07 55,31 15,50 
18:3 31,42 (±0,84)  4,03 (±0,36) 11,58 (±1,57)    0,68 (±0,02) 2,01 (±0,12)  4,82 (±0,04) 10,20 (±3,52)  0,17 0,21 5,2 0,98 
SOMA 61,17   6,89 16,49   2,13 5,03   6,52 13,88   6,32 2,28 60,51 16,48 
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Tabela 6.7: Composição de aminoácidos totais presentes nas microalgas C. pyrenoidosa, D. tertolecta, I. galbana, T. gracilis 

Chlorella  Dunaliella tertiolecta Isochrysis galbana Tetraselmis gracilis FAO (1985) 
Aminoácidos 

pyrenoidosa A1 A2 A1 A2 A1 A2 Adultos/Crianças 

 g.100g-1 
Ácido aspártico  8,98 (±0,21) 9,05 (±0,07) 8,99 (±0,11) 10,39 (±0,01) 9,86 (±0,002) 9,47 (±0,04) 8,21 (±0,02) NC 
Serina 6,87 (±0,58) 4,99 (±0,06) 4,80 (±0,02) 5,62 (±0,07) 5,53 (±0,003) 4,86 (±0,08) 4,13 (±0,07) NC 
Ácido glutâmico 11,83 (±0,56) 13,62 (±0,11) 12,33 (±0,08) 13,06 (±0,11) 12,77 (±0,01) 13,80 (±0,07) 14,06 (±0,03) NC 
Glicina 6,58 (±0,23) 5,88 (±0,05) 6,03 (±0,11) 5,92 (±0,03) 5,98 (±0,10) 6,71 (±0,07) 5,23 (±0,03) NC 

Histidinaa 2,21 (±0,28) 1,23 (±0,01) 1,34 (±0,01) 1,50 (±0,09) 1,78 (±0,01) 1,33 (±0,03) 1,20 (±0,01) 1,6 / 1,9 
Arginina 8,17 (±0,52) 15,48 (±0,09) 16,69 (±0,71) 9,50 (±0,91) 9,32 (±0,51) 15,06 (±0,20) 23,61 (±0,14) NC 
Treonina 4,84 (±0,17) 4,94 (±0,01) 4,94 (±0,40) 5,52 (±0,26) 5,17 (±0,34) 4,84 (±0,05) 4,18 (±0,07) 0,5 / 3,4 
Alanina 8,19 (±0,38) 7,23 (±0,09) 7,31 (±0,03) 9,17 (±0,02) 9,61 (±0,02) 7,33 (±0,18) 6,47 (±0,11) NC 
Prolina 4,32 (±0,21) 4,08 (±0,01) 4,61 (±0,01) 4,02 (±0,04) 4,92 (±0,04) 3,87 (±0,04) 3,38 (±0,03) NC 
Tirosina 3,80 (±0,13) 3,42 (±0,02) 2,73 (±0,04) 2,82 (±0,01) 2,94 (±0,04) 2,52 (±0,004) 3,21 (±0,01) NC 
Valina 5,32 (±0,24) 4,96 (±0,05) 5,08 (±0,03) 5,67 (±0,03) 5,70 (±0,02) 5,13 (±0,03) 4,37 (±0,001) 0,3 / 3,5 
Lisina 7,61 (±0,44) 4,59 (±0,46) 4,72 (±0,05) 5,01 (±0,19) 4,80 (±0,03) 4,58 (±0,16) 4,30 (±0,06) 1,6 / 5,8 
Isoleucina 3,45 (±0,15) 2,74 (±0,05) 3,55 (±0,05) 4,26 (±0,002) 4,34 (±0,01) 3,99 (±0,12) 2,60 (±0,04) 1,3 / 2,8 
Leucina 8,20 (±0,99) 7,38 (±0,07) 7,80 (±0,03) 8,52 (±0,004) 8,25 (±0,05) 7,27 (±0,05) 6,61 (±0,03) 1,9 / 6,6 
Fenilalanina 4,63 (±0,50) 4,86 (±0,04) 5,14 (±0,05) 4,97 (±0,01) 4,96 (±0,02) 4,78 (±0,004) 4,25 (±0,01) 1,9* / 6,3* 
Metionina 0,98 (±0,10) 1,67 (±0,04) 1,33 (±0,01) 1,51 (±0,42) 1,34 (±0,002) 1,41 (±0,03) 1,30 (±0,01) 1,7** / 2,5** 
Ácido cisteico 1,53 (±0,12) 2,15 (±0,18) 1,04 (±0,06) 1,10 (±0,38) 1,09 (±0,004) 1,30 (±0,02) 1,28 (±0,01) NC 
Triptofano 2,50 (±0,17) 1,70 (±0,04) 1,58 (±0,05) 1,42 (±0,09) 1,64 (±0,03) 1,73 (±0,16) 1,61 (±0,03) 0,9 / 1,1 

Requerimento de aminoácidos sugerido pela FAO g.100g-1 (FAO/WHO/ONU, 1985) para adultos e crianças de 2 a 5 anos. *Fen+Tir; **Met+Cis;  acondicionalmente 
essencial. A1: Amostra de Julho de 2009; A2: Amostra de Outubro de 2009. Os resultados representam a percentagem de cada aminoácido em 100g de proteínas algáceas, 
indicando a recuperação real dos aminoácidos após as análises. Os valores referem-se a duplicatas ± desvio padrão (n = 2); NC = Não consta na recomendação da FAO. 
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perfis dos demais aminoácidos apresentaram semelhança entre as espécies. Esses resultados 

são semelhantes aos encontrados por CAMPOS et al. (2010), para cultivos em meio Conway, 

que obteve teores parecidos de aminoácidos essenciais. As espécies D. tertiolecta e a I. 

galbana destacaram-se quanto ao teor de arginina, que pode ser considerado como 

aminoácido ocasionalmente essencial. Mas as demais espécies também apresentaram teores 

interessantes deste aminoácido. Maiores teores dos aminoácidos essenciais, lisina e triptofano, 

foram encontrados na espécie C. pyrenoidosa. O perfil de aminoácidos essenciais foi 

semelhante à composição apresentada por leguminosas, como feijões, ervilhas, soja e lentilhas 

(Tabela 4.8, Capítulo 4, p. 33). 

Destaca-se que a espécie C. pyrenoidosa apresentou teores de aminoácidos essências 

capazes de atingir o requerimento nutricional sugerido pela FAO g.100g-1 (FAO/WHO/ONU, 

1985) para adultos e crianças (2 - 5 anos). A ótima concentração de aminoácidos essenciais 

sugere que as proteínas de microalgas podem ser utilizadas na produção de alimentos para 

fins especiais e também em associação a outras fontes protéicas.  

A quantidade de fenilalanina presente dentre os aminoácidos das microalgas é 

pequena, em relação a caseína do leite, o que representa uma vantagem para dieta de 

fenilcetonuricos. Além disso, apresentam teores interessantes de ácido glutâmico (11,83 a 

14,06%) que podem ser aplicados no alimento na forma do sal glutamato monossódico 

bastante utilizado na indústria de alimentos (AJINOMOTO, 2013). Estes devem ser usados 

com moderação e podem contribuir com a palatabilidade do alimento. 

 

6.4.3 Determinação das proteínas de C. pyrenoidosa por SDS-PAGE 

 

 A Figura 6.1 mostra a migração das proteínas na eletroforese em gel de poliacrilamida 

contendo SDS (SDS-page) a 170 V em coloração por Comassie blue. A amostra de 0,1 g 

submetida ao maior tempo, 80 minutos, de sonicação (B e B’) apresentou faixas de proteínas 

mais evidentes, provavelmente pelo melhor rompimento das células da microalga. 

Já os resultados da Figura 6.2 mostram que as proteínas foram separadas de forma 

mais adequada usando menor voltagem (120 V), maior tempo de corrida (180 minutos) e por 

coloração em nitrato de prata, mesmo com menor quantidade de amostra (0,05 g) e menor 

tempo de sonicação (40 minutos). 
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Figura 6.1: Análise em eletroforese (170V) das proteínas da microalga C. pyrenoidosa em 
poliacrilamida coradas com Coomassie Brilliant Blue. S- Marcador molecular (KDa); Fases 
hidrofóbica e hidrofílica (grama / tempo de sonificação): A e A’ - 0,1 g / 40 min; B e B’ - 0,1 
g / 80 min; C e C’ - 0,05 g / 40 min; D e D’ - 0,05 g / 80 min; E e E’ - 0,02 g / 40 min; F e F’ - 
0,02 g / 80 min. 
 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 6.2: Eletroforese (120 V) das proteínas da microalga C. pyrenoidosa nas amostras A e 
A' (0,1 g / 40 min) coradas com Coomassie Blue (a) e nas amostras C e C‘ (0,05 g / 40 min) 
coradas com nitrato de prata (b). 

 

Na Figura 6.2 verifica-se que na fase hidrofílica que as proteínas que migraram em 

SDS-PAGE na faixa de 14 a 45 kDa. Não foram observadas bandas com massa molecular 
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Dado com letra sobrescrita diferente, na mesma coluna, indica diferença 
estatística pelo teste de Tukey (P>0,05). 

acima de 45 kDa. As proteínas de menor massa molecular indicam o potencial desta alga na 

produção de hidrolisados protéicos para a indústria de alimentos em geral e para o setor de 

ração animal, devido à qualidade de seus aminoácidos e de condições reacionais amenas. 

 

6.4.4 Determinação de digestibilidade protéica 

 

 A qualidade da proteína refere-se à sua capacidade em satisfazer os requerimentos 

nutricionais por aminoácidos essenciais e nitrogênio não-essencial, para síntese protéica em 

seres vivos (BECKER, 2007).  

A Tabela 6.8 mostra a digestibilidade “in vitro” das microalgas estudadas nesta tese. 

As quatro espécies apresentaram digestibilidade próxima à obtida para a caseína (74,1%). 

Mas não houve diferença estatística entre as amostras ao nível de 95%. 

 

Tabela 6.8: Digestibilidade das microalgas 
 

 

 

 

 

 
Letra sobrescrita igual na mesma coluna, indica ausência de diferença estatística 
pelo teste de Tukey (P>0,05). 

 

 

 Foram realizadas análises de digestibilidade em quatro amostras hidrolisadas. A média 

da digestibilidade in vitro da amostra H1(99,60%), H13 (98,56%), H36 (99,78%) e H45 

(98,69%) não apresentaram diferença estatística ao nível de 95%.  

Estes hidrolisados apresentaram resultado de digestibilidade maior ao encontrado por 

MORRIS et al., (2008). na protéica da microalga C. vulgaris. Os autores verificaram uma 

digestibilidade de 70,4% na biomassa in natura e 75,9% na biomassa após extração lipídica 

com etanol. Segundo os autores a digestibilidade da biomassa após hidrolise protéica 

aumentou para 97,2%.  

 

Espécie da microalga Digestibilidade (%) 

 C. pyrenoidosa  73,4a  

 D. tertiolecta
  71,9a 

 I. galbana  73,0a 

 T. gracilis
  72,9a 
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6.5 Hidrólise protéica 

 

6.5.1 Atividade proteásica e concentração enzimática 

 

 A atividade da enzima e a concentração enzimática foram realizadas em solução 

aquosa com concentração enzimática de 0,01 m/v. As cinco determinações foram obtidas no 

período de desenvolvimento reacional. Estes dados constam na Tabela 6.9. 

 

Tabela 6.9: Atividade e concentração das enzimas utilizadas nas reações de hidrólise 

1 Cisteína protease; 2 Metalo protease; 3 Serino protease; * Resultado de 5 análises em duplicata. 

  

As análises de atividade proteásica das enzimas aplicadas na hidrólise de proteínas 

demonstraram pequena queda durante o período de aplicação. A enzima Brauzyn mostrou-se 

mais estável durante o período de três meses de aplicação. 

 

6.5.2 Determinação do Grau de Hidrólise 

 

A hidrólise enzimática é baseada na adição de enzimas para clivagem das proteínas, sendo um 

processo usado para aperfeiçoar ou modificar as propriedades químicas, funcionais e 

sensoriais da proteína sem prejudicar o seu valor nutricional. O processo enzimático ocorre 

sob condições brandas, sem produzir produtos de degradação, observados nas hidrólises ácida 

e alcalina. Este tipo de hidrólise oferece vantagens porque permite um bom controle do 

processo e, conseqüentemente, das propriedades dos produtos resultantes. A hidrólise ácida 

tem a desvantagem de necessitar de neutralização, antes de o alimento ser consumido. Este 

processo resulta em uma considerável quantidade de sal nos produtos, decorrente da adição de 

NaOH para sua neutralização, o que pode tornar o produto não palatável e interferir na 

funcionalidade dos alimentos. Outro inconveniente é a destruição do triptofano, que é um 

aminoácido essencial (SILVA, 2010). Segundo a Tabela 6.10 o maior grau de hidrólise 

Parâmetro* Brauzyn 1001 (DP) Colorase TS2 (DP) Protemax N 4113 (DP) 

Atividade enzimática  
(UI ou µmol/min) 

5,9083 (±0,003) 6,7063 (±0,35) 6,1809 (±0,41) 

Concentração enzimática 
(UI/mL ou µmol/min.mL) 

2,9542 (±0,001) 3,3532 (±0,17) 3,0905 (±0,23) 
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(25,42% em H44) foi obtido nas condições de maior temperatura (70ºC), enzima (1,5%), 

proteína (12%) em pH 7,5 para a enzima papaína (cisteína protease). Este resultado, porém 

não foi estatísticamente diferente dos obtidos com as amostras H41, H43 e H44, onde todas 

foram submetidas a mesma temperatura de reação e pH. Em condição amena de temperatura 

(60 ºC), enzima (1%), substrato (14%) e pH 6,5, observou-se boa resposta do % GH  (22,47% 

em H1). É importante ressaltar que o GH % não deve ser avaliado de forma isolada, pois nem 

sempre o maior grau de hidrólise configurará no melhor perfil de peptídeos, já que podem 

resultar em mais aminoácidos livres e menos peptídeos de interesse. As hidrólises da torta de 

microalga com papaína apresentaram os maiores percenturais de GH, em comparação às 

demais enzimas aplicadas. 

 

Tabela 6.10: Resultado da variável de resposta grau de hidrólise (% GH) do planejamento 
fatorial completo (23) para a hidrólise enzimática de torta de microalga desengordurada, 
utilizando papaína, em pH 6,5 e 7,5. 
 

Média com letra sobrescrita diferente indica diferença estatística pelo teste de Tukey (P>0,05). 
 

Segundo o gráfico de Pareto (Gráfico 6.2A) na reação com papaína em pH 6,5, a 

interação entre proteína/temperatura e enzima/temperatura são as variáveis que exercem 

influência mais significativa sobre o GH. O gráfico de Pareto da reação com papaína em pH 

7,5 (Gráfico 6.2B) mostra que a temperatura, o teor de enzima, a interação entre 

proteína/enzima e a interação entre proteína/enzima/temperatura são variáveis que exercem 

efeito significativo e positivo sobre o GH da reação.  

Variáveis codificadas e reais  Grau de Hidrólise (% GH) 

Substrato (%) Enzima (%) Temperatura (ºC)  Ensaio pH 6,5 Ensaio pH 7,5 

-1 (4) -1 (1) -1 (60)  H1 22,466b H37 18,745e 
+1 (12) -1 (1) -1 (60)  H2 11,811h H38 15,605f 
-1 (4) +1 (2) -1 (60)  H3 20,775c H39 23,320b 

+1 (12) +1 (2) -1 (60)  H4 7,301i H40 21,788c 
-1 (4) -1 (1) +1 (70)  H5 12,044h H41 25,027a 

+1 (12) -1 (1) +1 (70)  H6 15,720f H42 20,307d 
-1 (4) +1 (2) +1 (70)  H7 16,168f H43 24,576a 

+1 (12) +1 (2) +1 (70)  H8 23,387b H44 25,416a 
0 (8) 0 (1,5) 0 (65)  H9a 14,970g H45a 18,586e 
0 (8) 0 (1,5) 0 (65)  H9b 14,801g H45b 18,602e 
0 (8) 0 (1,5) 0 (65)  H9c 15,187g H45c 18,731e 
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Gráfico 6.2: Gráfico de Pareto dos efeitos principais, tendo como variável-resposta o grau de 
hidrólise percentual (GH %) obtido na hidrólise protéica sob pH 6,5 (A) e pH 7,5 (B) com 
enzima papaína (Brauzyn). 
 

A maior quantidade de proteína teve efeito negativo e diminuiu o GH. A curvatura foi 

significativa, portanto, o modelo é quadrático. O gráfico de preditos versus observados 

(Gráfico 6.3) relativo às reações com papaína mostram erro puro baixo tanto para o pH 6,5 

(A) quanto para o pH 7,5 (B). O valor calculado está próximo dos valores preditos no modelo. 

 

 
  

 

 

 

 

 
 
Gráfico 6.3: Gráfico de preditos versus observados obtido da hidrólise protéica sob pH 6,5 
(A) e pH 7,5 (B) com enzima papaína (Brauzyn). 
 
 
 A partir do efeito é possível obter para a papaína sob o GH% em pH 6,5 o modelo: 
GH= 16,2089 – 1,6543 P + 0,6987 E + 0,6209 T +  0,0906 P E + 4,3779 P T + 2,2491 E T + 
0,7951 P E T      R2 = 0,999      Erro = 0,07 

 
A partir do efeito é possível obter para a papaína sob o GH% em pH 7,5 o modelo: 

GH= 21,8479 – 1,0690 P + 1,9269 E + 1,9835 T + 0,8960 P E + 0,0989 P T – 0,7624 E T + 
0,4940 P E T      R2 = 0,999      Erro = 0,06 

A B 

A B 
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Coluna A Coluna B 
  

  

  

Figura 6.3: Superfície de resposta do planejamento experimental para o aumento do grau de 
hidrólise percentual (GH %) na hidrólise protéica sob pH 6,5 (Coluna A) e pH 7,5 (Coluna B) 
com enzima papaína (Brauzyn). 
 
 

1 1 

2 2 

3 3 
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O gráfico de superfície Proteína x Temperatura em pH 6,5 (Figura 6.3, coluna A1) 

mostra que o GH aumenta se diminuir temperatura e substrato. O gráfico de Enzima x 

Proteína (Figura 6.3, coluna A2) indica que a ação enzimática é favorecida por baixas 

concentrações de substrato e maior de enzima, o mesmo ocorre em pH 7,5 (Figura 6.3, coluna 

B2). Enquanto que o de Temperatura x Enzima (Figura 6.3, coluna A3) observa-se que a 

menor temperatura favoreceu a ação da enzima aumentado o GH. O gráfico de superfície 

Proteína x Temperatura em pH 7,5 (Figura 6.3, coluna B1) verifica-se aumento do GH quanto 

maior a temperatura e menor concentração de substrato. O gráfico de Temperatura x Enzima 

(Figura 6.3, coluna B3) mostra ser necessário mais enzima e temperatura para aumentar o GH.  

Com a enzima papaína em reações de pH 6,5, a maior taxa de GH foi obtida com 

menores concentrações de substrato e enzima, e menor temperatura, o que seria vantajoso 

para o processo.. A reação em pH 7,5, embora tenha produzido % GH maiores, representa 

processo menos vantajoso, pois precisa de mais enzima e temperatura para aumentar o GH. 

Segundo a Tabela 6.11 a Colorase TS (metalo protease) apresentou melhores 

resultados de % GH em condições amenas de temperatura (60 ºC) e menores de substrato 

protéico (4%) em H10 e H48. No entanto, a hidrólise de melhor resposta (18,26%) para este 

parâmetro foi a H48, sob pH 7,5 com o uso de mais enzima (0,15%). 

 
Tabela 6.11: Resultado da variável de resposta Grau de hidrólise (% GH) do planejamento 
fatorial completo (23) para a hidrólise enzimática de torta de microalga desengordurada, 
utilizando Colorase, em pH 6,5 e 7,5. 

Média com letra sobrescrita diferente indica diferença estatística pelo teste de Tukey (P>0,05). 

Variáveis codificadas e reais  Grau de Hidrólise (% GH) 

Substrato (%) Enzima (%) Temperatura (ºC)  Ensaio pH 6,5 Ensaio pH 7,5 

-1 (4) -1 (0,05) -1 (60)  H10 16,039b H46 11,819e 
+1 (12) -1 (0,05) -1 (60)  H11 8,987h H47 9,369g 
-1 (4) +1 (0,15) -1 (60)  H12 9,725g H48 18,262a 

+1 (12) +1 (0,15) -1 (60)  H13 11,628e H49 13,212d 
-1 (4) -1 (0,05) +1 (70)  H14 8,662h H50 8,790h 

+1 (12) -1 (0,05) +1 (70)  H15 5,153l H51 9,873f 
-1 (4) +1 (0,15) +1 (70)  H16 6,922j H52 11,754e 

+1 (12) +1 (0,15) +1 (70)  H17 5,561l H53 14,865c 
0 (8) 0 (0,1) 0 (65)  H18a 8,052 i H54a 10,355f 
0 (8) 0 (0,1) 0 (65)  H18b 8,374 i H54b 10,033f 
0 (8) 0 (0,1) 0 (65)  H18c 8,245 i H54c 10,049f 
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Segundo o gráfico de pareto (Gráfico 6.4C) na reação com Colorase em pH 6,5, as 

interações entre proteína x enzima e temperatura x enzima exercem influência significativa e 

positiva sobre o GH. A temperatura, o teor de enzima e o de proteína exercem influência 

negativa. A reação com Colorase em pH 7,5 (Gráfico 6.4D) mostra que enzima, proteína x 

temperatura e temperatura x enzima x proteína, exercem efeito significativo e positivo sobre o 

GH. Mas, a temperatura e a proteína isoladamente exercem efeito negativo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Gráfico 6.4: Gráfico de Pareto dos efeitos principais, tendo como variável-resposta o grau de 
hidrólise percentual (GH %) obtido na hidrólise protéica sob pH 6,5 (C) e pH 7,5 (D) com 
enzima Colorase TS. 
 

O Gráfico de preditos versus observados (Gráfico 6.5) relativo as reações com 

colorase mostram erro puro baixo tanto para o pH 6,5 (C) quanto para o pH 7,5 (D). O valor 

calculado está próximo dos valores preditos pelo modelo. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gráfico 6.5: Gráfico de preditos versus observados obtido da hidrólise protéica sob pH 6,5 
(C) e pH 7,5 (D) com enzima Colorase TS. 

C D 

C D 
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Coluna C Coluna D 
C   

 

 

Figura 6.4: Superfície de resposta do planejamento experimental para o aumento do grau de 
hidrólise percentual (GH %) na hidrólise protéica sob pH 6,5 (Coluna C) e pH 7,5 (Coluna D) 
com enzima Colorase TS. 
 
 

1 

2 2 

3 3 

1 
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A partir do efeito é possível obter para a Colorase sob o GH% em pH 6,5 o modelo:  
GH= 9,0845 – 1,2523 P - 0,6255 E – 2,5701 T + 1,3880 P E + 0,0349 P T + 0,2926 E T - 
0,8510 P E T      R2 = 0,999      Erro = 0,27 
 

A partir do efeito é possível obter para a Colorase sob o GH% em pH 7,5 o modelo: 
GH= 12,2430 – 0,4133 P + 2,2801 E - 0,9223 T – 0,0716 P E + 1,4616 P T – 0,2914 E T + 
0,5785 P E T      R2 = 0,999      Erro = 0,03 
 

O gráfico de superfície Proteína x Temperatura (Figura 6.4, coluna C1) mostra que ao 

diminuir substrato e temperatura o GH aumenta, o mesmo comportamento ocorre em pH 7,5 

(Figura 6.4, coluna D1). O gráfico Enzima x Proteína (Figura 6.4, coluna C2) mostra que a 

ação enzimática é favorecida com menos substrato. E o de Temperatura x Enzima (Figura 6.4, 

coluna C3) que a menor temperatura favorece a atividade da enzima menos concentrada. O 

gráfico de Enzima x Proteína (Figura 6.4, coluna D2) mostra que a ação enzimática é 

favorecida em menores concentrações do substrato e maiores de enzima. O gráfico de 

Temperatura x Enzima (Figura 6.4, coluna D3) mostrou o mesmo comportamento do pH 6,5. 

O uso da Colorase TS (metalo protease) em reações de pH 6,5 com menor 

concentração do substrato e enzima, e menor temperatura apresentou maior GH e menor 

custo. A reação sob pH 7,5, embora tenha produzido % GH geralmente maiores, representa 

um processo menos vantajoso, precisando de mais enzima para aumentar o GH. 

Segundo a Tabela 6.12 a Protemax N411 (Serino protease) apresentou os menores % 

GH. As temperaturas aplicadas na hidrólise por esta enzima foram mais baixas em relação as 

demais enzimas, a fim de aproximar às condições ideais prescritas previamente pelo 

fabricante. No entanto, embora os graus de hidrólise obtidos para esta enzima sejam menores 

em relação às demais, para a maioria das reações, observa-se que ensaios submetidos ao pH 

7,5 geraram maiores % GH dos pontos centrais em relação à Colorase, por exemplo. 

Segundo o gráfico de pareto (Gráfico 6.6E) na reação com Protemax em pH 6,5, a 

enzima, a interação entre proteína x enzima e proteína x temperatura exercem influência 

significativa e positiva sobre o GH. A proteína e as interações enzima x temperatura e 

proteína x enzima x temperatura exercem influência negativa. Na reação com Protemax em 

pH 7,5 (Gráfico 6.6F) a enzimaexercem efeito significativo e positivo sobre o GH. E os 

demais efeitos não são significativos. 
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Tabela 6.12: Resultado da variável de resposta Grau de hidrólise (% GH) do planejamento 
fatorial completo (23) para a hidrólise enzimática de torta de microalga desengordurada, 
utilizando Protemax, em pH 6,5 e 7,5. 

Média com letra sobrescrita diferente indica diferença estatística pelo teste de Tukey (P>0,05). 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gráfico 6.6: Gráfico de Pareto dos efeitos principais, tendo como variável-resposta o grau de 
hidrólise percentual (GH %) obtido na hidrólise protéica sob pH 6,5 (E) e pH 7,5 (F) com 
enzima Protemax. 
 
 

O Gráfico de preditos versus observados (Gráfico 6.7) realativo as reações com 

Protemax mostram erro puro baixo tanto para o pH 6,5 (E) quanto para o pH 7,5 (F). O valor 

calculado está próximo dos valores preditos pelo modelo. 

 

A partir do efeito é possível obter para a Protemax sob o GH% em pH 6,5 o modelo: 
GH= 6,4215 – 0,9192 P + 1,1686 E + 0,0415 T +  0,9915 P E + 0,5247 P T - 0,6185 E T - 
0,5058 P E T      R2 = 0,999      Erro = 0,02 

Variáveis codificadas e reais  Grau de Hidrólise (% GH) 

Substrato (%) Enzima (%) Temperatura (ºC)  Ensaio pH 6,5 Ensaio pH 7,5 

-1 (4) -1 (0,075) -1 (50)  H19 7,534c H28 11,722a 
+1 (12) -1 (0,075) -1 (50)  H20 1,652f H29 6,095d 
-1 (4) +1 (0,3) -1 (50)  H21 8,114c H30 10,272b 

+1 (12) +1 (0,3) -1 (50)  H22 8,221c H31 12,213a 
-1 (4) -1 (0,075) +1 (60)  H23 6,793d H32 8,017c 

+1 (12) -1 (0,075) +1 (60)  H24 5,033e H33 7,619c 
-1 (4) +1 (0,3) +1 (60)  H25 6,922d H34 11,529a 

+1 (12) +1 (0,3) +1 (60)  H26 7,104d H35 10,292b 
0 (8) 0 (0,15) 0 (55)  H27a 6,699d H36a 12,739a 
0 (8) 0 (0,15) 0 (55)  H27b 6,860d H36b 11,692a 
0 (8) 0 (0,15) 0 (55)  H27c 6,602d H36c 13,271a 

E F 
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A partir do efeito é possível obter para a Protemax sob o GH% em pH 7,5 o modelo: 
GH= 9,7201 – 0,6650 P + 1,3566 E – 0,3557 T + 0,8411 P E + 0,2564 P T + 0,1895 E T – 
1,0508 P E T      R2 = 0,976      Erro = 0,64 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gráfico 6.7: Gráfico de preditos versus observados obtido da hidrólise protéica sob pH 6,5 
(E) e pH 7,5 (F) com enzima Protemax. 
 

O gráfico de superfície Proteína x Temperatura (Figura 6.5, coluna E1) mostra que ao 

diminuir a temperatura e o substrato (proteína) o GH aumenta. O gráfico Enzima x Proteína 

(Figura 6.5, coluna E2) mostra que a ação enzimática é favorecida em menores teores do 

substrato e maiores de enzima. O gráfico de Temperatura x Enzima (Figura 6.5, coluna E3) 

mostra que a menor temperatura favoreceu a atividade da enzima quando em maior 

quantidade na reação, aumentando o GH. Os gráficos de superfície Proteína x temperatura 

(Figura 6.5, coluna F1), Enzima x Proteína (Figura 6.5, coluna F2) e Temperatura x Enzima 

(Figura 6.5, coluna F3) mostraram que a resposta para o pH 7,5 foi à mesma que a do pH 6,5. 

Ao diminuir a temperatura e o substrato (proteína), e aumentar à enzima, o GH aumenta. 

Quanto ao uso da Protemax (Serino protease) reações em pH 6,5 com menos substrato 

(proteína), menor temperatura representam vantagem para a reação. Sendo melhor para a 

reação a aplicação de mais enzima, o que não representaria uma desvantagem já que para essa 

enzima foram utilizados menores teores no planejamento experimental. Reações sob pH 7,5 

apresentaram o mesmo comportamento. 

 

 

 

E F 
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Coluna E Coluna F 

 

 

 

Figura 6.5: Superfície de resposta do planejamento experimental para o aumento do grau de 
hidrólise percentual (GH %) na hidrólise protéica sob pH 6,5 (Coluna E) e pH 7,5 (Coluna F) 
com enzima Protemax. 
 

1 1 

2 2 

3 3 
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6.5.3 Estudo cinético das reações de hidrólise 

 

As três reações selecionadas, H8 e H44 obtidas por hidrólise enzimática com Papaína 

e H53 obtida por hidrólise com Colorase TS, tiveram nove pontos cinéticos recolhidos 

durante seis horas de reação. O Gráfico 8.8 representa os resultados cinéticos da variável 

resposta (% GH), das amostras recolhidas e inativadas com TCA 10% e das amostras 

inativadas por temperatura. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gráfico 6.8: Curva cinética obtida por inativação com TCA (A) e Curva cinética obtida por 
inativação com calor (B). 
 
 Os maiores graus de hidrólise (Gráfico 6.8) foram obtidos com a enzima papaína (H8 

e H44). Verifica-se que ao se inativar a reação com TCA o % GH final máximo foi de 15,71% 

para H44, 8,39% para H8 e 5,57% para H53. Enquanto que para a inativação por calor o % 

GH máximo foi de 26,04, 25,93 e 17,71% para as mesmas reações, respectivamente. Neste 

caso, se a inativação fosse realizada por TCA (Gráfico 6.8 A) seriam obtidos menores graus 

de hidrólise com o período reacional de 4 horas, conforme aplicado neste trabalho. O Gráfico 

6.8 (B) mostra que aos 60 minutos de reação o % GH foi maior que 20% para reações 

realizadas com papaína. Isto mostra que a metodologia de inativação por calor acelerou o 

processo de hidrólise permitindo aumentar o GH em menor intervalo de tempo.  

MORRIS, et al., (2008) estudaram os hidrolisados protéicos de biomassa de C. 

vulgaris após extração com etanol. O GH aumentou nas amostras (10% de substrato) 

A B 
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submetidas à extração com etanol e nas reações com as enzimas papaína ou pancreatina (20 

U.g-1), chegando a valores de GH > 15% após 4 horas de hidrólise a 37 ºC. Em amostras 10% 

hidrolisadas com pancreatina (30 U.g-1), a 50 ºC em pH 7,5, obtiveram valores de GH 

próximos a 20%. Segundo os autores hidrolisados de GH > 10% são considerados ideais para 

suplementos nutricionais e dietas especiais. 

WANG & ZHANG (2012) estudaram a extração ideal e a hidrólise de proteínas de C. 

pyrenoidosa por três enzimas. Segundo os autores os resultados indicaram que a baixa 

temperatura e a maior pressão (6 ºC e 160 MPa) melhorou a quebra da parede celular e a 

extração (45,78%). Com isso, nos experimentos de hidrólise protéica com a enzima alcalase 

obteve-se os maiores graus de hidrólise (18,31%) comparada a papaína (14,33%) e a tripsina 

(8,47%). Nesta tese maiores graus de hidrólise foram obtidos com papaína, o que 

provavelmente se deve as diferentes condições reacionais.   

 

6.5.4 Determinação do Peso Molecular dos hidrolisados 

 

 Os hidrolisados protéicos são geralmente utilizados para modificar propriedades 

funcionais de alimentos e em alimentos dietéticos, como fonte de pequenos peptídeos e 

aminoácidos. Os hidrolisados podem suplementar a ração animal, substituir o leite para 

bezerros e porcos, e como fonte de nitrogênio, auxiliar no crescimento de microorganismos de 

interesse comercial. Para o consumo humano, serve para suplementar biscoitos, barras de 

cereais e produtos tipo hambúrger, ou ainda, auxiliar dieta de pessoas com problemas de 

digestão ou de má absorção de proteínas, graças a elevada digestibilidade (FURLAN & 

OETTERER, 2002). 

MORRIS, et al., (2011) administraram, via oral, hidrolisados protéicos da microalga 

C.vulgaris em ratos desnutridos após três dias de jejum. Os ratos foram alimentados com dieta 

comercial com e sem a suplementação de 5200 mg.kg-1 do hidrolisado por oito dias. Segundo 

os autores, ratos com fome intensa (inanição), obtiveram benefícios nutricionais em termos de 

perfis de aminoácidos no sangue, concentração de hemoglobina, e das funções hepáticas e 

intestinais. Com isso, e com os resultados da atividade imunoestimulante do hidrolisado, há 

potencial de utilização no desenvolvimento de alimentos funcionais e em formulações 

específicas para nutrição por fármacos. 
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Dentre as reações de hidrólise protéica, apenas 14 amostras foram selecionadas para a 

análise de perfil de peso molecular em CLAE. Para tal, foram considerados os maiores GH e 

reações com temperaturas menores. As amostras escolhidas da reação com Papaína (Brauzyn) 

foram a H1, H3, H8, H37, H39, H44 e H45. Da Colorase a H10, H13, H46, H48, H53 e H54. 

E com Protemax a H36.  

Em CLAE, os resultados das frações selecionadas por zona de separação 

cromatográfica foram expressos pela área percentual do cromatograma, a partir de dados 

brutos das bandas cromatográficas conforme faixa de tempo de retenção do peso molecular do 

peptídeo. Para que estes resultados sejam fidedignos seria necessária a coleta da alíquota de 

cada fração. Para o screening inicial o dado bruto permitiu chegar a conclusões preliminares. 

A Tabela 6.13 mostra a distribuição das frações peptídicas e de aminoácidos destas amostras. 

 
Tabela 6.13: Teor estimado de peptídeos e de aminoácidos livres nas frações cromatográficas 
dos hidrolisados protéicos da microalga C. pyrenoidosa em CLAE 

          

Frações por Peso molecular - F1: 6500 a 3500Da; F2: 3500 - 1050Da; F3: 1050 - 415Da; F4: 415 
- 256Da (Di- e tripeptídeos); F5: 256 – 75Da (aminoácidos livres). 

 

 Para uso como alimento as frações F3 e F4, com peso molecular entre 1050 e 256 Da, 

são mais interessantes devido a melhor absorção pelo organismo humano e pela possibilidade 

de promoverem efeitos positivos sobre a saúde. De forma preliminar, segundo a Tabela 8.13, 

HIDROLISADO FRAÇÕES (%) 

 F1 F2 F3 F4 F5 
H1 1,27 36,22 13,24 27,83 21,44 
H3 2,99 27,88 13,48 30,33 25,32 
H8 0,64 48,26 12,85 22,67 15,57 

H10 9,81 21,50 11,69 27,46 29,54 
H13 5,89 33,14 11,92 30,52 18,53 
H36 2,26 17,72 15,21 35,90 28,91 
H37 2,78 23,44 16,56 34,45 22,76 
H39 1,28 29,01 17,11 34,25 18,36 
H44 1,78 38,77 14,47 25,62 19,35 
H45 3,55 31,13 17,39 32,39 15,54 
H46 2,08 20,53 16,71 36,14 24,55 
H48 0,00 17,97 21,97 46,06 14,00 
H53 1,39 37,36 17,21 28,56 15,47 
H54 1,15 26,30 20,09 33,26 19,20 
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H 48

a amostra mais rica nestas frações foi a H48 (68,02%) obtida com a enzima colorase TS 

(0,15%) em pH 7,5, 4% de substrato e 60 ºC. Esta amostra, de GH 18,26%, também 

apresentou o menor percentual de aminoácidos livres (14%) e não apresentou frações maiores 

que 3,5 kDa. Os hidrolisados H36, H37, H39, H46 e H54 apresentaram composição com mais 

de 50% de F3 e F4. As amostras H1, H3, H13, H44, H45 e H53 apresentaram mais de 40%. E 

os hidrolisados H8 e H10 mais de 30% destas frações. Todas as 14 reações podem ser 

consideradas moderadas, pois apresentam em sua composição menos de 90% de frações 

<500Da (MAHMOUND & CORDLE, 2000). 

 As amostras H37 (Brauzyn) e H46 (Colorase) reagidas com menos substrato, enzima e 

temperatura também apresentaram ótimos teores de peptídeos de interesse, 51,11 e 52,84% 

respectivamente. Mas o H46 apresentou menor teor de aminoácidos livres (24,55%). O 

hidrolisado H8 reagido com mais substrato, mais enzima e maior temperatura apresentou mais 

frações entre 1,05 e 3,5 kDa e menor quantidade das frações de interesse (F3 e F4). Os 

hidrolisados de melhor perfil peptídico e maior vantagem reacional foram os reagidos com 

Colorase TS em pH 7,5. A Figura 6.6 mostra o cromatograma de permeação em gel do 

hidrolisado H48, que apresentou a melhor composição peptídica, com a enzima Colorase com 

atividade 0,0825 UHb.g-1 para cada grama de proteína. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6.6: Perfil cromatográfico da distribuição de peso molecular do hidrolisado protéico 
H48 a 280 nm, expresso em unidade Dalton. 
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A Figura 6.7 mostra o cromatograma de permeação em gel do hidrolisado H46, que 

apresentou a melhor composição peptídica relacionada ao custo reacional, com a enzima 

Colorase com atividade 0,055 UHb.g-1 para cada grama de proteína. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6.7: Perfil cromatográfico da distribuição de peso molecular do hidrolisado protéico 
H46 a 280 nm, expresso em unidade Dalton. 
 

 Ao compararmos os cromatogramas dos hidrolisados H48 e H46 percebe-se que a área 

do gráfico é maior para H46. A mAU atingiu seu máximo em aproximadamente 38mAU para 

H48 e mais de 50 mAU para H46. Esse aumento pode estar relacionado à afinidade dos 

peptídeos produzidos em relação ao espectro usado (280 nm), ao menor rompimento celular 

no início da reação, ou pode ter relação com a maior quantidade de peptídeos, menores que 

6500 Da, que foram produzidos nas condições reacionais do hidrolisado H46. A variação de 

mAU é percebida em todos os cromatogramas dos hidrolisados. As amostras H36, H53 e H54 

também apresentaram maiores áreas no cromatograma (Anexos 6.5 a 6.16). 

 

6.6 Aspectos físicos 

 

 Na Figura 6.8 pode-se observar a cor levemente amarelada do hidrolisados H1. Todos 

os hidrolisados apresentaram o mesmo aspecto. Esta é uma característica importante que 

permite a aplicação do produto em diferentes matrizes sem interferência de cor. 
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              Figura 6.8: Hidrolisado protéico (H1) da microalga C. pyrenoidosa 
 

6.7 Propriedades funcionais 

 

6.7.1 Solubilidade em função do pH 

 

 Um hidrolisado protéico de alta solubilidade aumenta o potencial de aplicação em 

diferentes formulações alimentíceas, e uma boa solubilidade protéica possui importante 

aplicação, principalmente no preparo de emulsões, espumas e géis. As amostras tiveram a 

turbidez medida antes da ultrafiltração, e, portanto continha peptídeos maiores que 10 kDa 

(Gráfico 6.9). O Gráfico mostra que para todas as amostras a menor solubilidade em função 

do pH é obtida em pH 2.2. Quase todas as amostras com maiores teores de proteína (B) 

apresentaram menor solubilidade inicial do que as amostras com menor teor de proteína (A). 

A diminuição da turbidez ocorre a partir do pH 4.4, sinalizando aumento da solubilidade a 

partir deste pH.  Em seguida, com o aumento da basicidade a turbidez aumenta, mostrando 

novamente diminuição da solubilidade.  

As reações com teores de 12% de proteína (Gráfico 6.9B) mostram menor solubilidade 

em pH de 2.2 quando comparadas com as de 4% de proteína. Todas as amostras apresentaram 

solubilidade mínima neste pH. É importante ressaltar que as amostras H1 e H3 apresentaram 

valores mais estáveis de turbidez, ou seja, solubilidade. Além disso, apresentam maior 

solubilidade para todos os pH testados. 
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Gráfico 6.9: Curva de solubilidade em função do pH: Amostras com 4% do substrato 
proteína (A) e amostras com 12% do substrato proteína (B). 
 

 O Gráfico 6.10 mostra a Solubilidade em função do pH da amostra H10 antes e após a 

ultrafiltração. O H10 ultrafiltrado foi hidrolisado propriamente dito e contém somente 

peptídeos menores que 10 kDa. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
                          
Gráfico 6.10: Curva de solubilidade em função do pH do hidrolisado (H10) com e sem 
ultrafiltração 

 

Segundo o gráfico a amostra ultrafiltrada apresentou diminuição de turbidez, e, 

portanto, aumento de solubilidade após ultrafiltração. Esta apresenta maior solubilidade em 

pH 4,4 e a partir do pH 8,0. ARRUDA (1998) estudou a solubilidade de hidrolisado protéico 

de soja e obteve maior solubilidade em pH maior que 7, e menor solubilidade em pH 4. O 

hidrolisado protéico de microalga apresentou maior solubilidade em pH 4,8 e pH alcalino 10. 
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KATO, et al. (1996) encontrou menor solubilidade em pH 6.0 para o hidrolisado protéico de 

soja. 

O Gráfico 6.11 apresenta a curva de solubilidade das amostras, H46 e H48, que 

apresentaram os melhores perfis peptídicos.  

 

 

                       
     
                                       
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gráfico 6.11: Curva de solubilidade em função do pH dos hidrolisados                  
ultrafiltrados H46 (curva azul) e H48 (curva rosa) 

 

O Gráfico mostra que os hidrolisados possuem comportamento diferente para a 

solubilidade. A menor solubilidade de H46 ocorre em pH 4 enquanto que para o hidrolisado 

H48 ocorre em pH 7. Em pH 5  e pH 10 estes hidrolisados apresentaram a mesma 

solubilidade, sendo maior em pH 10 (alcalino), semelhante ao hidrolisado H10. Em pH 4, a 

amostra H48 (GH 18,26 %) apresentou menor turbidez e portanto maior solubilidade que a 

amostra H46 (GH 11,82%). Este resultado concorda com o DONG et al., (2008) em que 

maior GH gera maior solubilidade devido a maior quantidade de peptídeos de menor peso 

molecular que possuem maior capacidade de formar ponte de hidrogênio. No entanto a partir 

do pH 5 esse comportamento torna-se diferente e H46 mostrou-se mais solúvel.  

CHALAMAIAH, et al., (2009) estudaram a solubilidade de hidrolisados protéicos de 

peixe, por papaína e alcalase, e encontraram menor solubilidade em pH 4. Em pH 6 houve 

aumento de solubilidade. SHAHIDI, et al., (1994) estudaram hidrolisados de carne de peixe e 

encontraram menor solubilidade entre o pH 7,5 e 8,0 e a maior em pH 5,0. DONG et al., 

(2008) verificaram aumento da solubilidade de hidrolisados de peixe com a enzima alcalase 

(endopeptidase de B. licheniformis.) em pH alcalino. A menor solubilidade foi encontrada em 
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pH 5,0 com Flavourzyme (exopeptidase). Os autores concluíram que hidrolisados com maior 

GH apresentam maior solubilidade, pois hidrolisados com peptídeos de menor peso molecular 

possuem mais resíduos polares capazes de formar ponte de hidrogênio com a água 

aumentando a solubilidade. CENTENARO, et al., (2009) obtiveram menor solubilidade em 

pH 5 para hidrolisados protéicos de corvina, ponto em que cargas positivas e negativas da 

proteína tendem a se neutralizar (ponto isoelétrico) intramolecularmente, com diminuição da 

afinidade pela água. A maior solubilidade foi obtida em pH alcalino (11). Os autores 

explicaram que complexos insolúveis com predominância de carga negativa, em meio 

alcalino, gera forças de repulsão eletrostática que promovem dissociação de complexos e 

solubilização. Além disso, GH maiores geraram maiores solubilidades. ZAVAREZE, et al., 

(2009) encontraram mínima solubilidade em pH 5, com aumento na faixa alcalina, pois em 

pH ácido ou alcalino há aumento das interações entre moléculas de proteína e água, 

aumentando a solubilidade. Segundo os autores a alta solubilidade esta ligada a presença de 

peptídeos menores e formação de unidades polipeptídicas menores, mais hidrofílicas e mais 

solvatados.  

FONKWE & SINGH (1995) avaliaram a solubilidade de proteína hidrolisada de carne. 

Os autores verificaram alta solubilidade em todos os pH, mas a maior obteve-se em pH 2. 

Eles atribuíram a ótima solubilidade, também, ao aumento de cadeias polipeptídicas menores 

e da hidrofilidade pela presença de peptídeos menores que 6,5 kDa, que possuem a vantagem 

de serem hipoalergênicos. ROMAN & SGARBIERI (2005) estudaram a solubilidade da 

caseína do leite hidrolisada e verificaram que a solubilidade aumentou conforme o aumento 

do grau de hidrólise (GH). MORRIS, et al., (2008) produziram hidrolisado protéico de C. 

vulgaris por via enzimática, e obtiveram melhor solubilidade em pH de 7,5 a 8,0. A pesquisa 

também detectou maior concentração de aminoácidos livres nesta faixa de pH.  Nesta tese, o 

aumento de solubilidade também foi verificado a partir de pH 7,5 (Gráfico 8.10). 

PEREIRA et al., (2012) estudaram a solubilidade de hidrolisados protéicos de C. 

pyrenoidosa e encontraram relação entre o GH e solubilidade. Quanto maior a quebra das 

proteínas, maior era a solubilidade. As melhores foram em pH 9 e 11. A solubilidade das 

proteínas depende das cargas elétricas ao longo da molécula, e as cargas positivas ou 

negativas determinam a interação com o meio aquoso favorecendo ou não a solubilidade. Os 

hidrolisados apresentaram baixa solubilidade no ponto isoelétrico e alta solubilidade em pH 
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extremos e alcalinos. Nesta tese as melhores solubilidades foram obtidas também em pH 

alcalino. 

 

6.7.2 Capacidade de retenção de água (CRA) 

 

A capacidade de retenção de água é um fenômeno importante na Tecnologia de 

Alimentos, onde a água absorvida em pequenas quantidades não atua como solvente, mas 

contribui para dar corpo e aumentar a viscosidade (CÂNDIDO, 1998).  

Segundo o Gráfico 6.12 todos os hidrolisados analisados apresentaram CRA maior que 

12 g de água / g de proteína. O hidrolisado H1 (GH de 22,47%), obtido com a enzima 

papaína, apresentou maior CRA, por outro lado o hidrolisado H37 (GH de 18,75%), obtido 

com a mesma enzima, apresentou o menor CRA. Da mesma maneira, os hidrolisados obtidos 

com Colorase, H10 (GH de 16,04%) apresentou maior CRA que H46 (GH de 11,82%). Isto 

mostra, neste caso, que o maior GH coincidiu com maior CRA. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                   
                        
Gráfico 6.12: Capacidade de retenção de água dos hidrolisados obtidos com Brauzyn (H1 e 
H37) e Colorase (H10 e H46). 
 

A mesma característica foi encontrada por ZAVAREZE, et al., (2009) que concluíram 

que hidrolisados com maior GH absorveram mais água. Os autores verificaram que a 

diminuição da CRA em pH 5,0 pode ser conseqüência da redução da capacidade da proteína 
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de se ligar à água, devido às interações intermoleculares, e encontraram CRA entre 2,5 e 9 mL 

de água / g de proteína. 

ROMAN & SGARBIERI (2005) verificaram que a CRA diminuiu com o aumento do 

GH, onde, hidrolisados com GH maior que 12,8% apresentaram valores de CRA inferiores a 

hidrolisados com GH de 5,7%, em pH 6,5. Os autores comentam que a capacidade da proteína 

reter água depende de uma série de fatores, que inclui composição, conformação, número de 

grupos polares expostos, presença de sais, pH, entre outros. A CRA depende do tamanho 

molecular e da capacidade de formação de rede protéica. De maneira que hidrolisados de 

maior GH (menor peso molecular) não pode formar rede protéica, além de conterem mais 

grupos hidrofóbicos expostos e, portanto, menor CRA. 

Segundo CHEFTEL et al. (1989) não existe relação entre solubilidade e CRA. Mas 

CENTENARO, et al., (2009) verificaram menor valor de CRA em pH 5,0, que coincidiu com 

a solubilidade mínima dos hidrolisados de corvina. Segundo os autores hidrolisados mais 

solúveis apresentaram menores valores de CRA, ou seja, o CRA diminuiu com o aumento do 

GH. Os autores encontraram em pH 7,0 e 9,0 o valor máximo de CRA de 6g água/g de 

proteína utlizando de 3 a 4% de substrato e 0,04 a 0,05% da enzima alcalase. 

Nesta tese, a maior solubilidade e o maior GH indicaram maior CRA em todas as 

amostras analisadas. Além disso, os resultados encontrados de CRA para os hidrolisados de 

microalgas foram maiores que os observado na literatura para a caseína (ROMAN & 

SGARBIERI, 2005). Em CLAE, o Peso Molecular das amostras H37 e H46 em cromatografia 

de permeação em gel mostram picos maiores nas regiões de peptídeos menores (> 50%), o 

que confirma o menor CRA encontrado nestas amostras. 

 

6.7.3 Índice de Atividade Emulsificante (IAE) e Índice de Estabilidade de Emulsão (IEE) 

 

 A hidrólise parcial das proteínas geralmente aumenta o número de grupos polares e 

hidrofílicos, diminui o peso molecular, altera a estrutura globular das proteínas podendo expor 

maior número de grupos hidrofóbicos. Estas alterações podem afetar as propriedades 

emulsificantes. Peptídeos maiores promovem maior estabilidade da emulsão, enquanto que, 

peptídeos menores prejudicam a estabilidade. Com isso, uma hidrólise extensiva das proteínas 

resulta em uma drástica perda das propriedades emulsificantes e a atividade emulsificante 
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diminui linearmente com o aumento do grau de hidrólise. As propriedades emulsificantes das 

proteínas também dependem da solubilidade inicial. Quanto mais dissolvida a proteína estiver 

no sistema da emulsão, mais efetiva poderá ser a interface entre a fase óleo e a fase contínua 

durante a emulsificação. No entanto, a formação de um filme interfacial coesivo e elástico por 

adsorção de moléculas de proteína na interface poderá ser dificultada pela predominância de 

pequenos peptídeos. Esta pode ser uma razão da diminuição da estabilidade e a não formação 

de emulsão dos hidrolisados com elevados graus de hidrólise (KINSELLA, 1984; PANYAM 

& KILARA, 1996; NIELSEN, 1997; QI, et al. 1997; FURTADO et al. 2001). 

 As análises de IAE e IEE foram realizadas em alguns dos hidrolisados, levando-se em 

consideração os maiores GH’s apresentados. Segundo o Gráfico 6.13 o hidrolisado H13 

(0,745 m2.g-1) apresentou o menor IAE, enquanto que o H48 (0,952 m2.g-1) apresentou o 

maior valor absoluto. Ambas as amostras foram reagidas com Colorase a 60 ºC. A H48 (GH 

18,26 %), com menos substrato (4%), apresentou menos aminoácidos livres e mais peptídeos 

menores que 1000 Da. A H13 apresentou mais aminoácidos livres que provavelmente causou 

o menor IAE. Todas as amostras apresentaram IAE próximo ao obtido por ORNELLAS et al., 

(2003) em plasma bovino hidrolisado (0,5 a 1,0 m2.g-1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                              

                                                        Letras diferentes representam diferença estatística em Tukey (p>5) 

             Gráfico 6.13: Índice de Atividade Emulsificante dos hidrolisados protéicos 
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 Ao compararmos as amostras H1 e H37, de GH 22,47 e 18,75% respectivamente, em 

que a diferença das reações está somente no pH de hidrólise com a enzima papaína, observa-

se que a amostra H1 apresentou maior IAE (0,893 m2.g-1). Essa característica volta a ocorrer 

na reação com Colorase, também em pH 6,5, onde H10 (0,949 m2.g-1 e GH 16,04%) 

apresentou maior IAE que H46 (0,761 m2.g-1 e GH 11,82%). Isso confirma que amostras com 

maior GH apresentam maior IAE. Outras reações com papaína e Colorase apresentaram maior 

IAE em pH 7,5 onde H44 (0,917 m2.g-1) foi maior que H8 e H49 (0,769 m2.g-1) maior que 

H13, respectivamente. 

 Apesar de a hidrólise ser moderada e os valores de GH serem próximos, é possível que 

haja diferença entre os perfis das frações do hidrolisado, ou seja, no tamanho dos peptídeos, 

que influenciaram os resultados. Amostras com GH maior, como H44 e H39, 25,42 e 23,32% 

respectivamente, mostram IAE entre 0,89 e 0,91 m2.g-1 e sem diferença estatística. No 

entanto, segundo o Gráfico 6.14, o IEE foi baixo em H44 (11 min) e maior para H39 (43  

min). A maior extensão de hidrólise de H44 pode ter dificultado a adsorção de moléculas de 

proteína na interface pela predominância de pequenos peptídeos, diminuindo a estabilidade e 

prejudicando a formação de emulsão do hidrolisado. O perfil peptídico de H44 em CLAE, 

também apresentou mais aminoácidos livres e menor área na detecção de peptídeos. O 

hidrolisado H49 apresentou IAE de 0,769 m2.g-1 e o maior IEE (56 min.) com GH de 13,21%, 

possivelmente ocorreu menor extensão de hidrólise nesta amostra, com isso o aumento da 

estabilidade. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                 
 
 

 
Gráfico 6.14: Índice de Estabilidade de Emulsão dos hidrolisados protéicos 
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Os hidrolisados que apresentaram IEE maior que 40 minutos foram H10, H39 e H49. 

Estes hidrolisados foram produzidos em condições amenas de temperatura, resultando em 

peptídeos de maior peso molecular de modo suficiente a manter IEE maior. Os hidrolisados 

H39 e H49 foram obtidos na mesma temperatura, mas com enzimas diferentes (Papaína e 

Colorase, respectivamente), enquanto que para a obtenção do H49 foi utilizada maior 

quantidade de substrato e da enzima Colorase. As reações com Colorase, apresentaram GH’s 

menores, com peptídeos de maior peso molecular, e assim teve um aumento do IEE. Da 

mesma maneira, H10 (48 min) apresentou maior IEE que H39 (43 min). H39 mostrou maior 

GH (23,32%) e maior teor de peptídeos menores que 1000 Da (51,36%). H10 apresentou 

menor GH (16,04%) e 39,15% de peptídeos menores de 1000 Da, com isso, maior IEE. 

O hidrolisado H46 (GH 11,82%) apresentou maior IEE que H48 (GH 18,26%), 35 e 9 

minutos respectivamente, confirmando que a maior presença de peptídeos menores (68,02% 

para H48) pode dificultar a estabilidade de emulsão. Os resultados de IAE e IEE podem ser 

visualizados no Anexo 6.18. 

 ARRUDA (1998) verificou que a fração de hidrolisados protéicos de soja com alto 

PM apresentou propriedades emulsificantes superiores à fração de baixo PM. A amostra com 

maior IAE (92 m2.g-1) apresentou o maior IEE (125 min). Segundo ROMAN & SGARBIERI 

(2005) somente o hidrolisado de menor GH apresentou propriedades emulsificantes, pois as 

“emulsões” dos demais hidrolisados eram desestabilizadas antes da homogeneização do 

material (batimento de 3 min). Segundo os autores o hidrolisado de GH 5,7% resultou em 

capacidade emulsificante (CE) de 134,9 mL de óleo / g proteína e EE de 83,6%. 

ZAVAREZE, et al., (2009) encontraram maior capacidade emulsificante em hidrolisados de 

peixe com a enzima Alcalase com GH moderado. Os autores encontraram CE conforme 

literatura (37,5 a 46,2 mL de óleo / g de proteína) mas obtiveram EE baixo (17,9 a 28,7%). 

Concluiram que a EE foi maior em hidrolisados com menor GH. CENTENARO, et al., 

(2009) obtiveram maior CE (12,9 mL de óleo / g de proteína) em hidrolisados de Corvina de 

menor GH. Todos os ensaios apresentaram boa EE, com diminuição nos hidrolisados de 

maior GH após 60 min. Os autores concluíram que a EE teve relação negativa com o GH, 

confirmando o efeito do tamanho molecular dos peptídeos nas propriedades espumantes. 

 

 



     

 

114 

 Capítulo 7 – CONCLUSÕES  
 

� A distribuição de macronutrientes nas microalgas estudadas é comparável a alimentos 

como a soja e o leite, mas de qualidade nutricional diferente. A composição foi variável 

por espécie, o que pode ter ocorrido devido a alterações de nutrientes não conservativos da 

água do mar, como fosfato e nitrato; 

� O lipídio da Chlorella pyrenoidosa extraído com etanol foi de 57,3% do total, 

provavelmente, devido ao difícil rompimento das células microalgais. Desta forma, há de 

se avaliar e aplicar um método que seja capaz de quebrar a parede celular de forma a 

facilitar a extração de lipídeos e outras substâncias de interesse. 

� A composição lipídica de cada microalga foi específica e, portanto diferente de fontes 

lipídicas convencionais. Todas as espécies marinhas apresentaram altos teores de SAFA 

(ácido palmítico - C16:0) e MUFA (ácido oléico - C18:1), sendo o ácido mirístico (C14:0) 

detectado principalmente na I. galbana. A Espécie dulcíaquicola C. pyrenoidosa 

apresentou mais SAFA e PUFA (61,17%), e com isso o perfil lipídico mais interessante 

nutricionalmente, com 29,75% de C18:2 e 31,42% de C18:3; 

� O perfil de aminoácidos essenciais, nas microalgas, apresentou-se próximo à composição 

de leguminosas, como feijões, ervilhas, soja e lentilhas; E a espécie C. pyrenoidosa 

apresentou teores de aminoácidos essencias que atingem o requerimento nutricional 

sugerido pela FAO g / 100 g (FAO/WHO/ONU, 1985) para adultos e crianças (2-5 anos), 

o que sugere interessante aplicação como alimento; 

� A quantidade de fenilalanina é pequena, em relação à caseína, o que representa vantagem 

na dieta de fenilcetonuricos; 

� Reações com a enzima Brauzyn (papaína), cisteína protease apresentaram maiores graus 

de hidrólise (GH), mas os melhores perfis de hidrolisados foram obtidos com a enzima 

colorase TS. 

� A maior parte das reações apresentou GH maior que 10%, e estes tipos de hidrolisado são 

ideais para suplementos nutricionais e dietas especiais. Além disso, hidrolisados com 

peptídeos menores que 6,5 kDa possuem a vantagem de serem hipoalergênicos. 

� A inativação por calor acelerou o processo de hidrólise permitindo aumentar o GH em 

menor intervalo de tempo; 
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� O cromatograma de permeação em gel sugere que amostras com GH maior não tinham 

mais peptídeos menores necessariamente.  

� O aspecto físico do hidrolisado permite sua aplicação em diferentes matrizes; 

� Maiores solubilidades foram obtidas em pH básico (10); 

� Amostras de maior GH e solubilidade apresentaram maior capacidade de retenção de água 

(CRA); 

� O índice de atividade emulsificante (IAE) foi baixo para todas as amostras; 

� Os hidrolisados 10, 39 e 49 apresentaram índices de estabilidade de emulsão (IEE) 

maiores que 40 minutos. 
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 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 

� Deve-se aplicar uma metodologia para um efetivo rompimento celular, antes da 

reação, a fim de que seja facilitada a reação enzima:proteína, e com isso haja aumento 

no rendimento nas reações.   

� Poderiam ser testadas temperaturas de inativação maiores, mas com menor intervalo 

de tempo, para reduzir o gasto de energia na inativação da enzima. Com isso, realizar 

novos testes que relacionem temperatura, substrato e enzima. 

� Avaliar a presença de fatores antinutricionais. 

� Determinar a estrutura conformacional das proteínas intactas. 

� Determinar o perfil de aminoácidos presentes nos melhores hidrolisados. 

� Os hidrolisados menores (com até 6 aminoácidos) poderiam ser investigados quanto a 

posição de seus aminoácidos, a fim de verificar a funcionalidade dos mesmo quanto a 

aplicação em saúde. 

� Avaliar o sabor do hidrolisado com aplicação em alimento. 

� Os peptídeos de interesse poderiam ser testados em animais a fim de comprovar a 

eficiência em casos de HAS, ganho de massa muscular, hepatopatias, entre outros, 

conforme especificidade do hidrolisado obtido.  
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    ANEXOS 
 

ANEXO 5.1: Curva padrão de glicose para a determinação do teor de carboidrato. (a) curva 
para as amostras A1; (b) Curva para amostras A2.e C. pyrenoidosa. 
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Curva proteína (c) y = 0,0095x + 0,17
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Curva proteína (d) y = 0,0079x + 0,135
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ANEXO 5.2: Curva padrão de albumina bovina para a determinação do teor de proteínas. (c) 
curva para as amostras A1; (d) Curva para amostras A2 e C. pyrenoidosa. 
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ANEXO 5.3: Curva padrão de Leucina para a determinação do grau de hidrólise (% GH) das 
reações enzimáticas. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANEXO 6.1: Cromatograma do perfil lipídico da espécie Chlorella pyrenoidosa 

 

 

 

ANEXO 6.2: Cromatograma do perfil lipídico da espécie Dunaliella Tertiolecta 
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ANEXO 6.3: Cromatogramado perfil lipídico da espécie Isochrysis galbana 

 

 

 

ANEXO 6.4: Cromatograma do perfil lipídico da espécie Tetraselmis gracilis 

 
 
 
ANEXO 6.5: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H1 
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ANEXO 6.6: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H3 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 

ANEXO 6.7: Cromatogramado perfil peptídico do hidrolisado H8 
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ANEXO 6.8: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H10 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANEXO 6.9: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H13 
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ANEXO 6.10: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H36 

 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANEXO 6.11: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H37 
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ANEXO 6.12: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H39 
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ANEXO 6.13: Cromatogramado perfil peptídico do hidrolisado H44 
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ANEXO 6.14: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H45 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 

ANEXO 6.15: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H53 
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ANEXO 6.16: Cromatograma do perfil peptídico do hidrolisado H54 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANEXO 6.17: Cromatograma do perfil peptídico da mistura de peptídeos padrão para CLAE 
(composto por dipeptídeo, tripeptídeo, e frações contendo de quatro a seis aminoácidos). 
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ANEXO 6.18: Tabela de resultados do índice de atividade emulsificante (IAE) e do índice de 
estabilidade de emulsão (IEE). 

Hidrolisado IAE (m2.g-1) IEE (min.) 
H1 0,8934 a 34 
H37 0,8410 b 40 
H3 0,8964 a 17 
H39 0,8909 a 43 
H8 0,8432 b 7 
H44 0,9171 a 11 
H10 0,9497 a 48 
H46 0,7614 c 35 
H13 0,7449 d 15 
H49 0,7699 c 56 
H48 0,9522 a 9 
H53 0,7933 c 10 

 
 


