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RESUMO 

 

A busca por estratégias destinadas ao reaproveitamento de nutrientes gerados por 

efluentes de água de aquicultura tem crescido, como também estudos para sua 

utilização em cultivos de microalgas que possuem alto potencial de absorção desses 

nutrientes. Dentre as opções de aquicultura, existem poucos trabalhos com águas de 

piscicultura e ranicultura para produção de microalgas. Assim, a integração do meio 

de cultura e da diluição dessas águas de aquicultura para o cultivo de Chlorella 

vulgaris em fotobioreatores foi o aspecto a ser considerado no presente estudo. As 

condições para o ensaio foram os meios Illman, águas residuárias de piscicultura de 

baixa densidade (APBD), águas residuárias de piscicultura de alta densidade (APAD) 

e águas residuárias de ranicultura (AR), concentrando-os a 5, 20, 35 e 50 %; no 

esquema fatorial 4 x 4, ou seja água de aquicultura com as diferentes concentrações, 

em triplicata para reduzir erros sistemáticos e garantir reprodutibilidade ao estudo. 

Foram monitorados parâmetros que influenciam o cultivo das microalgas (pH, amônia, 

turbidez e clorofila) e analisados parâmetros de desempenho do cultivo (biomassa 

seca, lipídeos, carboidratos, proteínas e cinzas). Foi verificado que o efluente de 

aquicultura diluído é uma via eficiente para o cultivo mixotrófico de C. vulgaris em 

fotobioreatores. O cultivo de microalga em APBD otimizou a produção de proteínas 

na concentração de 50 %, viabilizando a fabricação de alimentos funcionais e rações 

para animais. A AR na concentração de 5%, é um meio, com boa potencialidade de 

produção de hidratos de carbono, substratos de industrialização de bioetanol, biogás 

e bioprodutos de valor agregado. APAD a 5 % e AR a 20 % maximizaram produção 

de biomassa seca, 0,35 e 0,40 mg/l, respectivamente. Os maiores teores de lipídeos 

totais (29,50 e 26,10 %, respectivamente) foram obtidos nos meios Illman a 35 % e 

APBD a 5 %. A melhor opção de substrato alternativo à produção de material graxo 

para a produção de biodiesel de terceira geração seria APAD.  Assim, foi comprovado 

que a diluição, em conjunto com o meio de cultivo, pode reduzir tanto a toxicidade 

como a turbidez do efluente, assegurando, ao mesmo tempo, tanto a exequibilidade 

como a viabilidade do efluente de aquicultura como um meio alternativo para 

maximizar a produção de biomassa coletável e, consequentemente, de lipídeos, 

proteínas e clorofilas, para potencialmente produzir biocombustíveis de terceira 

geração, rações e produtos químicos finos. 



 

 

Palavras-chave: Biomassa. Chlorella vulgaris. Ranicultura. Piscicultura. Lipídeos. 

Proteínas.  



 

 

ABSTRACT 

 

The search for strategies aimed at recycling nutrients generated from aquaculture 

water effluent has been growing, as well as studies with cultivation of microalgae which 

have high absorption potential of these nutrients. Among aquaculture options, there 

are few studies that use fish and ranch waters for the production of microalgae. The 

concept of integration of the culture medium and the dilution these aquaculture waters 

for the culture of Chlorella vulgaris in photoreactors is, therefore, the scientific point of 

this study. The conditions for the test were: the mediums Illman, Residual waters from 

low-density fish farming (APBD), Residual waters from high-density fish farming 

(APAD) and Residual waters from ranching (AR), concentrating them at 5, 20, 35 and 

50 %; in the 4 x 4 factorial scheme, i.e., aquaculture water and concentrations in 

triplicate, to reduce systematic errors and ensure reproducibility of the study. 

Parameters that influence the cultivation of microalgae (pH, ammonia, turbidity and 

chlorophylls) were monitored and parameters of microalgae culture (dry biomass, 

lipids, carbohydrates, proteins and ashes) were determined. The cultivation of 

microalgae in APBD optimized the production of proteins at a concentration of 50% 

enabling the manufacture of functional foods and animal feed. The AR at a 

concentration of 5%, is a medium with good potential for the production of 

carbohydrates, substrates for bioethanol industrialization, biogas and value-added 

bioproducts. APAD at 5% and AR at 20% maximized dry biomass production, 0,35 and 

0,40 mg/l, respectively. The highest levels of total lipids (29.50 and 26.10%, 

respectively) were obtained in Illman media at 35% an APBD at 5%. The best 

alternative substrate option to the production of fatty material for the production of third 

generation biodiesel would be APAD. Thus, it has been proven that dilution, together 

with the culture medium, can reduce both toxicity and turbidity of the effluent, while 

ensuring both the feasibility and viability of the aquaculture effluent as an alternative 

means to maximize the production of collectable biomass and, consequently, of lipids, 

proteins and chlorophylls, to potentially produce third generation biofuels, feed and fine 

chemicals. 

 

Keywords: Biomass. Chlorella vulgaris. Ranch water. Freshwater. Lipids. Proteins. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Petróleo, gás natural e carvão mineral são as principais fontes de energia fóssil 

globais. Explorá-las irracionalmente é, todavia, improvável ao desenvolvimento 

socioeconômico-demográfico sustentável de unidades federativas. A extração em 

reservatórios naturais de recursos não-renováveis, principalmente petrolíferos, 

progride geometricamente; revertê-la artificialmente é praticamente impossível. 

Microalgas seriam, portanto, alternativa perspicaz à produção e resolução parcial de 

crises energéticas (GUMBI et al., 2017; HEO et al., 2017). 

O desenvolvimento e crescimento das microalgas podem ser de forma 

autotrófica, heterotrófica e/ou mixotroficamente, onde a produtividade e a qualidade 

de biomassa são influenciadas por contaminantes microbianos, CO2, fotoperíodo, 

minerais, O2, pH, radiação solar, salinidade e temperatura. Já os meios de cultivo 

consistem da associação qualitativa e quantitativa de substâncias que fornecem os 

nutrientes necessários ao desenvolvimento de microrganismos fora do seu meio 

natural. Esses meios devem suprir todas as necessidades nutritivas do microrganismo 

para síntese do material celular e a produção de metabólitos de interesse industrial 

(DENG et al., 2018; GHIMIRE et al., 2017; SINGH; SINGH, 2014; WONG et al., 2017; 

KIM et al., 2017; ANDRADE, FILHO-COLOZZI, 2014). 

Há possibilidade de cultivo de microalgas em lagoas e/ou fotobioreatores para 

produção de produtos de valor agregado que, frequentemente, superam culturas de 

canola, coco, palma, pinhão-manso e soja, em termos de produtividade. Todavia, 

consomem significantes quantidades de água-doce e fertilizantes sintéticos. Efluentes 

agropecuários (da bovinocultura, suinocultura, aquicultura, dentre outros) seriam, 

contextualmente, opções à ficologia industrial (ARCHANAA et al., 2019; GIRALDO 

CALDERÓN; DÍAZ BAYONA; ATEHORTÚA GARCÉS, 2018). 

Microalgas são, conceitualmente: organismos fitoplanctônicos unicelulares. 

Componentes dominantes de microflora capturam energia física de raios solares ou, 

eventualmente, iluminação artificial, estocando-a e convertendo-a, metabolicamente, 

em biomassa, absolutamente recuperável e processável. Os principais elementos de 

material algáceo são: carboidratos, lipídeos, proteínas, pigmentos e minerais. Hidratos 

de carbono são, tecnicamente, viáveis à industrialização de biogás e biopolímeros, 
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enquanto metabólitos proteicos e lipídicos, são flexíveis ao biorrefino de alimentos 

funcionais e biodiesel, respectivamente (WONG et al., 2017; KIM et al., 2017). 

As aplicações do uso das microalgas são as mais variadas, das mais simples 

às mais complexas. Dessa forma, esses micro-organismos despertam grande 

interesse na mitigação de impactos ambientais. Existem pesquisas nas últimas 

décadas centradas principalmente na exploração de microalgas para a extração de 

produtos de valor comercial e, também, para utilização em sistemas de tratamento de 

águas residuais (WUANG et al., 2016). Nesta última aplicação, elas retiram os 

nutrientes e os metais pesados e, posteriormente, a sua biomassa ser utilizada para 

outras aplicações industriais e agrícolas (LOURENÇO, 2006). 

As microalgas podem apresentar um grande potencial no tratamento de 

efluentes por necessitarem de nutrientes como nitrogênio e fósforo, permitindo a 

manutenção da água nos próprios tanques de piscicultura, por exemplo, onde os 

mesmos apresentarem uma alta taxa desses compostos resultantes das excretas dos 

peixes. Sendo assim, o conhecimento da cinética de crescimento ou duplicação 

celular das microalgas em tanques de piscicultura torna-se um importante elemento 

para assegurar novos conhecimentos e, consequentemente, agregar qualidade à 

produtividade do pescado e ao meio ambiente. No entanto, para uma ótima operação 

de um sistema de remediação de águas residuais com microalgas é necessária uma 

análise cuidadosa do método mais eficiente de cultivo e determinação das espécies 

mais adequadas para esse propósito (MCGINN et al, 2012; LOURENÇO, 2006; 

BORGES et al., 2000).  

Diante deste contexto, o objetivo geral do estudo é cultivar as microalgas para 

produção de biomassa em efluentes de aquicultura, visando posterior produção de 

subprodutos, tendo como objetivos específicos os seguintes: 

1. Testar técnicas de cultivo visando à maximização do potencial da microalga 

Chlorella vulgaris e aumento da produtividade da biomassa e lipídeos em água 

residuais de psicultura e ranicultura; 

2. Promover a biorremediação dos nutrientes presentes em efluentes de 

aquicultura; 

3. Avaliar as potencialidades da utilização da biomassa residual. 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

 

 A seguir será apresentada uma revisão de literatura, destacando aspectos 

gerais sobre microalgas e sua importância; biologia, ecologia e diversidade de 

microalgas; crescimento e desenvolvimento; meios e sistemas de cultivo; utilização 

de efluente como meio alternativo; estratégias de indução de lipídeos; colheita; e 

extração de lipídeos. 

 

2.1 ASPECTOS GERAIS E IMPORTÂNCIA DO TEMA 

 

O consumo energético global progride vertiginosamente, sendo que a 

urbanização e a superpopulação são fatores propulsores. Os recursos fósseis 

(petróleo, gás natural e carvão mineral) são fundamentais ao desenvolvimento 

socioeconômico demográfico, mas explorá-los intensamente é questionável e 

dilemático. Desenvolvimento e implementação de biocombustíveis sustentáveis e 

renováveis é questão-chave à segurança energética (DRIRA et al., 2016; GUMBI et 

al., 2017; HEO et al., 2017; MARANDUBA et al., 2016; PANDIT; FULEKAR; WAN 

GHAZALI et al., 2015; XAALDI KALHOR et al., 2016). 

Microalgas são fundamentais à biofixação de CO2 e redução parcial da poluição 

atmosférica. Especialistas as qualificam como mecanismo para à consolidação da 

agricultura de Carbono Neutro e concessão de linhas de crédito às empresas 

ecologicamente responsáveis. Existem, portanto, oportunidades de negócio pelo 

incomparável potencial de sequestro de CO2 de microalgas, aplicáveis à produção de 

bicombustíveis (GE et al., 2017; GREENWELL et al., 2010; MUBARAK; SHAIJA; 

SUCHITHRA, 2015; PANDIT; FULEKAR; SUN et al., 2014; SUTHAR; VERMA, 2018). 

A biotecnologia das microalgas possui inúmeras possibilidades de geração de 

subprodutos, sendo que atualmente são utilizadas diversas espécies nas mais 

variadas aplicações, tais como: alimentação para animais e humanos, biofertilizantes 

de solo, biocombustíveis (biobutanol, bioetanol, biohidrogênio, biogás e bio-óleo); 

bioquímicos finos (ácido succínico, poliésteres, propanodiol, etc...) e bioprodutos 

(ácidos graxos de cadeia longa, antiobióticos, pigmentos, polipeptídios, 

polissacarídeos) (GHIMIRE et al., 2017; GUPTA; LEE; CHOI, 2015; UMMALYMA et 

al., 2017; XIA et al., 2016; LOURENÇO, 2006). 
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A Figura 1 apresenta um esquema de uma biorrefinaria de microalgas, 

fundamentada em aplicação de tecnologias à conversão fracionada de biomassa em 

produtos e subprodutos de valor agregado (KAMM; KAMM, 2004).  

 

Figura 1. Produtos e subprodutos possíveis de serem obtidos a partir da biomassa. 

 

Fonte: Adaptado de Kamm; Kamm (2004). 

 

Nos processos de produção de quaisquer produtos desejáveis através de 

microalga é necessário que haja uma estabilização do cultivo, iniciando-se desta 

forma com a seleção das espécies e a implementação do sistema de cultivo. Em 

seguida, após crescimento da cultura, a biomassa é colhida e processada para a 

extração dos produtos, como pode ser observado na Figura 2 (BRENTNER; 

BECKELMAN; ZIMMERMAN, 2010). 
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Figura 2. Etapas de extração de produtos a partir de microalga. 

 
Fonte: Adaptado de Brentner; Beckelman; Zimmerman (2010). 

 

A produção de microalgas pelo fornecimento de efluente e/ou gás de 

combustão, ao invés de água-doce e/ou CO2 (insumo antieconômico), 

convencionalmente aliviaria prováveis impactos de emissões industriais e disposição 

de resíduos em ecossistemas naturais, aquáticos, terrestres e aéreos. A integração 

de cultivo comercial à ficoremediação preservaria o ambiente e, simultaneamente, 

economizaria custos de gestão de estações de tratamento de dejetos (DENG et al., 

2018; SALAMA et al., 2017; XU et al., 2018; YANG et al., 2011). 

Devido à limitação de crescimento das microalgas com o aumento e diminuição 

de compostos como nitrogênio e fósforo, elas são muito utilizadas no tratamento e 

reutilização de efluentes de águas residuais domésticas, agroindustriais e 

agropecuárias (bovinocultura, suinocultura e aquicultura, em especial na água de 

piscicultura que uma alta taxa desses compostos resultantes das excretas dos peixes 

e decomposição dos restos de rações não consumidas) (LOURENÇO, 2006; 

BORGES et al., 2000). 

 

2.2 BIOLOGIA, ECOLOGIA E DIVERSIDADE DE MICROALGAS 

 

As microalgas são encontradas em ambiente marinho, dulcícola e no solo, 

sendo responsáveis por pelo menos 60% da produção primária de oxigênio no planeta 
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(CHISTI, 2007). Elas pertencem a um grupo de organismos muito diversos e 

importantes, podendo ser cultivadas em laboratório, de acordo com a especificidade 

de cada espécie.  

Basicamente, microalgas são organismos fotossintéticos, geralmente 

microscópicos e unicelulares, que podem formar colônias com pouca ou nenhuma 

diferenciação celular, sendo caracterizadas pela presença de pigmentos astaxantina, 

carotenoide, clorofila, ficobilina e ficocianina, típicos em cianofíceas e rodofíceas, 

(SINGH; SINGH, 2014). 

As classes de cianobactérias são: algas verdes (Cholorophyta), algas 

vermelhas (Rhodophyta), cianofíceas (Cyanobacteria) e diatomáceas (Bacilariofícea), 

as quais podem ser vistas na Figura 3. A biodiversidade e a irrestrita adaptabilidade 

fisiográfica possibilitam a exploração comercial em lagoas raceway e/ou 

fotobioreatores, sendo importantes ecológica e economicamente (GHIMIRE et al., 

2017; GUPTA; LEE; CHOI, 2015; MUBARAK; SHAIJA; SUCHITHRA, 2015; SINGH; 

SINGH, 2014). 

 

Figura 3. Micrografias de alguns tipos de microalgas. 

 

(a) Cyanobacteria, (b) Chlorophyceae, (c) Rhodophyta e (d) Chrysophyta. 

Fonte: Coleção de cultura de algas da Universidade do Texas em Austin (www.autex.org). 

 

http://www.autex.org/
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A clorofícea Chlorella vulgaris (Figura 4), particularmente, é rica em ɷ-3 (ácido 

graxo de cadeia longa) e muito utilizada no tratamento de águas residuárias, por 

possuir elevada eficiência na remoção de nutrientes, bem como elevada concentração 

de lipídeos em sua biomassa. Além disso, apresenta rápido crescimento e facilidade 

de adaptação (XIE et al., 2013). Todos esses fatores associados levaram à escolha 

desta espécie para utilização no presente trabalho. 

 

Figura 4. Foto de um cultivo de microalga Chlorella vulgaris. 

 

Fonte: Próprio autor.  

 

As microalgas oleaginosas são repletas de lipídeos, polares e neutros, como: 

fosfo e glicolipídeos e mono, di e triacilgerídeos, sendo que na Tabela 1 é apresentado 

o perfil de substratos oleaginosos das mesmas. Grânulos lipídicos neutros são o foco 

de terceira geração de biodiesel. Mono, di e triacilgeróis são proeminentes em 

Phaeodactylum tricornutum e Chlorella vulgaris. Estas espécies seriam, portanto, 

relevantes à otimização de qualidades de produto, especialmente no que diz respeito 

a densidade, poder calorífico, viscosidade cinemática e grau de saturação. Em 

contraste, Chlamydomonas reinhardtii é genuinamente predisposta à concentração de 

ácidos graxos livres, indesejáveis à transesterificação (GE et al., 2017; KUMAR et al., 

2018; LOHMAN et al., 2013; PIGNOLET et al., 2013). 
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Tabela 1. Perfil de substratos oleaginosos de microalgas. 

Espécie 
Substrato (%) 

Ácidos graxos livres Monoglicerídeos Diglicerídeos Triacilgliceróis 

C. vulgaris 1,90 0,05 2,30 21,55 

P. tricornutum 1,40 0,65 2,10 27,40 

C. reinhardtii 2,60 0,05 2,40 8,50 

Fonte: Ge et al. (2017); Kumar et al. (2018); Lohman et al. (2013); Pignolet et al. (2013). 

 

A Tabela 2 apresenta grupos de microalgas de acordo com o potencial de 

acúmulo de lipídeos, sendo assim classificadas de acordo com a produção: 

hiperacumuladoras, em torno de 57 %; superacumuladoras, em torno de 32 %; 

normais, em torno de 21,5 %; e hipoacumuladoras, em torno de 8,5%. A produção 

citoplasmática de acetil-COA, elongação e dessaturação são os principais processos 

de síntese de triglicérides. Nesta rota bioquímica, ACCase (carboxilase de acetil-COA) 

modula malonil-COA que é precursor de lipídeos neutros. Super e hiperacumuladores 

são, portanto, efetivos à promoção de reações por reguladores enzimáticos de 

metabolismo de lipídeos. 
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Tabela 2. Grupos de microalgas pelo potencial de acúmulo de lipídeos. 

Grupo Microalga Lipídeos (%) 
Produtividade de 
biodiesel* (l/ha) 

Hiperacumulador  

N. oleoabundans 65,70 128.553,00 

S. obliquus 57,10 111.725,65 

Desmodesmus sp. 55,00 107.616,65 

Micractinium sp. 50,00 97.833,35 

x ± σ, n = 4 56,95 ± 6,55 111.432,15 ± 12.815,30 

Superacumulador  

B. braunii 33,55 65.646,15 

C. closterium 30,50 59.678,35 

x ± σ, n = 2 32,05 ± 2,15 62.662,25 ± 4.219,90 

Normal  

C. pyrenoidosa 26,75 51.340,85 

C. vulgaris 26,50 51.851,65 

C. sorokiniana 22,00 43.046,65 

Dunaliella salina 20,00 39.133,30 

C. reinhardtii 20,00 39.133,30 

Rhodomonas sp. 20,00 39.133,30 

Chaetoceros sp. 20,00 39.133,30 

Euglena gracilis 20,00 39.133,30 

C. protothecoides 18,75 36.687,50 

x ± σ, n = 9 21,55 ± 3,00 42.177,05 ± 5.853,55 

Hipoacumulador  

Scenedesmus sp. 12,00 23.480,00 

Hindakia sp. 10,00 19.556,65 

S. platensis 10,00 19.556,65 

H. tetrachotoma 7,50 14.675,00 

Artrhospira máxima 6,50 12.718,00 

S. máxima 5,00 9.783,35 

x ± σ, n = 6 8,50 ± 2,60 16.631,65 ± 5.102,35 

Fonte: Adaptado de Chisti (2007). 

 

2.3 CRESCIMENTO E DESENVOLVIMENTO 

 

De acordo com Vasudevan; Briggs (2008), o mecanismo de conversão de 

energia solar em lipídeos pelo metabolismo celular dentro das microalgas ocorre por 

meio da fotossíntese, que se inicia com a captura de um fóton por um elétron em um 

anel conjugado de ligações duplas no interior de uma molécula pigmento, causando 

uma excitação. O nível de energia dessa excitação determina o comprimento de onda 

da luz que pode ser coletada pelos pigmentos nos organismos fotossintéticos por meio 

de proteínas complexas especializadas na colheita de luz. Há uma organela presente 

nos organismos fotossintetizantes conhecida como cloroplasto, que possui o pigmento 
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clorofila responsável pela sua cor verde. É no cloroplasto que ocorre a fotossíntese, 

pois este possui RNA, DNA e ribossomos, podendo, assim, sintetizar proteínas. 

Dentro dos cloroplastos há um sistema de membranas, denominado tilacóides, onde 

ocorrem as reações de luz da fotossíntese.  

A fotossíntese ocorre em etapas complementares: foto e bioquímica. Em 

fotodependência, há conversão de energia luminosa ou física em ATP (adenosina 

trifosfato) e NADP (fosfato de dinucleotídeo de adenina e nicotinamida), substratos de 

reações de carboxilação, redução e regeneração de Ciclo de Calvin-Benson, por 

excitação eletrônica de fotólise de água. Em fotoindependência, a pentose, RuBP (1,5-

ribulose-bisfosfato), associa-se ao CO2 e produz 3-PGA (3 ácido fosfoglicério), 

precursor de gliceraldeído-3-fosfato e, invariavelmente, glicerol. A compreensão de 

ciclo fotoperiódico é indispensável ao planejamento do cultivo e, circunstancialmente, 

à indução de síntese lipídica (CHAUDHARY et al., 2014; GHIMIRE et al., 2017; 

KANDILIAN et al., 2014). 

Na Figura 5 é mostrado um esquema do mecanismo de conversão de energia 

solar em energia química pelo metabolismo celular, ou seja, a síntese de biomoléculas 

que está relacionada a várias reações enzimáticas que dão origem à formação de 

carboidratos, proteínas, lipídeos, pigmentos e vitaminas.  

 

Figura 5. Esquema do mecanismo da conversão da energia solar em energia 

química por fotossíntese. 

 

Fonte: Adaptado de Ming Lv et al. (2010).  
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A energia de excitação necessária para as reações de fotossíntese passa para 

os fotossistemas PSI e PSII (centro de reação). No PSII esta energia é utilizada para 

a dissociação da água em prótons, elétrons e oxigênio e o gradiente de prótons aciona 

a síntese de ATP (adenosina trifosfato). Prótons e elétrons são recombinados por 

meio da FRN (ferredoxina-NADP+ oxirredutase) produzindo NADPH. No ciclo de 

Calvin, com a utilização de ATP e NADPH, são produzidos açúcares, óleos, amidos e 

outras biomoléculas, acontecendo simultaneamente a fixação do CO2. De acordo com 

Fortman et al. (2008), a biossíntese de ácidos graxos parte do composto acetil-CoA 

produzido por várias rotas metabólicas. Em alguns microrganismos fotossintéticos, os 

prótons e elétrons extraídos da água são fornecidos a uma enzima (a hidrogenase), 

para a produção de hidrogênio. 

Na Tabela 3 as microalgas são agrupadas pela velocidade de crescimento 

(g/l/dia), conforme o que segue: precoce, em torno de 3,85 g/l/dia; normal, em torno 

de 1,55 g/l/dia; e tardio, em torno de 0,15 g/l/dia. Espécies de Micractinium sp. são 

frequentemente termófilas e, naturalmente, habitam fontes geotérmicas e crescem 

rapidamente. O cultivo de termófilos é relevante à produção industrial de biodiesel, 

pois economiza energia durante tratamento térmico de contaminantes microbianos e 

no refrigeramento de sistema (ONAY et al., 2014; SMITH-BADORF et al., 2013).  

 

Tabela 3. Grupos de microalgas pela velocidade de crescimento. 

Grupo Microalga Taxa de crescimento (g/l/dia) Referência 

Precoce 

Micractinium sp. 4,25 

Onay et al. (2014) H. tetrachotoma 3,75 

Scenedesmus sp. 3,50 

 x ± σ, n = 3 3,85 ± 0,40  

Normal 

C. vulgaris 1,80 

Abou-Shanab et al. (2011) C. mexicana 1,65 

S. obliquus 1,25 

 x ± σ, n = 3 1,55 ± 0,30  

Tardio 

C. minor 0,20 

Chatsungnoen; Chisti (2016) 
Neochloris sp. 0,20 

N. salina 0,15 

C. fusiformis 0,10 

 x ± σ, n = 4 0,15 ± 0,05  

Fonte: Próprio autor. 
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Na Figura 6 é possível observar uma curva típica das fases do crescimento das 

microalgas em cultivos do tipo batelada, que consiste em: (1) fase lag ou de 

adaptação; (2) fase de crescimento pré-exponencial; (3) fase log ou de crescimento 

exponencial; (4) fase estacionária; e (5) fase de declínio ou morte celular. 

 

Figura 6. Curva típica de crescimento celular (linha contínua) e concentração de 

nutrientes (linha tracejada). 

 

 

Fonte: Adaptado de Mata et al. (2010). 

 

Para análise da concentração de biomassa e da taxa de crescimento 

específico, aplicam-se as expressões algébricas, Eq. (1) e Eq. (2), respectivamente, 

ponderáveis à precisa seleção de espécimes à produção de óleo (CHOI; JANG; KAN, 

2018; DENG et al., 2018; WONG et al., 2017). 

 

𝑦 =  
𝑥𝑚𝑎𝑥

1+𝑒𝑚−𝜇𝑇           (1) 

 

𝜇 = 𝑙𝑛 (
𝑥𝑗−𝑥𝑖

𝑡𝑗−𝑡𝑖
)           (2) 

 

onde: 

y : concentração de biomassa (g/l); 

xmax : máxima concentração de biomassa ou capacidade de suporte de biossistema 

(g/l); 
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m : constante de proporcionalidade; 

T : tempo de cultivo (dias); 

µ : taxa de crescimento específico (g/l/dia); 

xi : densidade inicial de células (µg/l); 

xj : densidade final de células (µg/l); 

ti : tempo inicial (dias); 

tj : tempo final (dias). 

 

2.4 CULTIVO DE MICROALGAS 

 

O comportamento fisiológico é determinado por hábito de crescimento 

apresentado na Figura 7 (CHAUDHARY et al., 2014). Portanto, a versatilidade 

metabólica da microalga permite manipulação de concentração intracelular de 

lipídeos, controlando-se condições de cultivo, tais como: oferta nutricional, pH, taxa 

de injeção de CO2, fotoperíodo e temperatura (GHIMIRE et al., 2017; KANDILIAN et 

al., 2014). 

 

Figura 7. Estrutura celular e metabolismo de microalga pelo hábito de crescimento. 

 

 

Fonte: Chaudhary et al. (2014) e Ghimire et al. (2017). 
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As microalgas crescem e se desenvolvem autotrófica, heterotrófica e/ou 

mixotroficamente (Figura 8) em lagoas superficiais raceway e fotobioreatores. A 

produtividade e a qualidade de biomassa são influenciadas por contaminantes 

microbianos, CO2, fotoperíodo, minerais, O2, pH, radiação solar, salinidade e 

temperatura. Dióxido de carbono é, consensualmente, o principal fator limitante. 

Evolutivamente, células se adaptaram fisiologicamente à hipoconcentração de CO2 de 

ecossistemas aquáticos naturais assimilando-o efetivamente. No entanto, a 

capacidade de assimilação e tolerância ao CO2 são fatores específicos (DENG et al., 

2018; GHIMIRE et al., 2017; MA et al., 2015; NDIMBA et al., 2013; SINGH; SINGH, 

2014; WONG et al., 2017; KIM et al., 2017). 

 

Figura 8. Diferenças entre os metabolismos autotróficos, heterotróficos e 

mixotróficos.  

 

 

Fonte: Adaptado de Mariano et al. (2010).  

 

2.4.1 Modalidades de Cultivo 

 

Meios de cultivo consistem da associação qualitativa e quantitativa de 

substâncias que fornecem os nutrientes necessários ao desenvolvimento de 

microrganismos fora do seu meio natural. Esses meios devem suprir todas as 

necessidades nutritivas do microrganismo para síntese do material celular e a 

produção de metabólitos de interesse industrial (ANDRADE, FILHO-COLOZZI, 2014). 

No que se refere ao metabolismo, as microalgas são classificadas em grupos 

de acordo com a sua forma de obtenção de energia e fonte de carbono, conforme 

mostrado na Tabela 4. A principal desvantagem de autotrofia, em relação à 
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heterotrófico e mixotrofia, é, aparentemente, a inferioridade de rendimento de 

biomassa, decorrente de fotoinibição de fase log ou exponencial de crescimento e 

desenvolvimento. 

 

Tabela 4. Características de modos de cultivo microalgal. 

Modo * 
Fonte Risco de 

contaminação Carbono Energia metabolizável 

Autotrófico  CO2 e/ou HCO3
- Luz Insignificante 

Heterotrófico Glicose Glicose Significante 

Mixotrófico CO2, HCO3
- e/ou glicose Luz e CO2 e/ou glicose Significante 

Fonte: Wang; Yang; Wang (2014) e Xia; Murphy (2016). 

 

2.4.1.1 Cultivo Autotrófico 

O cultivo autotrófico, basicamente, multiplica células pelo fornecimento de luz 

e carbono inorgânico. Elogiável capacidade de sequestro de CO2 e satisfatório 

reaproveitamento de gás de combustão, tornam esse cultivo, ambiental e 

economicamente, atrativo à terceira geração de biodiesel. Sendo que escalabilidade 

e insignificante risco de contaminação microbiana neste cultivo, devido à inexistência 

de substrato orgânico, o capacitam, também, ao planejamento de lagoas recirculativas 

e fotobioreatores.  

O cultivo autotrófico dispensa, todavia, a glicose (fonte de carbono orgânico 

valorizadíssima na indústria alimentícia) e proporciona equilíbrio ao perfil de ésteres 

metílicos de Chlorella sp., concentrando-o, perceptivelmente, em ácidos (láurico, 

mirístico, esteárico e palmítico), fundamentais à qualidade do produto (AMARO; 

GUEDES; MALCATA, 2011; ELUMALAI; PRAKASAM; SELVARAJAN, 2011). 

 

2.4.1.2 Cultivo Heterotrófico 

A heterotrofia é uma alternativa à autotrofia e particulariza-se pela inexistência 

de luz e administração de carbono à nutrição celular. Indiferente à fotoinibição é, 

tecnicamente, viável a biorreatores e fermentadores. O cultivo heterotrófico apresenta 

como vantagens a fácil operacionalidade, o substancial rendimento de material graxo, 

a oportunidade de reciclagem de efluentes, e a economia de custo total de produção, 

sendo irrestrito quanto à aplicação de glicose e antieconômico à algacultura. Alguns 

pré-requisitos de microalgas ao cultivo heterotrófico são: faculdade de divisão celular 
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sob ausência de iluminação, inespecificidade à glicose, adaptabilidade a oscilações 

microclimáticas, resistência a microrganismos antagônicos e resiliência a 

perturbações hidrodinâmicas (CHEIRSILP; TORPEE, 2012; RAWAT et al., 2013). 

Os sistemas heterotróficos podem se valer dos avanços obtidos da indústria de 

fermentação, que já produz biocombustíveis em escala comercial, como o bioetanol 

de cana-de-açúcar ou milho. Entretanto, a dependência por açúcares de outras fontes 

pode ser um ponto fraco desse sistema, pois pode gerar problemas como competição 

por terras férteis, água limpa e produção de alimentos, os mesmos observados na 

produção dos biocombustíveis de primeira geração (LI et al., 2007). 

 

2.4.1.3 Cultivo Mixotrófico 

Simultaneidade de eventos fotossintéticos e respiratórios é característica da 

mixotrofia, que, sugestivamente, integra luz, CO2 e carbono orgânico à nutrição 

celular. Em lagoas recirculativas, especificamente, supre-se demanda de carbono 

orgânico, introduzindo-se glicose e/ou acetato, diurnamente, prevenindo-se, assim, 

eventual proliferação sob restrição luminosa (PEREZ-GARCIA et al., 2011; 

UNTERLANDER; CHAMPAGNE; PLAXTON, 2017). 

A pesquisa científica de melhoria de crescimento algáceo por intensidade e 

qualidade de iluminação artificial e concentração de glicose reporta superioridade 

técnica da mixotrofia, em relação à hetero e autotrofia, quanto ao rendimento de 

lipídeos: 210, 90 e 85 mg/l, respectivamente (CHEIRSILP; TORPEE, 2012). 

Hipoteticamente, a mixotropia é ideal à produção industrial de biodiesel, mas é 

sensível à contaminação microbiana e predisposta ao bioacúmulo de ácidos livres, 

que, sob concentrações críticas, inviabilizam a comercialização do produto 

(BRENNAN; OWENDE, 2010; GHIMIRE et al., 2017).  

 

2.5 SISTEMAS DE CULTIVO 

 

Diversos meios de produção podem ser empregados no cultivo de microalgas, 

variando o volume de poucos litros até bilhões de litros, assim como sistemas pouco 

sofisticados, como no caso de cultivo em tanques abertos simples sob condições 

naturais de iluminação e temperatura, com baixo ou nenhum controle de parâmetros, 

ou sistemas mais sofisticados, como é o caso de fotobioreatores, onde se pode ter 

controle de vários parâmetros que afetam o cultivo (BOROWITZKA, 1999).  
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A ideia de cultivo de microalgas surgiu em 1952. Em 1960, japoneses a 

experimentaram, pioneiramente, em lagoa superficial ampla, sistematizada com dutos 

rudimentares que permitiam introdução compartimentada de inóculo e transferência 

de massa. Em 1970, Japão, Europa e Israel inauguraram, finalmente, plantas 

industriais para a produção de alimentos funcionais. Problemas técnicos associados 

à tradicionalidade motivaram, então, a engenharia de fotobioreatores. A tecnologia em 

questão é superiormente eficiente em relação à produtividade e qualidade de 

biomassa; todavia, onerosos custos de investimento, instalação e manutenção a 

inviabilizam economicamente à produção comercial de biodiesel, por isso há 

necessidade de otimizá-la (ADESANYA et al., 2014; GUPTA; LEE; CHOI, 2015; KIM 

et al., 2017; KUMAR et al., 2015; RAWAT et al., 2013; XIA et al., 2013). 

 

2.5.1 Lagoas Recirculativas 

Lagoas superficiais recirculativas são os principais sistemas de produção 

industrial de microalgas. Fluxos contínuo, semi-contínuo e descontínuo as distinguem 

operacional, dimensional e produtivamente. Na Figura 9 é mostrada a forma de lagoas 

tipo pista em cultivo de tanque aberto (raceway ponds). Facilidade de colheita, devido 

à relação geométrica de área de exposição à radiação e volume de trabalho, a 

economia de custos de instalação e manutenção, além de restrito potencial de 

emissão de gases, compensam a irregularidade de rendimento técnico e a 

questionável qualidade do óleo. Por outro lado, intensiva evaporação diária de água, 

insustentabilidade de exploração de bioprodutos, invariável exigência de espécies 

resilientes, sazonalidades climáticas e contaminação se apresentam como algumas 

desvantagens (GUPTA; LEE; CHOI, 2015; RODOLFI et al., 2009;). 

A produtividade de C. variabilis em lagoa superficial semi-contínua equivale-se 

a 5,80 g/m2/dia (BHOWMICK et al., 2014). Os autores enfatizam a importância de 

tratamento do meio com hipoclorito e/ou tiossulfato de sódio, antes da inoculação, 

bem como a manutenção de agitação mecânica a 15 rpm, para difusão de CO2, 

recirculação e homogeneização. Sharma et al. (2016) reportam a produção de 

19,60 g/m2/dia C. vulgaris num experimento piloto. A variação de produtividade é 

absolutamente natural, pois há indetermináveis interações de espécies e projetos de 

lagoas, sendo que a extensão e profundidade das mesmas são características que 

influenciam na difusão de gases, na transferência de massa e, também, na profusão 
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da luz (GUPTA; LEE; CHO, 2015; KUMAR et al., 2015; MATHIMANI et al., 2017; 

SHARMA et al., 2016). 

 

Figura 9. Lagoas fotossintéticas do tipo raceway ponds. 

 

Fonte: Antunes; Silva (2010). 

 

2.5.2 Fotobiorreatores 

Embora antieconômicos em relação à investimento, operação e manutenção, 

os fotobiorreatores (Figura 10), são conceituados pelo emprego de luz à 

multiplicação celular, permitindo um rigoroso controle ambiental e incomparável 

produtividade de biomassa. Além disso, eles restringem a proliferação e a residência 

prolongada de microrganismos depreciativos à qualidade de óleo, e, também, 

possibilitam exploração industrial de químicos finos e bioprodutos de valor agregado; 

e, por isso, são adequados à biorrefinaria de microalgas (COLLET et al., 2011; 

DIANURSANTI; SISTIAFI; PUTRI, 2018; GUPTA; LEE; CHOI, 2015; RAWAT et al., 

2013; UNTERLANDER; CHAMPAGNE; PLAXTON, 2017; YEN et al., 2013).
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Figura 10. Produtividade relativa de biomassa de microalga cultivada em 

fotobioreatores em comparação com outros processos. 

 

Fonte: Adesanya et al. (2014); Khudhair; Farid (2004); Rashid et al. (2014). 

 

Existem vários fotobiorreatores que podem ser utilizados no cultivo de 

microalgas, dentre eles serão destacados a seguir os seguintes: tanque agitador, 

tubular vertical, coluna de bolhas, elevação de ar, tubular horizontal e de painel plano. 

 

2.5.2.1 Tanque Agitador 

A Figura 11 mostra um tanque agitador, constituído por motor, rotor, defletor e 

alimentador. Esta categoria é efetiva à transferência de massa, homogeneização de 

meio e profusão da luz, mas dificulta a colheita, devido à insignificante relação de área 

e volume, demanda substancial quantidade de energia ao acionamento de 

componentes hidrodinâmicos, e onera custos variáveis de operação e manutenção. 

Dispositivos de oxigenação e modernização de impulsores seriam, portanto, 

necessidades tecnológicas (GUPTA; LEE; CHOI, 2015). 
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Figura 11. Esquematização de um tanque agitador. 

 

Fonte: Gupta; Lee; Choi (2015). 

 

2.5.2.2 Tubular Vertical 

Constituídos por tubos transparentes (Figura 12), que permitem a penetração 

de luz, e por um sistema de recirculação, os fotobioreatores tubulares verticais são 

opções ao cultivo outdoor. As principais subcategorias são: coluna de bolhas e 

elevação de ar. 

 

Figura 12: Fotobioreator do tipo tubular vertical. 

 

Fonte: Gouveia (2011). 

 

2.5.2.2.1 Coluna de Bolhas 

Alternativa ao tanque agitador, a coluna de bolhas é, tecnicamente, versátil à 

produção de microalgas e leveduras fermentativas e ao tratamento de efluente. 
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Compressor e lâminas crivadas, que rompem e distribuem bolhas de ar coalescentes, 

são os principais elementos de projeto (Figura 13). Operacionalmente, bolhas de ar e 

meio ascendem à câmara de gases simultaneamente, enquanto, a massa líquida 

densa descende adjacentemente. Baixo custo de investimento, facilidade de colheita 

e economia de componentes hidrodinâmicos, são vantagens desta tecnologia. Por 

outro lado, heterogeneidade de distribuição de O2 e CO2 e irregularidade de produção 

de biomassa, são sérios inconvenientes (GOUVEIA; OLIVEIRA, 2009; GUPTA; LEE; 

CHOI, 2015). 

 

Figura 13. Esquematização de fotobioreator tubular vertical de coluna de bolhas. 

 

Fonte: Gupta; Lee; Choi (2015). 

 

2.5.2.2.2 Elevação de Ar (Airlift) 

O hidrodinamismo de elevação de ar ocorre por separação física de fases: o 

sistema de alimentação introduz gases ao meio de cultivo; bolhas coalescentes 

emergem ao compartimento de retenção de interface gás-líquido; e, finalmente, há 

fluxo descendente de líquido denso, isento de bolhas, à medida que estas se 

desprendem de superfície. Looping interno, concêntrico e externo são padrões de 

recirculação (Figura 14) que simulam intermitência de iluminação às células, 

condicionando-as à fotossíntese e respiração (GOUVEIA; OLIVEIRA, 2009; GUPTA; 

LEE; CHOI, 2015). 
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Figura 14. Esquematização de fotobioreator tubular vertical de elevação de ar. 

 

Fonte: Gupta; Lee; Choi (2015). 

 

2.5.2.3 Tubular Horizontal 

Popular à algacultura, o fotobioreator tubular horizontal caracteriza-se por: 

significante relação de área e volume, ótimos padrões de difusão e distribuição de 

CO2 e de transferência de massa e homogeneização de meio. Inclinado e helicoidal 

são configurações alternativas ao controle natural de superaquecimento (Figura 15). 

Para escolha de design, orienta-se ponderar: ambiente de produção, custos de 

aquisição, operação e manutenção e, principalmente, finalidade de cultivo. Acúmulo 

de O2 sob níveis tóxicos à multiplicação celular, impraticabilidade em escala industrial, 

constante necessidade de arrefecimento artificial e limitado rendimento de biomassa 

e lipídeos neutros, são fatores dissuasivos à essa tecnologia (GUPTA; LEE; CHOI, 

2015). 

 

Figura 15. Esquematização de fotobioreator tubular horizontal. 

 

Fonte: Gupta; Lee; Choi (2015). 
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2.5.2.4 Painel Plano 

O painel plano é geometricamente simples, possui considerável relação de área 

e volume e não possui dispositivos hidrodinâmicos e sistema de aeração por injeção 

de ar (Figura 16). Em relação aos fotobioreatores tubulares, garante ótima eficiência 

fotossintética e restringe superacúmulo de CO2. Por outro lado, apresenta 

insustentabilidade em larga escala, devido às limitações em rendimentos de biomassa 

e lipídeos, por superficialidade de penetração de luz, complexidade de controle de 

temperatura e ineficiência de homogeneização de interfaces (PRUVOST et al., 2011; 

SLEGERS et al., 2011). 

 

Figura 16. Esquematização de fotobioreator de painel plano. 

 

Fonte: Gupta; Lee; Choi (2015). 

 

2.6 UTILIZAÇÃO DE EFLUENTE COMO MEIO ALTERNATIVO 

 

Um dos problemas graves para a humanidade será a escassez de recursos de 

água potável no futuro. O desenvolvimento da piscicultura de água doce é um fator 

agravante para este problema, pois existe um alto índice de produtos químicos 

tóxicos, como amônia (NH3) e nitrito (NO2). Estudos apontam o potencial de algas 

verdes, em especial a espécie Chlorella vulgaris, para remover o excesso desses 

contaminantes, devido à sua alta capacidade de absorção de nutrientes, bem como a 

alta produção de biomassa. Isso abre perspectivas animadoras para sua aplicação 

em processos de purificação em água de piscicultura (HEIDARI; FARHADIAN; 

MAHBOOBI, 2011; HESNI et al., 2020; RAMOS, PIZARRO, 2018). 

A possibilidade de utilizar meios de cultivos alternativos surgiu devido aos 

custos elevados com reagentes químicos necessários para o crescimento das 
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microalgas, tido como um dos maiores problemas do cultivo, por representarem de 40 

a 60% de seu custo total (SIPAÚBA-TAVARES, 1995).  

Dentre os meios de cultura alternativos utilizados para a produção de biomassa 

de microalgas destacam-se o esgoto doméstico esterilizado, os efluentes de 

biodigestores, o lodo digerido, os despejos industriais purificados, a vinhaça de cana-

de-açúcar, as águas residuárias da produção de azeite de oliva e os resíduos da 

suinocultura, dentre outros (BERTOLDI; SANT’ANNA; OLIVEIRA, 2008).  

Efluentes são nutricionalmente autossuficientes para promover o crescimento 

e desenvolvimento de microalgas (CALIXTO et al., 2016; DENG et al., 2018; KOTHARI 

et al., 2013; KUMAR et al., 2015; LAL; DAS, 2016). A produção industrial de 1 kg de 

biomassa algácea demanda 3,725 kg de água-doce e expressivo aporte de 

fertilizantes sintéticos (especialmente N e P), que podem ser contaminantes e 

poluentes. O reaproveitamento de efluente agrícola, agroindustrial ou urbano, a fim de 

substituí-los e garantir sustentabilidade à ficologia, seria, portanto, oportuno (DENG et 

al., 2018; SALAMA et al., 2017; XU et al., 2018; YANG et al., 2011). 

Descartar os efluentes negligentemente, ao invés de reutilizá-los ou recicla-los, 

implica em impactos a ecossistemas naturais (eutrofização de corpos hídricos, 

poluição atmosférica, salinização de ambientes de produção agropecuária, etc...). 

Ricos em elementos minerais e orgânicos, estes efluentes possibilitariam cultivo 

microalgal sustentável, que os reaproveitariam, transformando-os, então, em matéria-

prima tecnicamente aplicável à transesterificação de biodiesel e biorrefino de 

alimentos funcionais e químicos. A avaliação do ciclo de vida de uma planta industrial 

de microalga comprova que a substituição de água-doce por efluente reduz, 

sensivelmente, o custo total de produção de biomassa (CALIXTO et al., 2016; DENG 

et al., 2018; KOTHARI et al., 2013; KUMAR et al., 2015; LAL; DAS, 2016). 

Águas residuárias municipais e de bovinocultura leiteira, suinocultura, 

aquicultura, indústria de celulose e papel, processamento de óleo de palma, assim 

como de usina sucroenergética, são alternativas exequíveis à algacultura. A 

biodiversidade de microalgas é magnifica. Há, entretanto, espécies sensíveis a 

efluentes com elevada demanda bioquímica de oxigênio e carga mineral (CALIXTO et 

al., 2016; DENG et al., 2018; GENTILI, 2014; HENA et al., 2015; JEBALI et al., 2015; 

MANDAL; MALLICK; 2009; RAMIREZ et al., 2014; ZHU et al., 2017). 
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Os autores enfatizam que a turbidez é determinante à produtividade e 

qualidade de material graxo; por isso sugerem a diluição, para que haja suficiente 

penetração de luz em meio. Pesquisas científicas (Tabela 5) corroboram o sinergismo 

de diluição em perfil de ácidos graxos de C. vulgaris (CHOI; JANG; KAN, 2018; 

MANDOTRA et al., 2016; ZHU et al., 2017). 

 

Tabela 5. Percentual de ácidos graxos em biomassa de C. vulgaris por fator de 

diluição de água residuária. 

Ácido graxo (%) 
Efluente 

Meio-padrão BG-11 
Diluição x 1 Diluição x 10 

Palmítico 4,95 11,00 6,40 

Esteárico 52,60 52,95 56,70 

Oleico 16,50 19,80 9,30 

Linoleico - 11,35 4,40 

ɣ-Linoleico  - 3,20 - 

Araquídico 18,55 29,85 16,15 

Docosanóico  7,05 6,50 6,60 

Fonte: Choi; Jang; Kan (2018). 

 

Embora as águas residuárias de aquicultura sejam menos usuais, a pesquisa 

científica de Heidari; Farhadan; Mahboobi (2011) sobre produção de biomassa e 

ficoremediação de NH3 e NO2
- de efluente de piscicultura por microalgas (S. 

quadricauda, C. vulgaris e Tetradesmus obliquus) demonstrou e discutiu os benefícios 

nutritivos de coproduto à qualidade de matéria-prima, sugerindo-o, inclusive, para 

substituição de água-doce e fertilizantes minerais. Informações de aplicação de 

resíduo de ranicultura à ficologia são escassas, de modo que se propõe investigá-la 

nesta tese. 

 

2.7 FATORES QUE INFLUENCIAM O CULTIVO  

 

Microalgas sintetizam lipídeos naturalmente, mas há possibilidades de indução 

e intensificação de síntese, estressando-as por controle nutricional, intensidade e 

qualidade de iluminação, fotoperíodo, pH e injeção de CO2 (CHO et al., 2013; 

SUTHAR; VERMA, 2018). 
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2.7.1 Nutrição 

A síntese atípica de lipídeos é produto de restrição, principalmente, nutricional. 

Subdosagem de N altera dinâmica de carbono e, consequentemente, induz o 

organismo à metabolização de triacilgliceróis, ao invés de proteínas e carboidratos. 

Portanto, a estratégia de controle de nutrição é estimular mecanismos adaptativos 

latentes, sem sequer prejudicá-los (IDRIS et al., 2017). Inúmeras são as enzimas que 

regulam superprodução de lipídeos em microalgas sob limitação nutritiva, destacando-

se: sintase II de β-cetoacil-ACP, dessaturase de Δ9-estearoil-ACP e tiosterase de 

oleoil-ACP (PRUVOST et al., 2011). 

As microalgas são micro-organismos fotossintetizantes que requerem carbono 

(C), nitrogênio (N), oxigênio (O), hidrogênio (H) e fósforo (P), além de cálcio (Ca), 

magnésio (Mg), enxofre (S) e potássio (K). Os micronutrientes que geralmente são 

importantes para o desenvolvimento das microalgas são: ferro (Fe), manganês (Mn), 

cobre (Cu), molibdênio (Mo) e cobalto (Co). Além disso, algumas espécies também 

necessitam baixas concentrações de vitaminas no meio de cultura (CARVALHO et al., 

2012; NAYAK et al., 2016).  

 

2.7.2 Iluminação Artificial 

Intensidade e qualidade de luz afetam eficiência fotossintética e, 

invariavelmente, o crescimento específico e a síntese de lipídeos. Para maximização 

da produtividade, deve-se iluminar o fotobioreator uniformemente. O estresse 

luminoso modifica o teor e a composição de óleo em C. pyrenoidosa, Scenedesmus 

sp., Amphora subtropical e Dunaliella sp., sendo que, sob intensificação, há 

decréscimo da disponibilidade de lipídeos neutros. Por isso, é importante a fonte de 

fótons (BENMOUSSA-DAHMEN et al., 2016; FAN et al., 2014; PANCHA; CHOKSHI; 

MISHRA, 2015; WAHIDIN; IDRIS; SHALEH, 2016; YEN et al., 2013). 

A alternância de horas de luz e escuro determina saldos de ATP e NADP, em 

fase fotoquímica. Os substratos energéticos em questão são precursores de síntese 

de glicose, produto bioquímico. Equilibrá-la significaria, portanto, induzir e inibir rotas 

de lipídeos, proteínas e carboidratos. O ciclo fotoperiódico ideal à indução de síntese 

de lipídeos é 18:6 h, sendo que um excesso de luminosidade a inibiria completamente 

(SUTHAR; VERMA, 2018).  
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Segundo Fishman et al. (2010), para alcançar elevada produtividade de 

biomassa por área iluminada, ambos os sistemas de cultivo fotoautotrófico de 

microalgas, seja aberto ou fechado, necessitam garantir exposição adequada de cada 

célula à luz, de maneira a reduzir os efeitos causados pela fotossaturação ou 

fotoinibição no desenvolvimento do cultivo. Assim, nos cultivos com densidade 

elevada podem haver uma camada superficial iluminada, na qual as células realizam 

a fotossíntese, e uma camada escura junto ao fundo do cultivo, na qual a intensidade 

de luz encontra-se abaixo do ponto de compensação e a fotossíntese líquida é 

negativa (RICHMOND, 2004). Altas intensidades de luz podem causar fotossaturação 

e baixas intensidades podem reduzir a eficiência fotossintetizante. Nestes dois casos, 

pode ocorrer uma redução na produtividade de biomassa.  

Portanto, a iluminação, segundo Lourenço (2006), é um dos pilares do cultivo 

de microalgas que requerem atenção especial. Os melhores resultados com cultivos 

de microalgas são alcançados com iluminação artificial fluorescente. A lâmpada deve 

ser instalada na prateleira onde está o frasco com a cultura, a fim de fornecer mais 

energia do que apenas a luz difusa do ambiente. É a intensidade luminosa que irá 

desencadear os processos para que a fotossíntese se complete. A quantidade de luz 

recebida pelas células está relacionada ao carbono que será fixado pela microalga e 

influenciará na taxa de crescimento das culturas de microalgas (DERNER et al., 2006).  

A fotoinibição consiste na saturação luminosa a intensidades relativamente 

baixas. Assim, a fotoinibição crônica resulta no dano do aparato fotossintético, 

diminuindo a eficiência quântica e a taxa fotossintética máxima, a qual está associada 

ao dano e a substituição da proteína D1 do centro de reação do PSII, sendo 

necessária à sua remoção e substituição por uma molécula recém-sintetizada (TAIZ; 

ZEIGER, 2006). Isto ocorre pelo fato de as algas serem capazes de absorver uma 

quantidade muito maior de fóton do que podem coletar e transferir para o PSI (AMOS, 

2004). Na Figura 17 é mostrada graficamente a essência deste fenômeno. 
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Figura 17. Dependência entre a eficiência fotossintética e a intensidade da radiação 

luminosa. 

 

Fonte: Adaptado de Chisti (2007). 

 

2.7.3 Temperatura 

A temperatura influencia o crescimento específico, a concentração e 

composição de biomassa e, também, o perfil de ácidos graxos. Em N. salina e 

Ochromonas danica, especialmente, há intensificação de teor lipídico, à medida que 

se eleva a temperatura. Em contraste, C. sorokiniana é insensível ao estresse térmico 

(CHOKSHI et al., 2016; HU et al., 2008; KUMAR et al., 2018). 

Sob a perspectiva de Suthar; Verma (2018), que multiplicaram C. vulgaris 

autotroficamente, expondo-as a pH, fotoperíodo e concentrações de nitrato e fosfato 

de 8, 18:6 h, 50 mg/l e 17,5 mg/l, respectivamente, em temperaturas superiores a 

30 °C, foi verificada a indução ao super acúmulo de lipídeos. Kumar et al. (2018) 

confirmam esse fato, mas com exposição a 2.000 lux e um fotoperíodo de 12:12 h. 

 

2.7.4 pH 

O pH do meio é um dos fatores de grande importância que envolve o cultivo de 

microalgas, pois o mesmo é responsável por determinar a solubilidade do dióxido de 

carbono e os minerais presentes (BECKER et al., 1988). Um exemplo disto é a 

amônia, que, presente na solução em temperatura de 25 °C e pH 7, apresenta 99,3% 

de NH4-N e 0,7% de NH3 e, ao atingir um pH de 9, estes valores passam a ser 64,2% 

de NH4-N e 35,8% de NH3 (TRUSSEL, 1972, VON SPERLING et al., 2005).  
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Assim, se faz necessário avaliar mais detalhadamente o papel do pH no 

crescimento das microalgas utilizadas no tratamento de efluentes, pois o pH é 

dependente de vários fatores como a composição e capacidade de tamponamento do 

meio, a quantidade de dióxido de carbono, o metabolismo dos microorganismos e a 

temperatura (BECKER et al., 1988). 

Quinlan (1984) obteve uma correlação para um pH “ótimo” com o processo de 

nitrificação, ou seja, como o valor do pH pode afetar na oxidação da amônia no 

tratamento de águas residuárias, tendo sido possível observar a diminuição do valor 

do pH com o aumento da concentração de amônia. 

 

2.7.5 Nitrogênio 

A amônia está presente em solução na forma de íon amônio (NH4
+) e na forma 

livre, não ionizada (NH3). Ainda que ocorra o processo de volatilização da amônia livre 

para a atmosfera, alguns autores acreditam que esta é insignificante se comparada 

com outros mecanismos de remoção do nitrogênio, tais como a nitrificação-

desnitrificação e a sedimentação (VON SPERLING et al., 2005). 

O nitrogênio assimilado pelas microalgas na forma de nitrato e amônia é 

destinado para a síntese de compostos celulares, produção de proteínas e outros 

compostos que contém nitrogênio. No entanto, a assimilação destes dependerá de 

outros fatores, tais como temperatura, carga orgânica, tempo de retenção hidráulica e 

radiação solar (MONTEGGIA; TESSELE, 2001). 

Becker (1994) mostrou os efeitos dos diferentes regimes de nitrogênio nos 

parâmetros de crescimento e componentes nas microalgas, para duas clorofíceas 

(Scendesmus obliquus e Chorella vulgaris) e para quatro cianobactérias (Spirulina 

platensis, Anacystis nidulans, Microcystis aeruginosa e Oscillatoria rubenscens). Para 

todas as algas estudadas o aumento dos níveis de nitrogênio conduziu a um aumento 

da biomassa, do conteúdo de proteínas e de clorofila. Em baixos níveis de nitrogênio, 

as clorofíceas apresentaram níveis de lipídeos totais em torno de 45%. 

De-Bashan et al. (2011) encontraram altas taxas de eliminação de amônia após 

estudarem diferentes espécies de Chlorella sob diferentes concentrações de efluente, 

como: NaCl; CaCl; MgSO4; H2O; K2HPO4; KH2PO4; Na2HPO4 e NH4. Assim, eles 

puderam concluir o grande potencial das microalgas no tratamento de águas residuais 
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contendo amônia e fósforo como principais nutrientes, além disso observaram o 

crescimento de bactérias promotoras de crescimento de microalgas.  

 

2.7.6 Agitação 

O processo de agitação de uma suspensão microalgal torna-se igualmente 

importante, pois permite que as células fiquem suspensas no meio, melhora a 

eficiência da utilização da luz, favorece a troca de gases, impede a estratificação 

térmica, auxilia na distribuição homogênea dos nutrientes, evita acúmulo de matéria 

orgânica no fundo do biorreator e a sedimentação das microalgas, e, ainda, reduz a 

foto-oxidação pela eliminação do oxigênio supersaturado no meio (RICHMOND, 

2004). 

A agitação do meio exerce grande influência sobre a distribuição da 

luminosidade em cultivos microalgais (SERENOTTI et al., 2004). Jourdan (2001) 

afirma que altas intensidades luminosas com alta agitação propiciam crescimento 

ótimo, pois todos os filamentos recebem cargas frequentes de luz, mas, ao mesmo 

tempo, são constantemente sombreadas por outros filamentos, promovendo proteção 

contra exposição excessiva à luz. 

Com a agitação do meio de forma correta é possível distribuir equitativamente 

a energia luminosa com o aumento da frequência do ciclo claro-escuro, além de 

aumentar a taxa de difusão entre as células, facilitando as trocas gasosas e o acesso 

aos nutrientes dissolvidos no meio (RICHMOND, 2004). Portanto, é importante o 

desenvolvimento de um sistema de cultivo que possibilite um ciclo de permanência de 

cada uma das células na camada iluminada e na camada escura (ciclo luz/escuro), de 

forma a minimizar os efeitos da exposição a períodos longos em cada uma das 

camadas do cultivo (RICHMOND, 2004).  

Outro parâmetro para o qual a eficiência da agitação do meio pode ser 

preponderante é a taxa de oxigênio dissolvido nos cultivos de microalgas. Em cultivos 

cuja velocidade de agitação não é adequada, elevadas concentrações de oxigênio 

dissolvido podem provocar a inibição da fotossíntese. Uma maior turbulência no fluxo 

dos cultivos gera uma maior volatilização do oxigênio produzido pelas algas durante 

a fotossíntese, reduzindo sua concentração no meio de cultivo, o que permite atingir 

concentrações maiores de biomassa (DOUCHA; LÍVANSKÝ, 2009).  
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Em cultivos de microalgas realizados em escala laboratorial, a agitação pode 

ser realizada com o auxílio de um shaker ou através de aeração, que é feita com 

injeção de ar, através de mangueira de silicone no fundo do frasco ou através de 

bombas de aquário externas. Para que a dissolução dos gases seja mais eficiente, é 

necessário produzir bolhas pequenas. Esse efeito pode ser obtido pelo uso de pedras 

porosas ou pipetas de vidro de ponta fina na extremidade das mangueiras 

(LOURENÇO, 2006). Nos cultivos em grande escala pode-se utilizar compressores 

de ar, bombas mecânicas ou borbulhamento de ar (LOURENÇO, 2006; BRENNAN; 

OWENDE, 2010).  

 

2.8 COLHEITA DE MICROALGAS 

 

A colheita de matéria algácea em suspensão é uma etapa crítica. Tamanho de 

célula (50 µm), insignificantes concentração de biomassa (0,5 a 5 g/l), densidade e 

gravidade específica, e carga superficial eletronegativa (-40 mV), são as principais 

características de microalgas que as tornam complexas. Grupos funcionais próton-

ativos, carboxílicos, hidroxilas, aminas, fosfóricos, são responsáveis pela dispersão 

de células em meio, principalmente na fase exponencial de crescimento 

(GHERNAOUT; GHERNAOUT, 2012; MATA; MARTINS; CAETANO, 2010; 

UMMALYMA et al., 2017). 

As técnicas convencionais de colheita são: centrifugação, filtração, 

biofloculação, flotação, imobilização, sedimentação e coagulação. Na Tabela 6 são 

destacadas as principais técnicas (mais utilizadas), sendo que, para a escolha de uma 

delas, deve ser considerada a finalidade de cultivo. Centrifugação e flotação, 

particularmente, são ideais à produção industrial de biocombustíveis, enquanto, 

eletroforese, é aplicável à industrialização de bioprodutos, pois é relativamente, 

onerosa, devido ao expressivo consumo energético, insatisfatória capacidade 

operacional e necessidade de equipamentos e reagentes específicos. Custo 

acessível, ínfimo potencial de impacto ambiental, aplicabilidade e escalabilidade 

seriam, portanto, características desejáveis (CHEIRSILP; THAWECHAI; 

PRASERTSAN, 2017; LAL; DAS, 2016; SHARMA et al., 2016; SHEN et al., 2015; 

UMMALYMA et al., 2017; VANDAMME et al., 2011; VONSHAK; RICHMOND, 1988; 

ZHANG et al., 2010). 
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Tabela 6. Principais características dos métodos de colheita de biomassa microalgal. 

Método Características relevantes Vantagem Desvantagem 

Filtração 
Pode funcionar sob pressão ou 

vácuo. 

Fator de concentração 

elevado. 

Limitado a microalgas 

coloniais ou filamentosas. 

Possível colmatação. 

Processo moroso. 

Centrifugação 

A recuperação depende das 

características de sedimentação 

das células, do tempo de 

permanência na centrífuga, da 

temperatura e da profundidade 

de decantação. 

Para a maioria das 

microalgas é eficaz. 

A biomassa fica 

bastante concentrada. 

Processo moroso e não é 

energeticamente 

eficiente, o que se reflete 

no aumento dos custos. 

Floculação 

A adição de agentes químicos 

induz a agregação das células 

das microalgas por 

neutralização, inversão das 

cargas eléctricas das paredes 

celulares ou por formação de 

ligações entre as microalgas. 

A floculação proporciona 

o aumento do tamanho 

das partículas, o que 

torna a sedimentação 

mais rápida. 

O processo pode ser 

moroso e carece de 

muito espaço. 

A utilização de 

floculantes pode tornar o 

processo dispendioso à 

escala industrial. 

Possível alteração do 

produto final. 

Sedimentação Quantidade de biomassa  

Processo simples e de 

custos reduzidos. 

Ausência de agentes 

químicos. 

Processo lento e produto 

final com elevado teor de 

água. Em ambientes de 

temperatura elevada a 

biomassa pode ficar 

deteriorada. 

Fonte: Próprio autor. 

 

2.8.1 Colheita por Centrifugação 

A maioria de plantas industriais de produção de biodiesel 3G emprega 

centrifugação para colheita de biomassa. Embora, aparentemente onerosa, a técnica 

é viável, desde que haja complementariedade de químicos finos e bioprodutos 

comercializáveis à industrias de alimentos, fármacos, cosméticos e têxteis, para 

compensar significativo consumo de energia, custos operacionais e intermediária 

qualidade de biocombustível (CHATSUNGNOEN; CHISTI, 2016; HEO et al., 2017; 

LAL; DAS, 2016). 

Força centrifuga, temperatura e tempo de retenção de 5.800 g, 4,5 °C e 10 

minutos, respectivamente, garantem eficiência à recuperação de biomassa C. 

vulgaris, P. tricornutum e C. reinhardtii cultivadas em fotobioreator (LOHMAN et al., 
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2013). Os autores pontuam a secagem como fator antieconômico e a extração de 

lipídeos de material úmido como possível solução. Condições operacionais do 

centrifugador são funções de resistência mecânica de célula, engenharia de 

equipamento e finalidade de cultivo. 

A Tabela 7 mostra as condições operacionais de colheita de biomassa algácea 

por centrifugação. 

 

Tabela 7. Condições operacionais de colheita de biomassa algácea por 

centrifugação. 

Microalga 

Rotação (rpm) 

ou força 
centrífuga (g) 

Temp. 

(°C) 

Retenção 

(min) 
Referência 

C. vulgaris 8.000 rpm - 10,0 Al-Lwayzy; Yusaf; Al-Juboori (2014) 

Chlorella sp. 

Nannochloropsis sp. 
1.585 g - 15,0 Cheirsilp; Torpee (2012) 

C. vulgaris 9.055 g - 10,0 Tran et al. (2012) 

Chlorella sp. 5.000 rpm - 15,0 Zhu et al. (2017) 

C. vulgaris 

B. braunii 
16.000 rpm 25,0 - Sydney et al. (2011) 

Chlorella sp. 

Chlorococcum sp. 
4.000 rpm - 10,0 Pan et al. (2017) 

C. vulgaris 17.000 g - 10,0 Unterlander; Champagne; Plaxton (2017) 

Neochloris sp. 

Chlamydomonas sp. 
5.000 rpm - 5,0 Gumbi et al. (2017) 

C. vulgaris  

N. oculata 
4.600rpm 4,0 15,0 Dianursanti; Sistiafi; Putri (2018) 

C. vulgaris 4.500 rpm 4,0 15,0 Choi; Jang; Kan (2018) 

C. vulgaris 5.800 g 4,0 10,0 Lohman et al. (2013) 

P. tricornutum 

C. reinhardtii 
20.000 g - 15,0 Hu et al. (2014) 

Fonte: Próprio autor. 

 

Há espécies permissíveis à filtração, mas disposição de material orgânico 

extracelular em membrana ocasiona obstrução de malha, tornando-a intransigente à 

limpeza ou, até mesmo, inutilizável. Complementarmente, é possível colher células 

suspensas por imobilização, retendo-as ou aprisionando-as em hidrogel de alginato 
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(biocompatível à solução tamponante de carbonato de sódio) (BABEL; TAKIZAWA, 

2010; CHEIRSILP, THAWECHAI; PRASERTSAN, 2017). 

 

2.8.2. Colheita por Biofloculação 

Flutuabilidade, mobilidade e natureza eletroquímica são componentes de 

estabilidade celular. O princípio de biofloculação é, portanto, promover agregação e 

sedimentação de biomassa por neutralização, ou a redução parcial de cargas 

negativas, introduzindo-se ao meio de cultivo, cátions polivalentes e/ou polímeros de 

origem orgânica. Sulfatos e cloretos de Fe2+ e Al3+ são exemplos de sais inorgânicos 

floculantes exequíveis para C. vulgaris, C. fusiformis, C. minor e Neochloris sp. 

(GONZÁLEZ-FERNÁNDEZ; BALLESTEROS, 2013; LAL; DAS, 2016; PAPAZI; 

MAKRIDIS; DIVANACH, 2010; SHARMA et al., 2016). 

Apesar de atrativa à biorrefinaria, devido ao baixo custo e boa eficiência, a 

floculação química inviabiliza células, altera pigmentação e afeta condições do meio, 

tornando-o, circunstancialmente, inabitável. Adsorção de inorgânicos e possibilidade 

de insatisfatórios processos de extração solvente, recuperação e purificação de 

lipídeos neutros, caracterizariam desvantagens adicionais (CHATSUNGNOEN; 

CHISTI, 2016; GRANADOS et al., 2012; LIM et al., 2012; PAPAZI; MAKRIDIS; 

DIVANACH, 2010; PROCHAZKOVA; KASTANEK; BRANYIK, 2015). 

A biofloculação, analogamente à floculação, caracteriza-se pela agregação de 

sólidos suspensos por polímeros extracelulares, como: polissacarídeos e proteínas de 

animais, vegetais e microrganismos. Diversidade e acessibilidade de bioprodutos, 

seletividade, aplicabilidade e biodegradabilidade são fatores que a promovem à 

colheita alternativa de biomassa algácea (ALAM et al., 2016; UMMALYMA et al., 

2017). 

 

2.9 EXTRAÇÃO DE LIPÍDEOS 

 

O rendimento de extração é fundamental à sustentabilidade de produção de 

biodiesel de microalga e, comprovadamente, capaz de garanti-lo em escala industrial. 

A utilização de solventes orgânicos para realização da extração de lipídeo realizada 

no presente trabalho, tem como os principais métodos: Bligh e Dyer, Folch, Folch-

Bligh e Dyer. Para a extração lipídica também podem ser utilizados os solventes 
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superiores, eutéticos, líquidos iônicos, fluidos supercríticos e destilação a vácuo 

(MUBARAK; SHAIJA; SUCHITHRA, 2015). 

 

2.9.1 Solventes Orgânicos 

Baixo custo de aquisição, operacionalidade e precisão são argumentos para 

aplicação de solventes orgânicos. Em relação à prensagem (método mecânico), 

proporcionam excelente extração de lipídeos neutros, devido à polaridade. 

Especificidade e possibilidade de contaminação são, entretanto, problemáticos à 

sustentabilidade de tecnologia (LAM; LEE, 2012). 

Fosfolipídeos, ácidos graxos livres, esteróis, acilgliceróis e ésteres permitem 

transesterificação e esterificação metanólica e etanólica. Todavia, somente, 

triacilgliceróis são úteis à industrialização de biodiesel 3G, pois proporcionam 

qualidade energética ao produto. Solventes orgânicos de amplo espectro extraem, 

simultaneamente, lipídeos polares, apolares e pigmentos, e, portanto, prejudicam a 

pureza do bicombustível. Por isso, é importante selecioná-los criteriosamente 

(ATADASHI; AROUA; AZIS, 2010; MORADI-KHEIBARI; AHMADZADEH; HOSSEIN, 

2017; SATHISH; SIMS, 2012). 

Os solventes polares n-hexano, benzeno, tolueno, éter e clorofórmio, 

integrados com acetona, acetato etílico, etanol e metanol, desvinculam lipídeos 

apolares e neutros, sendo que essa ruptura de interação é a função de lipofilicidade 

(MUBARAK; SHAIJA; SUCHITHRA, 2015).  

 

2.9.1.1 Sistema Bligh-Dyer 

Esse sistema utiliza concentrações de clorofórmio e metanol, sendo que essa 

composição é absolutamente capaz de extrair lipídeos neutros e estruturais, 

desassociando-os de proteínas de membrana. A polaridade e o componente alcoólico 

possibilitam satisfatória taxa de recuperação de ácidos graxos, em relação ao n-

hexano, cuja principal vantagem é o restrito potencial de toxicidade. O risco de 

contaminação por clorofórmio, biocomposto de espécies vegetais aquáticas, é, 

inclusive, uma crítica social à produção de biodiesel (CHATSUNGNOEN; CHISTI, 

2016; ELLISON; OVERA; BOLDOR, 2019). 
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2.9.1.2 Sistema Folch 

O sistema Folch é análogo ao de Bligh-Dyer, caracterizando-se apenas pela 

maior proporção de clorofórmio, em relação ao metanol. Rapidez e facilidade de 

processamento simultâneo de múltiplas amostras são as principais vantagens desse 

sistema, enquanto, imprecisão e restrição à extração em larga escala, devido à real 

possibilidade de contaminação ambiental, implicam em limitações (KUMAR et al., 

2015).  

 

2.9.1.3 Sistema Folch-Bligh-Dyer 

O sistema híbrido Folch-Bligh-Dyer é a alternativa às desvantagens de 

convencionalidade, pois essa tecnologia extrai todas as classes de lipídeos, 

precisamente, e soluciona eventuais problemas de contaminação por clorofórmio, 

substituindo-o por solventes orgânicos superiores e eutéticos. Prepará-la pela mistura 

de metil-terc-butil éster, metanol e água, assegura significativa extração de lipídeos 

neutros (KUMAR et al., 2015). 

 

2.9.2 Solventes Superiores 

Sugestivamente, solventes superiores (2-etoxietanol, metanol, isopropanol, 

butanol, ésteres de ácido acético e n-hexano) oferecem múltiplos benefícios técnico-

econômicos à extração, pois são ótimos extratores e potenciais substitutos de 

clorofórmio, biocomposto que compromete saúde humana por patologias orais agudas 

e irritações dermatológicas (HUANG et al., 2014; JONES et al., 2012; MORADI-

KHEIBARI; AHMADZADEH; HOSSEINI, 2017; SHENG; VANNELA; RITTMANN, 

2011). 

Moradi-Kheibari; Ahmadzadeh; Hosseini (2017) mostram que solventes 

superiores são, circunstancialmente, ineficientes à extração de lipídeo em relação às 

metodologias que utilizam clorofórmio, como as de Folch e Bligh-Dyer, conforme 

mostra a Tabela 8. 

Os índices de polaridade de n-hexano e clorofórmio são relativamente, 

representativos: 0,10 e 4,10, respectivamente. Por isso, sistemas que os contemplam 

são excelentes extratores de lipídeos neutros. Espécie de microalga, teor de água de 

biomassa, tempo de retenção, afinidade solvente, solubilidade e classe de lipídeo são 
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fatores adicionais que influenciam rendimento e qualidade de extração (KUMAR et al., 

2015). 

 

Tabela 8. Eficiência de extração de lipídeos por solventes  

Solvente Eficiência (%) 

Clorofórmio:metanol, 1:2 v/v 38,55 

n-hexano:metanol, 1:2 v/v 25,30 

Clorofórmio:metanol, 2:1 v/v 25,15 

Clorofórmio:metanol, 1:1 v/v 21,50 

Éter de petróleo:metanol, 1:1 v/v 8,50 

Éter de petróleo:metanol, 1:2 v/v 0,75 

Éter de petróleo:metanol, 2:1 v/v 6,15 

n-hexano:metanol, 1:1 v/v 18,75 

n-hexano:metanol, 2:1 v/v 21,25 

n-hexano:etanol, 1:1 v/v 11,85 

n-hexano:etanol, 1:2 v/v 15,10 

n-hexano:etanol, 2:1 v/v 12,50 

Fonte: Moradi-Kheibari; Ahmadzadeh; Hosseini (2017). 

 

2.9.3 Solventes Eutéticos 

Solventes eutéticos são, usualmente, compostos por sais orgânicos e doadores 

de ligações de hidrogênio. Amônia quaternária, cloridrato de colina, aminas, álcoois e 

os ácidos, carboxílico, acético e oxálico, destacam-se pela higroscopicidade, durante 

a síntese de biodiesel por transesterificação in situ de biomassa integral úmida 

(DURAND; LECOMTE; VILLENEUVE, 2013; PAN et al., 2017). A integração de 

cloridrato de colina a ácidos orgânicos, principalmente, propanoico, rende 8,90 a 

10,55 % de ésteres metílicos (PAN et al., 2017). 

 

2.9.4 Líquidos Iônicos e Fluidos Supercríticos 

Os líquidos iônicos (cloridrato de 1-butil-3-meilimidazólio, sulfato metílico de 1-

etil-3-metilimidazólio, sulfonato trifluorometano de 1-butil-3-metilimidazolio, acetato de 

1-etil-3-metilimidazólio, dietilfosfato de 1-etil-3-metilimidazólio, tetrafluoroborato de 1-

etil-3-metilimidazólio e cloreto de 1-etil-3-metilimidazólio) e os fluidos supercríticos 

(etanol, H2O e CO2, produtos de temperaturas e pressões extremas), são alternativas 
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técnico-econômicas à solventes orgânicos. Economia de consumo energético, 

flexibilidade, estabilidade e inocuidade, são aspectos positivos que justificam a 

utilização dos mesmos na extração industrial de lipídeos (KIM et al., 2013; WAHIDIN; 

IDRIS; SHALEH, 2016).   
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3.MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 CULTURA DE MICROALGA 

 

Desenvolveu-se a pesquisa, no Laboratório de Biomassa e Bioenergia, da 

Faculdade de Ciências Agrárias e Tecnológicas (FCAT/Unesp Dracena). A espécie 

de microalga foi Chlorella vulgaris, oriunda do Laboratório de Ficologia do 

Departamento de Botânica da Universidade Federal de São Carlos. Para a obtenção 

de cultura pura, multiplicaram-se células em meio Illman (Tabela 9), selecionado após 

testes preliminares realizados no laboratório (Apêndice A). 

 

Tabela 9. Propriedades nutricionais de meio Illman. 

Nutriente * Concentração(g/l) 

(NH4)2HPO4 0,2030 

KH2PO4.3H2O 1,3610 

KCL 2,2360 

MgSO4.7H2O 2,4650 

FeSO4.7H2O 0,0100 

Fonte: Illman; Scragg; Shales (2000). 

 

A Figura 18 mostra o experimento realizado para multiplicação das células em 

meio Illman. Foram utilizados um total de 24 frascos de 3 l, previamente esterilizados 

em autoclave em cada etapa experimental. 

 

Figura 18. Multiplicação das células em meio Illman. 

 

Fonte: Próprio autor.  
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A Figura 19 mostra um fluxograma desde a aquisição da cepa e estabilização 

do cultivo para produção de inóculo por meio de multiplicação celular até a montagem 

do experimento com as diluições estabelecidas. 

 

Figura 19. Fluxograma da etapa de preparo da cepa e do inóculo. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.2 COLETA DE EFLUENTES 

 

Coletaram-se águas residuárias de sistemas de piscicultura e ranicultura de 

laboratórios de aquicultura da Faculdade de Ciências Agrárias e Tecnológicas (FCAT) 

da UNESP – Câmpus de Dracena e da Faculdade de Ciências Agrárias e Veterinárias 

(FCAV) da UNESP – Câmpus de Jaboticabal, respectivamente. Amostraram-se os 

efluentes, estocando-os, posteriormente, em galões de 20 l, para aferição do pH, 

amônia, nitrato e nitrito. A escolha da utilização de efluentes de aquicultura se deu por 

conta da disponibilidade e do menor número de pesquisas encontrados na literatura 

consultada, visto que os efluentes mais utilizados são os provenientes da vinhaça e 

da suinocultura. 

O estudo foi realizado com água de psicultura coletada em dois locais, o 

primeiro com uma menor densidade de peixe (5 tilápias de 800 g), em reservatório 

contendo 1.000 l de água), e o segundo com uma elevada densidade de peixe (50 
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tilápias de 800 g), em reservatório contendo 1.000 l de água, visto que para o cálculo 

de densidade foi utilizado a massa de cada peixe pelo volume de água do reservatório 

(kg/m3). A água de rã utilizada foi coletada em uma baia de 200 l contendo 75 rãs. A 

Figura 20 mostra fotos dos locais de coleta de efluentes. 

 

Figura 20. Local de coleta de efluentes no sistema de piscicultura e ranicultura. 

 
 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.3 CULTIVO E COLHEITA 

 

Para a implementação do cultivo foi utilizada água de aquicultura e delinearam-

se os meios Illman, APBD (águas residuárias de piscicultura de baixa densidade), 

APAD (águas residuárias de piscicultura de alta densidade e AR (águas residuárias 

de ranicultura), nas concentrações 5, 20, 35 e 50 %; no esquema fatorial 4 x 4, ou 

seja, água de aquicultura e concentrações em triplicata, conforme descrito na Tabela 

10, para reduzir erros sistemáticos e garantir reprodutibilidade ao estudo. 

A escolha das diluições foi baseada em experimentos prévios (vide Apêndice 

A), que levaram em consideração a turbidez do meio em comparação a diferentes 

meios sintéticos e, também, as características dos efluentes utilizados, para a 

formulação de meio de cultivo. 
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Tabela 10. Descrição dos tratamentos com os meios de cultivo. 

Especificação do meio 
(percentual em volume) 

Quantidade de Inóculo 
(ml) 

Água de aquicultura 
(ml) 

5% Meio Ilman 950 50 

20% Meio Illman 800 200 

35% Meio Illman 650 350 

50% Meio Illman 500 500 

5% Meio APBD 950 50 

20% Meio APBD 800 200 

35% Meio APBD 650 350 

50% Meio APBD 500 500 

5% Meio APAD 950 50 

20% Meio APAD 800 200 

35% Meio APAD 650 350 

50% Meio APAD 500 500 

5% Meio AR 950 50 

20% Meio AR 800 200 

35% Meio AR 650 350 

50% Meio AR 500 500 

Fonte: Próprio autor. 

 

Os potes de vidro de 3 l, com sistema de aeração, foram dispostos em 

prateleiras de uma estante de metal, com circuito de iluminação artificial fluorescente 

para simulação de fotossíntese (Figura 21), no qual foram introduzidos inóculos sob 

densidade fitoplanctônica de 298 x 103 células/m3, previamente determinada por meio 

de contagem celular. 

As contagens de células foram realizadas em microscópio com o auxílio de uma 

lâmina de microscópio com marcação em quadrante e de dimensões conhecidas, 

denominada câmara de Neubauer (Figura 22). Foram feitas no aumento de 400 vezes 

nos quadrantes central (em duplicata) e, para assegurar a confiabilidade do método, 

o resultado foi multiplicado pelo fator de correção da câmera de Neubauer (10.000). 
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Figura 21. Estante de metal, com circuito de iluminação artificial fluorescente. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 22. Contagem celular. 

   
(a) Microscópio. (b) Pipetagem da amostra. (c) Câmera de Neubauer. 

Fonte: Próprio autor. 
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Operacionalmente, cultivou-se C. vulgaris à temperatura, ciclo fotoperiódico e 

intensidade de luz de 25 ± 5 °C, 24:0 h e 5.000 luxes, respectivamente, por 12 dias, 

aerando-se o sistema por compressor de ar (soprador), para homogeneização de 

meio. As demais condições de cultivo estão destacadas na Figura 23. 

 

Figura 23. Fluxograma das condições de cultivo de microalga em água de 

aquicultura. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Durante o cultivo foram determinados os valores de pH, as concentrações de 

amônia, turbidez, clorofila e de biomassa seca. Também, ao final do cultivo foram 

avaliadas as concentrações de proteína, de lipídeos totais, carboidratos e cinzas. 

Durante a avaliação cultivo foi observado uma diminuição do meio devido a perda de 

água por evaporação. 

 

3.4 ANÁLISE QUANTITATIVA 

 

3.4.1 Monitoramento do pH 

O monitoramento do pH foi realizado por meio de um pHmetro, com Eletrodo 

Seletivo de íons (ISE), da marca Max Labor, previamente calibrado com solução 

tampão (Figura 24).  
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Figura 24. Foto do pHmetro utilizado nos experimentos. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.4.2 Monitoramento do Nitrogênio Amoniacal 

Monitorou-se o nitrogênio amoniacal (N–NH3) por meio de um 

espectrofotômetro Hanna, com a utilização de kits do próprio equipamento (vide 

Figura 25). 

 

Figura 25. Foto do espectrofotômetro utilizado nos experimentos. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.4.3 Determinação de Turdidez 

Determinou-se a transparência de meio por absorbância, em um 

espectrofotômetro UV-vis da marca Nova Instrumentos (vide Figura 26), através do 

software Lambda UV/VIS Spectrometer com cubetas de caminho óptico de 1 cm e 

comprimento de onda de 540 nm. A água destilada foi utilizada como “branco” para 

zerar a leitura do equipamento (TAHER, 2013). 
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Através da análise de absorbância pode-se determinar a turbidez dos cultivos, 

indicando maior ou menor presença de células e biomassa de microalgas.  

 

Figura 26. Foto do espectrofotômetro UV-vis utilizado nos experimentos. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.4.4 Monitoramento da Concentração de Clorofila 

O método utilizado para determinação de clorofila foi o proposto por Wood 

(1985) para extração do pigmento. Para tanto, filtraram-se 10 ml de amostra em 

membrana de microfibra de vidro, com abertura de poro de 1 µm. 

Posteriormente, a membrana que reteve as células de microalgas foi colocada 

em repouso num dessecador para reduzir sua umidade. Depois de reduzida a 

umidade, a membrana foi imersa em 10 ml de solução de clorofórmio-metanol, na 

proporção de 2:1 v/v. 

As placas de Petri, mantendo-se o conjunto (solução e membrana filtrante), 

foram colocadas em ambiente escuro, por 4 horas, para processar a extração da 

Clorofila-A. Após este intervalo de tempo, foi medida a absorbância do extrato nos 

comprimentos de onda de 750 nm e de 665 nm, utilizando-se um espectrofotômetro 

no UV-vis da NOVA INTRUMENTOS (Figura 27).  

A Figura 27 mostra parte do processo para determinação do teor de clorofila. 
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Figura 27. Parte do processo para determinação do teor de clorofila. 

   

(a) Sistema de filtragem. (b) Placa de Petri. (c) Dessecador. 

Fonte: Próprio autor. 

 

E, finalmente, calculou-se a concentração de clorofila pela Eq. (3): 

 

𝐶𝑎 =
𝑃(𝐴665−𝐴750)𝐹𝑉

𝑆𝑃𝐿
          (3) 

 

onde: 

Ca : clorofila (µg/l); 

P : constante de proporcionalidade (13,2 mg.cm/l); 

A665 : absorbância a 665 nm; 

A750 : absorbância a 750 nm; 

F : fator de correção de teor de água (1.000 µg/mg); 

V : volume de solução extratora (ml); 

S : volume de amostra (ml); 

PL : caminho ótico de cubeta (1 cm). 

 

3.4.5 Determinação de Biomassa Seca 

A determinação de biomassa seca (g/l) foi realizada através de metodologia 

gravimétrica (TREVISAN, 2013). Foram utilizados microfiltros de fibra de vidro, 

diâmetro de 47 mm para filtragem utilizando bomba a vácuo. Primeiramente, os 

microfiltros foram levados à estufa com temperatura de 60 °C até atingirem massa 

constante para a retirada de sua umidade natural e depois a massa dos microfiltros 

secos foi determinada.  
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Depois disso, três amostras de 10 ml dos cultivos foram retiradas e filtradas 

separadamente. Os microfiltros com as amostras foram levados à estufa a 

temperatura de 60 °C até atingirem massa constante. O aparato de filtragem, é 

constituído por bomba, filtro, membrana e filtrado, como pode ser observado na Figura 

28. As massas foram determinadas em uma balança analítica de precisão. 

 

Figura 28. Filtragem das amostras. 

  
  

Fonte: Próprio autor. 

 

Por fim, o cálculo da biomassa seca foi feito através da Eq. (4). 

 

𝐵𝑠 =
𝑚𝑓−𝑚𝑎

𝑉
           (4) 

 

onde: 

BS : biomassa seca (g/l); 

mf : massa de filtro seco (g); 

ma : massa de filtro com amostra (g); 

V : volume (l). 

 

3.5. RECUPERAÇÃO E SECAGEM DA BIOMASSA 

 

A colheita da biomassa é um fator importante que vem sendo bastante 

pesquisado devido à dificuldade de separação da microalga do meio, por conta do 

reduzido tamanho da maioria das espécies (GRANADOS et al., 2012, ABDELAZIZ et 

al., 2014). Assim, dentre todos os métodos existentes mencionado na revisão da 
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literatura, optou-se pela realização da colheita por meio da centrifugação da biomassa 

(vide Figura 29). 

 

Figura 29. Coleta de biomassa microalgal por centrifugação. 

  

Fonte: Próprio autor. 

 

A secagem da biomassa foi realizada em estufa, à temperatura de 60 °C, por 

24 h. Triturou-se e homogeneizou-se o material mecanicamente (Figura 30), 

armazenando-o, finalmente, para posteriores análises quantitativas (ABDELAZIS et 

al., 2013; D’OCA et al., 2011; GRANADOS et al., 2012; MIAO; WU, 2006; 

BAUMGARTNER et al., 2013). 
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Figura 30. Secagem e trituração da biomassa microalgal. 

  

(a) Coleta da biomassa seca. (b) Biomassa maserada. 

  

(c) Secagem da biomassa. d) Biomassa após secagem. 

Fonte: Próprio autor. 

 

3.6. CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA SECA 

 

3.6.1. Determinação dos Lipídeos Totais 

A determinação dos lipídeos totais foi realizada pelo método descrito por Folch 

et al. (1957) adaptado por Hosseini et al. (2015). Massa conhecida de microalga (m0) 

foi misturada a 1,2 ml de uma solução clorofórmio:metanol (2:1 v/v) em um tubo de 

centrífuga. Em seguida, foi mantido por 30 minutos em ultrassom (Figura 31) e, 

posteriormente, centrifugado por 15 minutos a 7.000 rpm. O sobrenadante foi disposto 

em um tubo de massa conhecida (m1), sendo este procedimento repetido por três 
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vezes. O solvente então foi evaporado a 60 °C e foi obtida a massa do tubo com os 

lipídeos totais (m2).  

 

Figura 31. Sistema para quebra das células por meio de ultrassom 

  

(a) Ultrassom. (b) Amostras inseridas no ultrassom. 

Fonte: Próprio autor. 

 

A partir dos dados obtidos foi determinado o teor de lipídeos totais (LPT) de 

acordo com a Eq. (5): 

 

𝐿𝑃𝑇 = (𝑚2 − 𝑚1𝑚0). 100         (5) 

 

onde: 

LPT : lipídeos totais (%); 

m0  : massa de amostra (g); 

m1 : massa de tubo (g); 

m2 : massa de tubo com lipídeos totais (g). 

 

3.6.2 Determinação do Teor de Proteína 

Para determinar a quantidade de proteínas ug/mL (PRT), primeiramente 

hidrolisou-se uma amostra de 5 mg em solução alcalina com 0,8 ml de NaOH a 1 

molar, a qual foi posteriormente aquecida em banho-maria a 95 °C, por 30 min. Na 

sequência, arrefeceu-se o material em gelo, neutralizando-o, então, em 0,2 ml de 

solução ácida de HCl a 0,4 molar (MEIJER; WIJFFELS, 1998). Depois quantificou-se 

a variável pelo reagente, azul-brilhante G-250 (BRADFORD, 1976), estimando-a, 

finalmente, por curva de calibração (y = -0,2605x2 + 1,1212x – 0,0326) de leituras de 

absorbância em espectrofotômetro DR-7000 a 595 nm. 
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3.6.3 Determinação do Teor de Cinzas 

A determinação do teor de cinzas foi realizada conforme Peng et al. (2001). 

Para isso, foram acondicionadas em cadinhos vazios, previamente calcinados, 

amostras de microalga com massa conhecida e obtido (P0). Posteriormente, foram 

levadas a mufla a 600 °C durante 3 horas. Após a calcinação, os cadinhos foram 

resfriados até a temperatura ambiente para nova pesagem (P1), seguindo a 

metodologia de Trevisan (2013). 

A partir dos dados obtidos foram determinados o teor de cinzas das amostras 

(CZT) de acordo com a Eq. (6): 

 

CZT = ( 
𝑃1−𝑃0

𝑃0
) . 100           (6) 

 

3.6.4 Determinação do Teor de Carboidratos 

Os carboidratos foram obtidos pela diferença entre os componentes da 

biomassa (GONG et al., 2014). Assim, a partir dos dados obtidos para lipídeos totais, 

proteínas e cinzas, obteve-se o teor de carboidratos (CBT), de acordo com a Eq. (7): 

 

CBT = 100 - LPT - PRT - CZT        (7) 

 

onde: 

CBT: Teor de carboidratos (%);  

LPT : Teor de lipídeos totais (%); 

PRT : Teor de proteínas (%); 

CZT : Teor de cinzas (%). 

 

3.7. ANÁLISE DE DADOS 

 

A análise para descrever os pares de fatores com a maior variabilidade nas 

variáveis de desempenho técnico da cultura de C. vulgaris em água de aquicultura, foi 

realizada antes da abordagem de traçado de contornos 2D e metodologia de 

superfície-resposta para modelação explicativa.  

Para otimizar, tanto a previsão como a visualização de padrões não booleanos, 

através de estrutura de fio cromática, foi utilizada uma lógica fuzzy para desligar 
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qualquer probabilidade de enviesamento dos dados de alta dimensão, através do 

software “R-project”, cuja programação multi-paradigma proporciona um ambiente de 

fácil utilização para computação estatística e confecção de gráficos. 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 PROPRIEDADES DO SUBSTRATO 

 

A análise de superfície de resposta prediz com precisão os pares de fatores 

com a maior variabilidade com relação às propriedades físico-químicas do meio de 

cultivo pelo meio e fonte de água de aquicultura. Este método de aplicação de análise 

descritiva possibilitou prever adequadamente o efeito interativo entre o tempo de 

cultivo e as fontes de nutrientes sobre as variáveis de desempenho como pH, amônia 

e turbidez. 

A Tabela 11 mostra uma análise de superfície-resposta de propriedades físico-

químicas de meio de cultivo de microalga e fonte de água de aquicultura nos meios 

de cultivo Illman, APBD, APAD e AR nas concentrações de 5%, 20%, 35% e 50%, 

levando-se em consideração o tempo de amostragem, visto que as concentrações 

não apresentaram efeito significativo para as variáveis pH, amônia e turbidez. 

Os valores relativamente baixos de radj
2 apresentados na Tabela 11 são devidos 

a complexidade da composição de meio. Explicá-la, perfeitamente, pela relação de 

interdependência de tempo e fonte, seria impossível, pois há inúmeras causas 

especiais abióticas e bióticas envolvidas, dentre elas: condições de transporte, 

armazenamento e regularidade de amostragem.  

Na Tabela 11, também se verifica que o fator tempo, influenciou, positivamente, 

pH e NH3, mas, negativamente, turbidez. Portanto, os meios de cultivo, Illman, APBD, 

APAD e AR, tornaram-se mais alcalinos e concentrados em íons de N, porém, menos 

turvos, ao final de cultivo. O fator fonte de água residuária aquícola influenciou, 

positivamente, o pH e a turbidez, mas, negativamente, a NH3. Portanto, sistemas de 

ranicultura e piscicultura intensiva produziram substratos mais básicos e translúcidos, 

enquanto no meio de referência Illman foram produzidos substratos mais ácidos e 

opacos.  
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Tabela 11. Análise de superfície-resposta de propriedades físico-químicas de meio 

de cultivo de microalga e fonte de água de aquicultura. 

Parâmetro Estimativa Erro padrão p > | t | radj
2 

 Ph 0,4430 

β0, intercepto 5,5270 0,0970 <2,765e-16**  

βx, tempo 0,0085 0,0340 0,7975  

βy, fonte 0,2395 0,0800 0,0030**  

Βxβy -0,0190 0,0065 0,0060**  

βx2 0,0080 0,0055 0,1355  

βy2 -0,0105 0,0155 0,5015  

 Amônia (mg/l) 0,1310 

β0, intercepto 0,5010 0,1085 9,005e-6**  

βx, tempo 0,1115 0,0380 0,0035**  

βy, fonte -0,1050 0,0895 0,2415  

Βxβy -0,0190 0,0075 0,0115*  

βx2 -0,0170 0,0060 0,0070**  

βy2 0,0330 0,0170 0,0585  

 Turbidez (abs.) 0,4845 

β0, intercepto 0,1780 0,0425 5,465e-5**  

βx, tempo -0,0440 0,0150 0,0035**  

βy, fonte 0,1005 0,0350 0,0050**  

Βxβy 0,0080 0,0030 0,0080**  

βx2 0,0055 0,0025 0,0220*  

βy2 -0,0105 0,0070 0,1310  

Códigos de significância: **p <0,010; *p >0,050. 

Fonte: Próprio autor. 

 

Globalmente, houve interação de tempo e fonte no que diz respeito ao pH, 

turbidez e amônia. Combiná-los, para otimização de qualidade físico-química do 

cultivo, seria, portanto, exequível conforme pode ser observado nas Figuras 32, 33 e 

34 apresentadas a seguir. 
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Figura 32. Características do pH em função do tempo de cultivo de microalgas nos 

meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 33. Características da amônia em função do tempo de cultivo de microalgas 

nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 
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Figura 34. Características da turbidez em função do tempo cultivo de microalgas nos 

meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

No que diz respeito ao pH alguns autores relatam que, o pH influencia na taxa 

de difusão de CO2 e na acessibilidade a nutrientes essenciais ao crescimento 

específico e concentração de biomassa (valores inferiores a 5,0, ou superiores a 9,0, 

inibem, consideravelmente, fotossíntese e rotas bioquímicas associadas à síntese de 

carboidratos, lipídeos e proteínas). Por isso, é completamente possível regular 

produção de óleo, estressando as microalgas pela adição de substâncias no meio que 

alteram concentração de íons de hidrogênio em solução (SUTHAR; VERMA, 2018; 

WAHIDIN; IDRIS; SHALEH, 2016). Tais fatos corroboram aos resultados 

apresentados na Figura 32 onde o tratamento em que foi utilizado o meio com APBD 

demostrou um aumento nos valores de pH com o passar do tempo de cultivo, 

evidenciando, desta maneira, uma maior e melhor difusão de oxigênio no meio e, 

portanto, uma maior eficiência fotossintética e, consequentemente, absorção dos 

nutrientes disponíveis. 

No que diz respeito à amônia (Figura 33), nos tratamentos com AR e APAD é 

provável que o cultivo de microalgas absorveu a amônia rapidamente, mesmo que a 

concentração inicial da mesma tenha sido baixa, devido ao bom desempenho e 
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adaptação das microalgas, que proporcionaram uma condição favorável à absorção 

de nutrientes, já que estudos com microalgas da espécie C. vulgaris têm mostrado 

que níveis de NH4
+ superiores a 4,0 g/l inibem o crescimento drasticamente (CALIXTO 

et al., 2016; DENG et al., 2018; GENTILI, 2014; HENA et al., 2015; JEBALI et al., 

2015; KLIGERMAN; BOUWER, 2015; LAM; LEE, 2012; MANDAL; MALLICK, 2009; 

RAMIREZ et al., 2014; ZHU et al., 2017). Segundo Volschan Jr. et al. (2009), a amônia 

está presente em solução na forma de íon (NH4
+) e na forma livre não ionizada (NH3), 

porém, quando o pH está próximo a 9,5, a presença de ambos NH4
+ e NH3 está 

próxima a um equilíbrio (aproximadamente 50% de NH3 e 50% de NH4
+). Já com 

pH < 7, a amônia é encontrada na forma de NH4, o que explica a tentativa sem 

sucesso de detectar nitrato e nitrito durante todo o cultivo. 

Por isso, é completamente natural que microalgas sob condições de privação 

nitrogenada idênticas proporcionem distintos percentuais de lipídeos (PRUVOST et 

al., 2011). As pesquisas de Heidari; Farhadian; Mahboobi (2011) e Hesni (2020) sobre 

produção de biomassa e ficoremediação de amônia, nitrato e nitrito em efluente de 

piscicultura por Scenedesmus quadricauda e Chlorella vulgaris, respectivamente, 

enfatizam o alto potencial das espécies estudadas na remoção dos nutrientes, sendo 

que a Chorella vulgaris removeu 93,67% de amônia; 92,23% de nitrato e 89,3% de 

nitrito. 

No que diz respeito a turbidez, conforme mostra a Figura 34, o meio AR é o 

mais turvo em relação aos demais meios de aquicultura, que possuem maior 

transparência. Diante disso, ocorreu uma menor incidência de luz no meio, 

provocando uma menor concentração de biomassa e clorofila, o que pode vir a afetar 

a produtividade de lipídeo final e perfil de ácidos graxos, fato que se dá pela forte 

correlação existente entre as duas variáveis (turbidez/lipídeo), conforme identificado 

em várias pesquisas (CHOI; JANG; KAN, 2018; CHOKSHI et al., 2016; GONÇALVES; 

PIRES; SIMÕES, 2017; HENA et al., 2015). 

 

4.2 DESEMPENHO TÉCNICO DE CULTIVO 

 

A análise de superfície de resposta, trata-se de um método de aplicação de 

análise descritiva que possibilitou prever adequadamente o efeito interativo entre a 

concentração de água de aquicultura e as fontes em biomassa seca, lipídeos, 

carboidratos e proteínas, conforme mostra a Tabela 12. 
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Tabela 12. Análise de superfície-resposta de desempenho cultivo de microalga pela 

fonte e concentração de água de aquicultura. 

Parâmetro Estimativa Erro padrão p > | t | radj
2 

 Biomassa seca (mg/l) 0,1470 

β0, intercepto 0,3460 0,0430 5,415e-10**  

βx, concentração -0,0005 0,0015 0,7025  

βy, fonte -0,0565 0,0320 0,0830  

Βxβy -0,0005 0,0005 0,3410  

βx2 1,995e-5 2,675e-5 0,4710  

βy2 0,0150 0,0060 0,0150*  

 Lipídeos (%) 0,4445 

β0, intercepto 32,4330 2,8815 2,925e-14**  

βx, concentração 0,0350 0,1140 0,7610  

βy, fonte -1,7695 2,1210 0,4090  

Βxβy 0,0420 0,0210 0,0550  

βx2 -0,0015 0,0015 0,3550  

βy2 -0,2915 0,4010 0,4710  

 Carboidratos (%) 0,6940 

β0, intercepto 14,9905 6,5410 0,0270*  

βx, concentração 0,2885 0,2590 0,2720  

βy, fonte 13,9550 4,8145 0,0060**  

Βxβy -0,1565 0,0485 0,0025**  

βx2 -0,0005 0,0040 0,8850  

βy2 -0,3435 0,9105 0,7075  

 Proteínas (%) 0,5795 

β0, intercepto 52,4310 6,1125 8,875e-11**  

βx, concentração -0,3250 0,2420 0,1870  

βy, fonte -12,1640 4,4990 0,010**  

Βxβy 0,1135 0,0450 0,0160*  

βx2 0,0025 0,0035 0,5440  

βy2 0,6320 0,8510 0,4615  

Códigos de significância: **p <0,010; *p >0,050. 

Fonte: Próprio autor. 

 

Observa-se na Tabela 12 que houve efeito negativo de fonte em biomassa 

seca, lipídeos e proteínas, porém, positivo, em relação a carboidratos. A melhor opção 

de substrato alternativo à produção de material graxo seria, portanto, APBD. A 

concentração influenciou, negativamente, biomassa seca e proteínas, mas, 

positivamente, lipídeos e carboidratos. Seria, portanto, possível produzir biomassa 
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otimamente a 5–20 % de concentração. Foi verificado que houve interação de fatores 

APAD a 5 % e AR a 20 %, maximizando a produção de biomassa seca (0,35 e 0,40 

mg/l, respectivamente), conforme serão mostrados em figuras a seguir.  

Explicam-se os resultados obtidos pelos significativos decréscimos de NH3 e 

turbidez, e significativa produção de clorofila. Illman a 35 % e APBD a 5 % produziram 

os maiores teores de lipídeos totais (29,50 e 26,10 %), respectivamente. A 

composição nutricional do substrato alternativo foi, portanto, incapaz de promover 

estoques de grânulos lipídicos, focos de produção de biodiesel, bio-óleo, 

biosurfactantes, etc... Sendo o meio equilibrado, então, não há estresse o suficiente 

para estimulá-los. O desempenho de AR a 5 % exemplifica incapacidade de águas 

residuárias aquícolas de intensificar síntese de triacilgeróis, ácidos graxos livres, etc..., 

mas tem potencialidade para produção de hidratos de carbono, substratos de 

industrialização de bioetanol, biogás e bioprodutos de valor agregado. APBD a 50 % 

otimizou produção de proteínas, viáveis à fabricação de alimentos funcionais e rações 

animais.  

As Figuras 35, 36, 37 e 38 mostram, respectivamente, teores de biomassa 

seca, lipídeos, carboidratos e proteínas, em função da concentração dos meios de 

cultivo de microalgas (Illman, APBD, APAD e AR). 

 

Figura 35. Produção de biomassa seca em função da concentração no cultivo de 

microalgas nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 
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Figura 36. Porcentagem de lipídeos em função da concentração no cultivo de 

microalgas nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 37. Porcentagem de carboidratos em função da concentração no cultivo de 

microalgas nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

 

Fonte: Próprio autor. 
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Figura 38. Porcentagem de proteínas em função da concentração no cultivo de 

microalgas nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 

Analisando a Figura 35, verifica-se que houve maior produção de biomassa 

seca em águas residuárias de ranicultura (AR) com 20% de concentração, sendo que 

este resultado se justifica pela maior absorção de amônia, conforme já demonstrado, 

anteriormente. Quando utilizado água de psicultura de alta densidade (APAD), 

verifica-se que a concentração de 5% apresentou uma maior produção de biomassa. 

Portanto, concentrações superiores a faixa ótima, reduziram a eficiência de conversão 

fotossintética de nutrientes em material microalgal, confirmando o previsto na literatura 

(FERREIRA, 2019; CHOI; JANG; KAN, 2018; CHOKSHI et al., 2016). 

Os autores Woertz et al. (2009), Heidari, Farhadan; Mahboobi (2011), Tejido-

Nuñez et al. (2019) e Ramos; Pizarro (2018) relataram o ganho de biomassa e os 

benefícios nutritivos de diferentes espécies de microalgas cultivadas em efluentes de 

piscicultura, enfatizando que as diferentes diluições dos meios testados influenciaram 

significantemente na produção de biomassa final.  

Através da Figura 36 foi possível verificar que, assim como para produção de 

biomassa seca, discutida anteriormente, os tratamentos de 5% AR e APAD de 5% 

apresentaram uma menor e uma maior produção de lipídeos, respectivamente, 

demostrando desta forma a correlação entre as variáveis biomassa e produção 

lipídica. Essa redução no teor de lipídeos totais deve-se ao fato da restrição de 
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nitrogênio para o crescimento, como destacado por Perez-Garcia et al. (2011), sendo 

que o nitrogênio em geral possui um efeito positivo ao crescimento e negativo no 

acúmulo de lipídeos.  

Foi possível observar que os valores de lipídeos totais do presente trabalho 

mantiveram-se entre 22 e 30%, corroborando com Chisti (2007) que apresentou o teor 

médio de lipídeos em microalgas de aproximadamente 30,5 %, após ter estudado 

várias espécies, como: N. oleoabundans, C. vulgaris, C. emersonii, C. minutissima, C. 

sorokiniana, C. protothecoides, Ankistrodesmus gracilis, Botryococcus braunii, S. 

obliquus e Desmodesmus subspicatus, embora ele também tenha relatado ter 

encontrado valores de lipídeos acima da média (aproximadamente 70%) em amostras 

de Neochloris sp. e Chlorella sp.  

A alta produtividade de lipídeos e biomassa discutidas anteriormente nas 

Figuras 36 e 37 também foram comprovadas por alguns autores (CHOI; JANG; KAN, 

2018; DIANURSANTI; SISTIAFI; PUTRI, 2018; HENA et al., 2015; IDRIS et al., 2017). 

Esta produtividade lipídica pode ser comprovada pelo tempo de duplicação da 

biomassa durante a fase exponencial de crescimento da microalga que é de 3,5 horas 

dependendo da espécie.  

Ferreira et al. (2019) caracterizaram seis tipos de microalgas (Chorella sp., C. 

vulgaris, Desmodesmus sp., D. brasiliensis, Botryococcus braunii e B. terribilis) quanto 

aos parâmetros de crescimento, proteínas, carboidratos, lipídeos, cinzas e conteúdo 

de clorofila e obteve como resultado o terceiro maior teor de lipídeos para C. vulgaris 

que alcançou o valor 21,9%, valor esse próximo ao valor mínimo de 20% de lipídeos 

obtidos no presente trabalho. 

Observando-se a Figura 37, nota-se que a maior porcentagem de carboidratos 

foi encontrada na concentração de 5% de águas residuárias de ranicultura, sendo que, 

baseados nestes valores, é possível concluir que quanto maior a produção lipídica ou 

menor produção de carboidratos, menor será a taxa de produção de biomassa. Uma 

maneira simples de compreender esta relação é que o aumento de lipídeos ocorre 

quando o crescimento é interrompido, pois o carbono utilizado anteriormente para a 

síntese de proteína pode agora ser armazenado como lipídeos (McGINNIS, 1997). 

De acordo com a Figura 38, observa-se maior produção de proteínas no cultivo 

com o meio APBD na concentração de 50%. Isto é devido à correlação em ter 
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proteína, carboidrato e lipídeo, onde uma menor produção de lipídeo e carboidrato 

resulta em uma maior concentração proteica. 

Obviamente, íons de N são componentes de síntese de aminoácidos, blocos 

construtores de proteínas. Houve, portanto, relações lineares significativas entre 

propriedades de substrato e variáveis de desempenho de cultivo. Se pH e NH3 

aumentassem, marginalmente, haveria ganhos de 18,345 e 18,495 % em 

carboidratos, mas perdas de 13,41 e 19,67 % em proteínas, de acordo com a Tabela 

13, na qual AIC e BIC são indicativos de qualidade à critérios de informação de Akaike 

e Bayesiano. Nota-se, também, que o aumento unitário em turbidez adicionaria 

3.460,9 μg/l à concentração de clorofilas. 

 

Tabela 13. Análise de regressão linear múltipla de produção de biomoléculas por 

propriedades físico-químicas de meio de cultivo alternativo de água de aquicultura. 

Biomolécula Modelo, y = βo + βx1 + βx2 + ... + βxn AIC BIC radj
2 

Carboidratos 
CHOS (%) = -88,300** + 18,345 pH** + 18,495 NH3* + 

34,775 (Turbidez*) 
341,40 349,30 0,50 

Proteínas 
Pro (%) = 129,420** - 13,410 pH** - 19,670 NH3** - 

30,555 (Turbidez**) 
308,20 316,20 0,60 

Clorofila 
Clo (µg/l) = 12.402,800** - 1.445,700 pH* - 3.111,300 

NH3 + 3.460,900 (Turbidez) 
812,20 820,20 0,20 

Códigos de significância: **p <0,010; *p >0,050. 

Fonte: Próprio autor. 

 

A Figura 39 mostra a produção de clorofila em função do tempo cultivo de 

microalga em cada um dos meios utilizados. 
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Figura 39. Produção de clorofila em função do tempo de cultivo de microalgas nos 

meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Analisando a Figura 39, observa-se uma maior produção de pigmentos 

fotossintéticos no início do cultivo para o tratamento de AR e ao final do cultivo para o 

tratamento APAD. Já para o tratamento de APBD, essa produção manteve-se 

constante durante todo o tempo de cultivo. O mesmo aconteceu com relação a 

turbidez (Figura 34), o que prova que quanto mais turvo o meio, menor incidência 

luminosa e menor a taxa fotossintética, como já discutido no presente trabalho.  

As concentrações de clorofila total são respostas ao desenvolvimento da 

microalga durante o período de cultivo, bem como as condições do ambiente. Assim, 

para a clorofila total aspectos importantes devem ser considerados, tais como, o 

aumento da entrada de luz no meio com a redução da cor, pois o excesso de luz pode 

prejudicar a célula ocasionando uma decomposição de cloroplastos; o stress 

oxidativo; e a redução da disponibilidade de nitrogênio no meio na fase tardia do seu 

crescimento (HE et al., 2015).  

Os resultados obtidos estão em concordância com aqueles obtidos por Raposo 

et al. (2010) que estudaram a utilização da microalga C. vulgaris no tratamento de 

efluentes, em diferentes diluições (1:2, 1:1 e 100% de efluente), observando ao final 



81 
 

 

 

de 20 dias de cultivo a maior e menor concentrações de clorofila, para as diluições 1:1 

e 1:2 de efluente, respectivamente.  

A Figura 40 mostra a porcentagem de cinzas em função da concentração no 

cultivo de microalgas em cada um dos meios utilizados. 

 

Figura 40. Porcentagem de cinzas em função da concentração no cultivo de 

microalgas nos meios Illman, APBD, APAD e AR. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Observando-se a Figura 40 nota-se que o teor de cinzas apresentou uma maior 

concentração no caso da utilização do meio com 35% águas residuárias de 

piscicultura de baixa densidade (APBD). Estes dados corroboram com os autores 

Gong et al. (2014) que relataram que os baixos valores de cinzas são importantes, 

pois os mesmos são características de um elevado teor de compostos que podem ser 

destinados para a produção de biocombustíveis, alimentação e nutrição. 

 

4.3 ASSOCIAÇÕES DE PROPRIEDADES DE SUBSTRATO E VARIÁVEIS DE 

DESEMPENHO DE CULTIVO 

 

Biomassa e turbidez se correlacionaram, positivamente quanto maior for a 

densidade fitoplanctônica, mais turvo o meio, pois, células são barreiras físicas à 

transmitância (Figura 41). Lipídeos e carboidratos se correlacionaram, negativamente, 
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a proteína. Portanto, não há possibilidade de otimizá-los, simultaneamente. Água 

residuária de ranicultura maximizou carboidratos e, obviamente, minimizou lipídeos e 

proteínas, coerentemente. Proteínas e NH3 se correlacionaram, negativamente, 

portanto uma maior uma maior produção de proteína foi gerada no meio com uma 

menor concentração de amônia. 

 

Figura 41. Relações lineares entre propriedades de meio e variáveis de desempenho 

de cultivo de microalga em águas de aquicultura. 

 
Fonte: Próprio autor. 

 

Xie et al. (2013) observaram que, embora promova síntese de lipídeos, uma 

limitada disponibilidade de nutrientes afeta o ritmo de crescimento específico e, 

consequentemente, a produtividade de biomassa. Por isso, orienta-se promovê-la, 

cautelosamente. Sistemas de cultivo organizados em etapas complementares de 

restrição e suplementação nutricionais possibilitam ótimos rendimentos de lipídeos e 

biomassa, mas simultaneamente apresenta uma insatisfatória concentração celular 

inicial, devido à oferta controlada de nitratos e fosfatos, o que é, posteriormente, 

compensado pela aplicação de nutrientes em fase exponencial. 

Esses dados são semelhantes aos encontrados por Kim et al. (2013) que 

verificaram que, após a extração dos lipídeos destinados à produção de biodiesel, 

tem-se uma biomassa ainda com uma importante quantidade de carboidratos e 
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proteínas que podem ser destinados à produção de etanol e/ou de rações para 

alimentação animal.  
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5. CONCLUSÃO 

 

A tecnologia de produção de microalgas com uso de água de aquicultura com 

sistema de fotobioreatores é um bom caminho para cenário bioenergético. Com isto, 

conclui-se que: 

- A melhor opção de substrato alternativo à produção de material graxo para a 

produção de biodiesel de terceira geração seria APAD (Águas Residuárias de 

Psicultura de Alta Densidade) na concentração de 5%; 

- O cultivo de microalga em APBD (Águas Residuárias de Psicultura de Baixa 

Densidade) otimizou a produção de proteínas na concentração de 50 %, 

viabilizando a fabricação de alimentos funcionais e rações animais. 

- A AR (Água Residuárias de Ranicultura) na concentração de 5%, é um meio, 

com boa potencialidade de produção de hidratos de carbono, substratos de 

industrialização de bioetanol, biogás e bioprodutos de valor agregado; 

- APAD a 5 % e AR a 20 % maximizaram a produção de biomassa seca, 0,35 e 

0,40 mg/l, respectivamente; 

- Os maiores teores de lipídeos totais (29,50 e 26,10 %, respectivamente) foram 

obtidos nos meios Illman a 35 % e APBD a 5 %. 

Adicionalmente, o efluente de aquicultura diluído pode ser uma via eficiente 

para o cultivo de C. vulgaris, para o uso em fotobioreator, pois sua diluição, associada 

com o meio de cultivo, pode reduzir a turbidez do efluente, assegurando, ao mesmo 

tempo, a disponibilidade de recursos energéticos para alimentar adequadamente as 

células. 

Assim, a integração destas técnicas é capaz de assegurar tanto a 

exequibilidade como a viabilidade do efluente de aquicultura como um meio alternativo 

para maximizar a produção de biomassa coletável e, consequentemente, de lipídeos, 

proteínas e clorofilas, para potencialmente produzir biocombustíveis de terceira 

geração, rações e produtos químicos finos.  

Os resultados desta tese são oportunos e de grande relevância quando se trata 

do desenvolvimento e implementação prática de estratégias destinadas à reutilização 

de efluentes ricos em nutrientes no cultivo de microalgas de forma viável. Porém, 

investigações adicionais na engenharia de fotobioreatores, tecnologias de ponta para 
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colheita e extração de lipídeos, devem ser aprofundadas em futuros trabalhos de 

pesquisa. 

Dentre outros aspectos a serem considerados para a continuação deste 

trabalho de pesquisa podem ser destacados os seguintes:  

- Análise e exploração de outros compostos de interesse, como fósforo e 

nitrogênio; 

- Determinação de lipídeos neutros, composição em ácidos graxos das 

microalgas produzidas em resíduo de aquicultura; 

- Análise do cultivo após injeção de gás carbônico; 

- Aumento da escala e aplicação de fotoperíodo nos cultivos que apresentaram 

melhores resultados de produção de lipídeos; 

- Avaliação da diminuição da DBO e DQO do resíduo de aquicultura antes e após 

o cultivo de microalgas.  
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APÊNDICE A 

TESTES PRELIMINARES REALIZADOS PARA DETERMINAÇÃO DO TEMPO DE 

CULTIVO E DILUIÇÕES 

 

 As Figuras 42 a 47 mostram, respectivamente, o monitoramento dos valores de 

pH, absorbância, amônia, nitrato, nitrito e crescimento celular, de acordo com o tempo 

de cultivo e para diferentes diluições utilizando o meio Illman. 

 

Figura 42. Monitoramento do pH no meio de cultivo em diferentes diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 43. Monitoramento da absorbância no meio de cultivo em diferentes diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 
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Figura 44. Monitoramento da concentração de amônia no meio de cultivo em 

diferentes diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 45. Monitoramento da concentração de nitrato no meio de cultivo em 

diferentes diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 
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Figura 46. Monitoramento da concentração de nitrito no meio de cultivo em 

diferentes diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 

 

Figura 47. Monitoramento do crescimento celular no meio de cultivo em diferentes 

diluições. 

 

Fonte: Próprio autor. 
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