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RESUMO

Como parte da bioprospecção de microalgas com potencial biotecnológico, 

foram isoladas 31 culturas unialgais, das quais 20 linhagens (consideradas com 

maior crescimento) foram avaliadas, quanto às caraterísticas físicas (tamanho, 

biovolume, eficiência de sedimentação em 4 horas, facilidade de rompimento de 

50% das células), químicas (teor lipídico, proteico, carboidratos, carotenoides e 

cinzas) e parâmetros de crescimento (velocidade específica de crescimento, 

produtividade, produção de biomassa). Adicionalmente, para estimular a produção 

de lipídeos as microalgas foram submetidas a estresse por intensidade luminosa
O  A

(87,5 gmolm s ) ,  estresse salino (3% NaCl p/v) e limitação de nitrogênio (10% do 

nitrato presente no cultivo sem estresse). Os resultados mostram que as 

microalgas isoladas, quando submetidas a condições de aumento de intensidade 

luminosa e limitação de nitrogênio, além de apresentar teor lipídico superior a 

20%, aumentaram sua velocidade de crescimento. As linhagens MPF02, BPF01, 

DLMN01, FPA01 e JPF01, apresentaram características promissoras como 

linhagens lipídicas. Todas as linhagens isoladas apresentaram potencial como 

microalgas proteicas, porém, a linhagem NPA01 apresentou 63,8% de proteína, 

seguida por BPF05 e BPF03 como cepas promissoras proteicas. Microalgas alto 

conteúdo de carboidratos foram JPF01 e MPF01 com 33,6 e 31,0%. As linhagens 

destacadas por seu conteúdo de carotenoides são FPA01 e JPF01. As condições 

de estresse por intensidade luminosa e limitação de nitrogênio testadas não 

representam estresse celular para as linhagens testadas, e sim, uma estimulação 

para o crescimento. As microalgas FPA01, JPF01, BPF03 apresentaram 

versatilidade por que apresentaram potencial em vários parâmetros químicos 

avaliados e os mais altos parâmetros de crescimento. Já o isolado NPA01 foi 

promissor para a produção de proteínas comparável com cepas comerciais 

usadas para este fim. Os parâmetros físicos das linhagens permitem direcionar a 

procura de linhagens de interesse biotecnológico.

Palavras-chave: Microalgas; proteínas; carboidratos; lipídeos; carotenoides.



ABSTRACT

As a part of the bioprospection of microalgae with biotechnological potential, 

31 unialgal cultures were isolated, 20 of which (considered to present the highest 

growth) were evaluated for physical characteristics (size, biovolume, sedimentation 

efficiency at 4 hours, pressure for disruption of 50% of the cells), chemical (lipid 

content, protein, carbohydrates, carotenoids ash) and growth parameters (specific 

growth rate, productivity, biomass production). In addition, to stimulate lipid
•y

production, microalgae were subjected to stress by light intensity (87.5 ^molm s­
A

'), saline stress (3% NaCl w/v) and nitrogen limitation (10% of the nitrate used in 

the stress-free culture). The results show that when subjected to increased light 

intensity and nitrogen limitation, the isolates presented a lipid content higher tha 

20% and increased growth rate. The MPF02, BPF01, DLMN01, FPA01 and JPF01 

strains showed promising characteristics as lipidic strains. All isolated strains 

showed potential as proteic microalgae, however, the strain NPA01 was best with 

63.8% protein, followed by BPF05 and BPF03, also promising proteic strains. 

Microalgae with high carbohydrate contents were JPF01 and MPF01 with 33.6 and 

31.0%, respectively. The strains highlighted by their carotenoid content are FPA01 

and JPF01. The stress conditions tested - higher light intensity and nitrogen 

limitation -  did not stressed the tested strains, but rather stimulated the growth and 

production of lipids. The microalgae FPA01, JPF01, BPF03 are versatile because 

they presented potential in several parameters evaluated and the highest growth 

rates. The strain NPA01 may be promising for the production of proteins, 

comparable to commercial strains used for this purpose. The physical parameters 

of the strains allow to direct the choice of strains of biotechnological interest.

Key words: Microalgae; proteins; carbohydrates; lipids; carotenoids.
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1. INTRODUÇÃO

As microalgas são consideradas fábricas celulares versáteis com uma 

crescente implementação no campo da biotecnologia (KOLLER et al., 2014). O 

termo "microalgas" descreve um grupo altamente diversificado de grupos 

procarióticos (duas divisões) e organismos eucarióticos (nove divisões) com a 

capacidade de fixação fotossintética de CO2 (CARLSON, 2007).

As microalgas têm um grande potencial na geração de energia a partir de 

processos biotecnológicos usando fontes renováveis e sem comprometer a 

segurança alimentar e a agricultura (JACOB-LOPES et al., 2015). Estes 

organismos produzem uma grande variedade de compostos de interesse como 

proteínas, minerais para fins alimentares; compostos especiais, como pigmentos, 

enzimas, açúcares, lipídeos com ácidos graxos valorizados, esteróis e vitaminas. 

Vários destes são metabólitos secundários produzidos para se proteger das 

mudanças em seu ambiente (DE LARA-ISASSI et al., 2000; KOLLER et al., 2014). 

Portanto, são diversas as aplicações das microalgas: tratamento de águas 

residuais industriais ou municipais, obtenção de biocombustíveis (biodiesel, 

biohidrogênio, bioetanol), produtos de química fina, alimentos e compostos de alto 

valor para a cosmetologia, farmacêutica (WIJFFELS e BARBOSA, 2010).

Outra vantagem do cultivo de microalgas é que comparado com cultivos de 

plantas, a velocidade de crescimento e a produtividade são altos, significando que 

a produção de biomassa microalgal tem um futuro promissor (JACOB-LOPES e 

TEIXEIRA, 2010). Segundo SPOLAORE et al., (2006) a indústria de biomassa de 

microalgas atualmente produz mais de 5000 toneladas de massa seca/ano com 

uma receita anual superior a US $ 1,25x109, não incluindo produtos processados, 

demonstrando o potencial de exploração desse tipo de processo biotecnológico e 

em termos de volume, o mercado de algas deve atingir 27.552 toneladas até 2024 

(Transparency Market Research, 2016).
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Assim mesmo, o sucesso da biotecnologia de microalgas depende da escolha 

de microalgas com propriedades relevantes para condições específicas de cultivo 

e produto desejado (PULZ e GROSS, 2004). Portanto, antes de selecionar as 

linhagens adequadas para uma aplicação determinada é necessário realizar uma 

avaliação de muitas linhagens (ORDOG et al., 2004). A bioprospecção representa 

uma etapa chave que abrange a coleta e pesquisa de linhagens únicas de 

diferentes ambientes aquáticos e terrestres, para explorar as aplicações potenciais 

de produtos de valor agregado (MUTANDA et al., 2011).

Finalmente, a avaliação do potencial biotecnológico das microalgas apresenta 

uma série de caminhos com múltiplos critérios, que i) dependem do grupo de 

compostos que se procuram, ou ii) a escolha de critérios gerais que permitam a 

valorização da biomassa produzida, abrangendo um grande grupo de compostos 

(DO NASCIMENTO et al. 2012; DUONG, 2016).

Neste sentido, é de extrema relevância a procura e avaliação de linhagens 

próprias da região, das quais se permita encontrar cepas de interesse 

biotecnológico.
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1.1. JUSTIFICATIVA

Apenas uma pequena parte das dezenas de milhares de espécies de 

microalgas que existem na natureza são conhecidas e cultivadas em larga escala 

e utilizadas para aplicações comerciais (LI-BEISSON e PELTIER, 2013). Nessa 

enorme quantidade de microalgas desconhecidas, é provável que haja espécies 

com propriedades e aplicações únicas.

As microalgas representam uma plataforma química de interesse, pela ampla 

quantidade de compostos que apresentam: rica em proteínas e minerais para 

alimentação humana e animal, existem componentes especiais como pigmentos, 

enzimas, açúcares, lipídios e sus ácidos graxos, esteróis e vitaminas (KOLLER et 

al., 2014). Como ponto de partida no conhecimento do potencial biotecnológico 

das microalgas, é indispensável um processo exploratório na avaliação dos 

componentes principais das mesmas (proteínas, carboidratos, lipídeos e 

pigmentos como os carotenoides), em condições de crescimento padronizadas e 

de estresse celular, assim como sus parâmetros de crescimento. Por isso, é de 

grande interesse avaliar a biomassa microalgal visando à produção de compostos 

de alto valor.
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1.2. OBJETIVOS 

Objetivo Geral

Avaliar o potencial de microalgas isoladas de corpos de água naturais nativos da 

região do Paraná para a produção de compostos de interesse biotecnológico.

Objetivos Específicos

• Isolar microalgas usando técnicas convencionais

• Estimar os parâmetros de crescimento das linhagens isoladas

• Avaliar as propriedades físico-químicas das linhagens isoladas

• Avaliar a composição de lipídeos em condições de estresse celular.

• Estabelecer uma metodologia para a escolha das linhagens de acordo a 

seu potencial biotecnológico.
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2. REVISÃO DE LITERATURA

As microalgas são microrganismos (procarióticos ou eucarióticos), que são 

capazes de acumular biomassa por processo fotossintético usando luz solar, água 

e dióxido de carbono (SHUKLA e DHAR, 2013). Estes microrganismos estão 

presentes em uma ampla gama de condições ambientais incluindo água doce, 

água salobra, água do mar e até águas residuais (RICHMOND, 2004). As 

microalgas representam um recurso relativamente inexplorado, considerando a 

sua grande diversidade. Estima-se que existam entre 200.000 e vários milhões de 

espécies (WEHR e SHEATH, 2003).

Estes microrganismos são versáteis, porque combinam propriedades das 

plantas superiores como a eficiente fotossíntese e simplicidade dos requisitos 

nutricionais, com propriedades biotecnológicas das células microbianas, como 

crescimento rápido em cultura líquida e capacidade de acumular ou secretar 

alguns metabólitos (BENAVENTE-VALDÉS et al., 2016). Algumas microalgas tem 

status GRAS (Generally Recognized as Safe) pela FDA (Food Drug 

Administration), baseado em evidência cientifica, isto abre o caminho para o uso 

de microalgas como fábricas celulares (FU et al., 2016).

O termo "microalgas” refere-se às algas microscópicas sensu stricto, e as 

bactérias fotossintéticas oxigênicas (cianobactérias), anteriormente conhecidas 

como Cyanophyceae (RICHMOND, 2004). Nesse amplo grupo se distinguem: 

microalgas procariotas e eucariotas.

2.1.1. Procariotas

No grupo das microalgas procariotas há cianobactérias azul-esverdeadas 

(comumente conhecidas como cianobactérias) e as cianobactérias verdes 

(proclorófitas) (TABELA 1). As cianobactérias estão incluídas nessa definição 

como microalgas, embora sejam organismos procarióticos. As cianobactérias e as 

proclorófitas têm uma parede celular de quatro camadas que é do tipo Gram- 

negativo; a parte estrutural consiste numa camada de mureína (peptidoglicano),

2.1. MICROALGAS
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fora da qual existe uma camada de lipopolissacárideo (RICHMOND, 2004). As 

cianobactérias azul-esverdeadas são caracterizadas por possuir antenas de 

coletas de luz chamadas ficobilissomos, constituídas por ficobiliproteínas, e que 

alimentam o fotossistema II que contém clorofila. Em contraste, as cianobactérias 

verdes têm uma antena de colheita de luz baseada em clorofila em vez do 

ficobilissomjo (o primeiro é expresso em algumas cianobactérias azul-esverdeadas 

em condições de stress). Em termos de pigmentos, as cianobactérias verdes 

possuem uma ou mais clorofilas acessórias, enquanto as cianobactérias azul- 

esverdeadas têm apenas clorofila a (PINEVICH et al., 2012).

TABELA 1- GRUPOS DE MICROALGAS PROCARIOTAS E SUAS CARATERÍSTICAS.

Classe Caraterística
Microrganismos

representantes

Cianobactérias 
(algas azul- 

esverdeadas)

As cianobactérias ou algas azul- 
esverdeadas produzem numerosos 
compostos bioativos de importância 
terapêutica, tais como compostos 
antivirais, imunomoduladores, inibidores 
ou citostáticos (SKULBERG, 2000), além 
de produzir pigmentos como 
ficobiliproteínas, carotenoides como p- 
caroteno, zeaxantina nostoxantina, 
equinenona e cantaxantina (WADA et al., 
2013)..

Biotecnologicamente, as 
cianobactérias mais 
importantes são Spirulina 
(Arthrospira) platensis, 

Nostoc commune e 
Aphanizomenon flos-aquae 
(PULZ e GROSS, 2004)

Proclorofitas O grupo das proclorofitas ou 
Prochlorophyta são descritas como 
"cloroplastos de vida livre" devido à 
ausência de ficobiliproteínas e à presença 
de clorofila a e b na maioria dos casos.

Apenas três gêneros são 
atualmente reconhecidos: 
Prochloron, Prochlorothrix e 
Prochlorococcus)  (PULZ e 
GROSS, 2004).

FONTE: A autora

2.1.2. Microalgas eucariotas

Existem nove divisões eucarióticas (Glaucophyta, Rhodophyta,

Heterokontophyta, Haptophyta, Cryptophyta, Dinophyta, Euglenophyta,

Chlorarachniophyta, Caropphyta e Chlorophyta) (TABELA 2).



20

TABELA 2- GRUPOS DE MICROALGAS EUCARIOTAS E SUAS CARATERISTICAS

Classe
Característica Microrganismos

representantes

Rodophyta 
(Algas vermelhas)

Apresentam clorofilas a e d, 
ficobiliproteínas e amido florideano 
como produtos de armazenamento 
acumulados no citoplasma fora do 
cloroplasto.

Uma das microalgas mais 
representativas é 
Porphyridium cruentum

Glaucophyta
Esta classe apresenta cor azul-verde 
de suas organelas fotossintéticas, isto 
é causado pela presença de clorofila e 
ficobiliproteínas, como C-ficocianina e 
aloficocianina (JACKSON et al., 
2015).

Uma das espécies mais 
representativas é 
Glaucocystis 
nostochinearum

Heterokontophyta 
(Algas marrons)

Composta por as algas pardas, algas 
verde-amarelas, algas douradas e 
diatomáceas (PULZ E GROSS 2004).

Navicula saprofila 
apresenta potencial na 
produção de lipídeos 
(KITANO et al.,1998).

Haptophyta
Incluem todos os organismos 
fotossintéticos com um haptonema 
(apêndice e forma de microtúbulo que 
fica entre dois flagelos 
aproximadamente iguais).

Isochrysis e Pavlova são 
representantes do grupo 
(ANDERSEN, 2004)

Cryptophyta
Inclui por 20 gêneros com 60 espécies 
de água doce e marinhas. Atualmente, 
o uso biotecnológico não vai além do 
alimento para rotíferos e moluscos 
(PULZ e GROSS, 2004).

Ochromonas malhamensis 
tem sido usada como 
modelo de ensaios para a 
vitamina B12 (RICHMOND, 
2004)

Dinophyta Apresentam clorofilas a e c2, 
carotenoides (RICHMOND, 2004) 
ácidos graxos e outros metabólitos 
com elevado potencial para a 
biotecnologia (PULZ e GROSS, 2004).

Uma das representantes é 
Crypthecodinium cohnii 
(HU et al., 2009)

Euglenophyta
Cerca de 70% das espécies não 
contêm pigmentos fotossintéticos e 
utilizam matéria orgânica (PULZ e 
GROSS, 2004).

Euglena gracilis produz 
paramido e a-tocoferol 
(CLEMENS e WALTER, 
2012).

Chlorarachniophyta
Microalgas deste grupo armazenam de 
p-1,3-poliglucano no citoplasma 
(DOAN et al., 2012).

Uns dos representantes 
deste grupo é 
Chlorarachnion reptans 
(MCFADDEN et al., 1997).

Charophyta As Carófitas são uma divisão das 
algas verdes, junto com as clorófitas. 
Também se encontram nos ambientes 
terrestres (HOLZINGER e 
PICHRTOVÁ, 2016).

Uma das espécies 
destacada pela produção 
de lipídeos é Cosmarium 
sp. (HEMPEL et al., 2012).

Chlorophyta
Possuem clorofila a e b e vários 
carotenoides, que podem ser 
sintetizados e acumulados fora do 
cloroplasto. São dos grupos mais 
promissores para aplicações em 
biotecnologia (FU et al., 2016).

Dunalliela salina é uma das 
representantes, usada na 
produção de p-caroteno.

FONTE: A autora
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No entanto, os grupos de algas mais importantes em termos de abundância 

são: Chlorophyta (algas verdes) e Heterokontophyta (diatomáceas e algas 

douradas) (MUTANDA et al., 2011).

As Clorófitas (Chlorophytas) representam o maior grupo, com cerca de 

2.500 espécies em 350 gêneros (PULZ e GROSS, 2004). Este grupo compreende 

quatro classes: Micromonadophyceae, Charophyceae, Ulvophyceae e

Chlorophyceae. As chlorophytas são dos grupos mais promissores para 

aplicações em biotecnologia, junto com as algas marrons e as vermelhas, pois são 

fonte de diversos produtos naturais (FU et al., 2016), consequentemente é um 

grupo amplamente explorado (TABELA 3). Além do anterior, este grupo é versátil, 

sendo que estudos prévios relataram que as clorofitas têm melhor capacidade de 

adaptação a diversas condições como cultivo em esgoto com alta eficiência de 

remoção de nutrientes (ZHOU et al., 2011; HAN et al. 2014).

TABELA 3- COMPOSTOS DE INTERESE BIOTECNOLÓGICO DE DIFERENTES TIPOS DE
CLORÓFITAS

Espécies_______________________ Produto_______________ Áreas de aplicação
Alimentos saudáveis, 

Suplementos alimentares.

Farmacêuticos, nutrição. 
Farmacêuticos, nutrição, 

cosméticos. 
Alimentos saudáveis, 

suplementos alimentares, 
ração animal 

Alimentos saudáveis, 
farmacêuticos, aditivos 

para ração animal. 
Farmacêuticos, nutrição. 
Farmacêuticos, nutrição

Nutrição, produção de 
biocombustíveis.

Farmacêuticos, nutrição, 
cosméticos.

FONTE: CUELLAR-BERMUDEZ et al., 2015

Chlorella vulgaris 
Chlorella spp. 

Chlorella ellipsoidea 
Coccomyxa acidophila 

Coelastrella striolata var. 
multistriata 

Dunaliella salina

Haematococcus pluvialis

Muriellopsis sp. 
Nannochloropsis gaditana 

Nannochloropsis sp. 
Parietochloris incisa

Scenedesmus almeriensis

Biomassa, Pigmentos

Luteína, ß-caroteno 
Cantaxantina, astaxantina, ß- 

caroteno 
Carotenoides, ß-caroteno

Carotenoides, cantaxantina, 
astaxantina, luteína

Luteína 
Ácido eicosapentaenoico

Lipídeos, ácido 
eicosapentaenoico, ácidos 

graxos 
Luteína, ß-caroteno
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Os nutrientes fornecidos às culturas de algas devem incluir fontes de carbono e 

nitrogênio, além de micronutrientes, vitaminas e oligoelementos (SINGH e DHAR, 

2011). Embora existam relatórios limitados sobre níveis ideais de nutrientes 

necessários para culturas de algas em massa, normalmente os macronutrientes 

mais importantes para o crescimento autotrófico são C, N e P, e sua oferta é 

fundamental para o cultivo de microalgas (RICHMOND, 2004). O carbono, o 

nitrogênio e o fósforo geralmente devem estar presentes em uma proporção 106 

C: 16 N: 1P; para alguns grupos de microalgas como as diatomáceas é importante 

a adição de silício (proporção é 106C:16N: 16Si: 1P) (REDFIELD, 1934; 

BRZEZINSKI, 1985; ANDERSEN, 2005). No entanto, para evitar a limitação de 

nutrientes, esses são geralmente adicionados em excesso e índices muito 

diferentes são usados mesmo quando a mesma alga é cultivada (SINGH e DHAR, 

2011).

2.2.1. Carbono

As microalgas podem fixar o dióxido de carbono de diferentes fontes, 

incluindo CO2 atmosférico, de gases de escape da indústria e em forma de 

carbonatos solúveis (BITTENCOURT et al., 2010). O dióxido de carbono e a 

energia da luz, através da fotossíntese, podem ser convertidos em várias formas 

de energia química (polissacarídeos, proteínas, lipídeos e hidrocarbonetos) 

(Huang et al., 2010). Comparado com as plantas superiores, as microalgas têm 

maior eficiência na fotossíntese e maior velocidade de crescimento (CHISTI, 

2007).

2.2.2. Nitrogênio

Após o carbono, o nitrogênio é o nutriente mais importante para produzir 

biomassa (CHEN e CHEN, 2006). O teor de nitrogênio da biomassa pode variar de 

1% a mais de 10% e não só varia entre diferentes grupos, mas dentro de uma 

determinada espécie, dependendo da disponibilidade (RICHMOND, 2004). A

2.2. NUTRIÇÃO NAS MICROALGAS
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amônia, a uréia e o nitrato são frequentemente selecionados como fontes de 

nitrogênio para o cultivo em massa de microalgas (LIN e LIN, 2011).

2.2.3. Fosfato

O fósforo é um nutriente importante para o crescimento de algas. No cultivo 

de microalgas, a fonte de fósforo é principalmente fornecida na forma de
o

ortofosfato (PO4 ). O fosfato é responsável pela transferência de energia nas 

células e para a formação de membrana celular e ácidos nucleicos (CHEN e 

CHEN, 2006). Embora o teor de fósforo de microalgas seja inferior a 1%, sua 

deficiência no meio de cultura é uma das principais restrições ao crescimento 

(HERNÁNDEZ-PÉREZ e LABBÉ, 2014).

2.2.4. Outros macro e micronutrientes

Mais de 30 elementos inorgânicos e muitos compostos orgânicos podem 

ser necessários para a nutrição de microalgas. Nutrientes minerais como S, K, Na, 

Fe, Mg, Ca e oligoelementos, tais como: B, Cu, Mn, Zn, Mo, Co, V e Se, são 

importantes e se veem refletidos na composição elementar das microalgas. Muitos 

dos oligoelementos são essenciais para reações enzimáticas e para a biossíntese 

de diversos compostos. Por exemplo, Mg é essencial para a constituição da 

clorofila, enquanto Co é essencial para a produção de vitamina B12 (RICHMOND, 

2004).

2.2.5. Tipos de metabolismo

As microalgas em geral precisam de uma fonte inorgânica de carbono e 

energia luminosa para realizar a fotossíntese. No entanto, muitas são capazes de 

utilizar compostos orgânicos como fonte de carbono e de energia (CHOJNACKA e 

MARQUEZ-ROCHA, 2004). Existem quatro tipos principais de condições de 

cultivo (TABELA 4) para as microalgas: o cultivo fotoautotrófico, heterotrófico, 

mixotrófico e fotoheterotrófico (BENAVENTE-VALDÉS et al., 2016).

O cultivo fotoautotrófico envolve a utilização da luz como única fonte de 

energia, que é convertida em energia química através da reação de fotossíntese.
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Os substratos que limitam o crescimento neste tipo de cultivo são a luz e o CO2, 

por outro lado, o cultivo heterotrófico é definido como a utilização de uma única 

fonte de energia a partir de compostos orgânicos. Neste contexto, a exigência de 

luz é eliminada (CHOJNACKA e MARQUEZ-ROCHA, 2004).

O regime de cultura mixotrófica é caracterizado por microalgas que exigem 

luz como fonte de energia e compostos orgânicos como a fonte de carbono. 

Finalmente, o cultivo fotoheterotrófico é uma variante da cultura heterotrófica, em 

que o CO2 e a fonte de carbono orgânica são simultaneamente assimilados e o 

metabolismo respiratório e fotossintético funcionam simultaneamente (YEESANG 

e CHEIRSILP, 2011) A principal diferença entre cultivo mixotrófico e 

fotoheterotrófico é que este último exige luz como fonte de energia, enquanto o 

cultivo mixotrófico pode usar compostos orgânicos para esse fim (BENAVENTE- 

VALDÉS et al., 2016).

TABELA 4- CARACTERÍSTICAS DOS TIPOS DE METABOLISMOS NAS MICROALGAS

Cultivo Fonte de energia Fonte de carbono
Fotoautotrófico Luz Carbono inorgânico

Heterotrófico Carbono orgânico Carbono orgânico
Mixotrófico Luz Carbono orgânico

Fotoheterotrófico Luz e carbono orgânico Carbono orgânico e inorgânico

FONTE: CHEN E CHEN, 2006

2.2.6. Meios de cultura

Muitas formulações são usadas para o cultivo de microalgas (TABELA 5); 

formulações especiais são usadas na produção em massa de microalgas, que não 

são relatadas, pois são feitas de fertilizantes comerciais, usando águas naturais, 

incluindo água do solo e do mar (ANDERSEN, 2005). A correta manutenção dos 

cultivos de algas depende da eleição do meio e condições de cultivo adequadas 

(BARSANTI E GUALTIERI, 2014).

Na prática, a eleição do meio de cultura se faz a partir de uma formulação 

bem conhecida (e presumivelmente, portanto, bem testada), e os compostos 

particulares (vitaminas, silício, aminoácidos, etc.) são adicionados "por garantia” 

(BARSANTI e GUALTIERI, 2014).
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TABELA 5. ALGUNS MEIOS DE CULTURA USADOS PARA MICROALGAS.

Meio de Água Água Água Adequado para Referência
cultivo doce Marinha salobra

Bold Basal 
medium 
(Bristol)

+ - -

Meio com amplo espectro para 
Chlorophyceae, 
Xantophyceae, 

Chrysophyceae, e 
Cyanophyceae;Inadequado 
para algas com necessidade 

de vitaminas

BARSANTI e 
GUALTIERI 

(2014)

BG11
+ + + Cyanophyceae de água doce, 

amplo espectro

BARSANTI e 
GUALTIERI 

(2014)

Acid
(Allen’s

Cyanidium
Medium)

+ - -
Rodophyta WATANABE 

et al. (2004)

BBM + + +
Chlorococcales, volvocales, 
chlorophyta, xanthophyta, 

euglenoides, cyanobacteria
ANDERSEN

(2005)
Vol (Volvox 

medium)
+ - - Chlorophyta, Cryptophyta

PROVASOLI e 
PINTNER 

(1980) 
ANDERSEN, 

(2005)
Diat

(Diatom
Medium)

+ - -
Diatomáceas de água doce

COHN et al.
(2003)

ANDERSEN
(2005)

ES medium + + + Chlorophyta
PROVASOLI

(1968)
ANDERSEN

(2005)
Dun

- + -
Dunaliella (chlorophyta) ANDERSEN

(2005)
SWES

- + + ANDERSEN
(2005)

% SWES - + + ANDERSEN
(2005)

+ Pode ser usado -  Não pode ser usado

FONTE: Adaptado de MUTANDA et al. (2011)

2.3. ISOLAMENTO E PURIFICAÇÃO DE MICROALGAS

Na atualidade, apenas uma pequena parte das dezenas de milhares de 

espécies de microalgas que existem na natureza são conhecidas e cultivadas em 

larga escala e utilizadas para aplicações comerciais (LI-BEISSON e PELTIER, 

2013). Neste sentido, a bioprospecção de microalgas, além de permitir o
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conhecimento de novas linhagens e avaliar a diversidade e dinâmicas ambientais, 

permite estimar o potencial de produção de compostos de interesse industrial.

Umas das etapas determinantes para o conhecimento de linhagens de 

interesse são o isolamento e purificação. Não existe uma única estratégia ou 

técnica para isolar as microalgas (ANDERSEN, 2005).

Na figura 1 é apresentada uma estratégia geral para o isolamento de 

microalgas, onde se expõem uma serie de etapas e técnicas.

FIGURA 1- FLUXOGRAMA PARA O ISOLAMENTO E PURIFICAÇÃO DE MICROALGAS

FONTE: Adaptado de GUILLARD e MORTON, 2000

A técnica do enriquecimento geral ou seletivo (A e B) tem sido usada há 

muito tempo, como um passo preliminar para isolamentos de linhagens puras, 

mediante a pressão de seleção (MUTANDA et al., 2011). As substâncias 

enriquecedoras comumente incluem meios de cultura, extrato de solo, nutrientes 

como nitrato, amônio e fosfato ou um metal traço. Uma estratégia de obtenção de
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culturas de algas sem bactérias é tornar o meio o mais ácido possível sem matar a 

alga (SE-KWON, 2015).

A filtração ou centrifugação (C) faz parte de uma etapa para separar os 

microrganismos maiores (microalgas) dos menores (pequenas microalgas e 

bactérias) (MUTANDA et al., 2011). O uso de citômetro de fluxo (D) durante o 

isolamento permite realizar uma versão rápida e quantitativa dos experimentos 

que poderiam ser realizados por microscopia de fluorescência. A classificação das 

células ativadas por fluorescência (FACS, por suas iniciais em inglês) permite que 

o processo esteja em um passo adiante, pois as células com uma característica 

específica ou uma combinação de características podem ser separadas da 

amostra para análise ou crescimento posterior (MUTANDA et al., 2011).

A semeadura por esgotamento (streak plate) e a semeadura em 

profundidade (pour plate) (E) são métodos de isolamento tradicionais de fácil 

utilização, que permitem obter culturas axênicas sem tratamentos adicionais. Para 

a eliminação de contaminantes pode-se ter a ajuda de antibióticos ou antifúngicos 

incorporados ao ágar, e também se pode ter a separação de organismos como 

protozoários, rotíferos entre outros, que não conseguem crescer no ágar 

(ANDERSEN, 2005).

O isolamento por micropipeta (F) é geralmente realizado com uma pipeta 

Pasteur ou um capilar de vidro com uma ponta reta, dobrada ou curva. O objetivo 

do isolamento de micropipeta é separar uma única célula da amostra, depositá-la 

sem danos em uma série de gotas estéreis, até ter uma única célula livre de todos 

os outros protistas (MUTANDA et al., 2011).

O isolamento por diluições seriadas (G) é eficaz para organismos que são 

bastante abundantes numa amostra. O objetivo é depositar apenas uma célula 

num tubo de ensaio, frasco ou poço de uma placa multipoço depois de várias 

diluições consecutivas, estabelecendo assim um isolado de célula única. Se a 

concentração de células aproximada é conhecida, então é fácil calcular a diluição 

necessária que conterá uma única célula (ANDERSEN, 2005).



28

As microalgas são bem conhecidas por a sua composição química original e o 

seu incrível potencial. As microalgas possuem compostos nutritivos como lipídeos, 

proteínas, amido, e bioativos como peptídeos, pigmentos e carotenoides, 

dependendo da espécie (HAMED, 2016). As aplicações destes microrganismos 

vão desde a produção de biomassa para alimentação humana e animal até 

produtos valiosos para aplicações ecológicas (PULZ e GROSS, 2004). A seguir se 

apresentam as aplicações mais relevantes das microalgas:

2.4.1. Proteínas

Análises abrangentes e estudos nutricionais que demonstraram que as 

proteínas das microalgas são de alta qualidade e comparáveis às proteínas 

vegetais convencionais (TABELA 6). O teor proteico das microalgas pode estar na 

faixa entre 6 e 71% dependendo da espécie (BECKER, 2007). O conteúdo dos 

aminoácidos padrões de quase todas as microalgas são favoráveis comparadas 

com o da referência da WHO/FAO e outras proteínas alimentares como da soja e 

o ovo (RICHMOND, 2004).

Para consumo humano, as microalgas ainda têm barreiras, por o seu sabor 

e cheiro ainda não superado e que dificultam as preparações culinárias (BECKER, 

2007). Porém, o maior mercado de microalgas tem sido o de nutracêuticos, mais 

de 75% da produção anual de biomassa tem sido exclusivamente dedicada à 

fabricação de pós, comprimidos e cápsulas de microalgas (CHACÓN-LEE e 

GONZÁLEZ-MARINO, 2010).

Quanto à alimentação animal, o uso de microalgas é mais recente, mas 

promissor: um grande número de avaliações toxicológicas e nutricionais 

demonstram a adequação da biomassa de algas como um suplemento valioso 

para alimentação animal ou substituto para fontes de proteína convencionais 

(BECKER, 2007).

2.4. POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO DAS MICROALGAS
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TABELA 6. CONTEÚDO DE PROTEÍNAS DE DIFERENTES MICROALGAS CHLOROPHYTAS (%
DE MATÉRIA SECA)

Microalga % Proteína Referência
Chlorella sp. 44 COSTARD et al., 2012

Dunaliella salina 57 BECKER, 2007
Scenedesmus obliquus 50-56 BECKER, 2007

Tetraselmis chui 46,5 BARKA e BLECKER, 2016
Chlorella pyrenoidosa 57 BECKER, 2007
Haematococcus sp. 21 KIM et al., 2015

FONTE: A autora

Recentemente, há um enorme interesse na utilização de proteínas 

procedentes de microalgas marinhas como uma fonte de peptídeos bioativos (FAN 

et al., 2014). Dependendo da sequência de aminoácidos, os biopeptídeos 

derivados de macroalgas e microalgas marinhas podem estar envolvidos em 

várias funções biológicas, incluindo efeitos antioxidante, anticancerígeno, anti- 

hipertensivo, anti-aterosclerótico, e imunomodulador (SE-KWON e KYONG-HWA, 

2011).

2.4.2. Carboidratos

Os carboidratos são os principais produtos derivados da fotossíntese e do 

metabolismo da fixação de carbono (ciclo de Calvin). São acumulados nos 

plastídios como materiais de reserva (por exemplo, amido), ou tornam-se 

componentes de paredes de células (por exemplo, celulose, pectina, e 

polissacarídeos sulfatados) (CHEN et al., 2013). O teor destes compostos varia 

bastante entre espécies (TABELA 7).

Apesar do grau de diversidade de carboidratos em microalgas, existe um 

grupo comum de monossacarídeos (estruturais e fisiológicos) que têm sido 

relatados mais comumente como componente desses polissacarídeos: pentoses 

(xilose, ribose, frutose, arabinose), hexoses (manose, gulose, glucose, galactose), 

6-deoxihexoses (ramnose, fucose), açúcares ácidos (ácido galacturônico) e açúcar 

alcoólico (glicerol) (DOAN et al., 2012). Chlorella ellipsoidea, por exemplo, contém 

glicose e combinações de galactose, ramnose, manose, arabinose, N- 

acetilglucosamina e N-acetilgalactosamina. Acredita-se que esses complexos 

tenham propriedades imunoestimulantes (PUGH et al., 2001)
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Certas espécies de microalgas são conhecidas por liberar grandes 

quantidades de EPS (exopolissacarídeos), que mostram propriedades únicas e 

especiais (HAMED, 2016). Na microalga D. salina o estresse osmótico estimula a 

secreção de EPS (contendo galactose, glicose, xilose, e frutose), que permite a 

sua sobrevivência em diferentes concentrações de sal (LIU et al., 2016).

Os EPS de Chlorella stigmatophora têm uma capacidade de complexação
o  , o  ,

de Zn2 e Cd2 . Essa capacidade é de potencial biotecnológico, e o EPS pode ser 

usado como quelante de metal natural (KAPLAN et al., 1987).

Uma área que vem ganhando interesse significativo é a fermentação 

anaeróbia de biomassa de microalgas por microrganismos solventogênicos, que 

convertem carboidratos de microalgas para etanol (DOAN et al., 2012). Microalgas 

tem elevado teor de carboidratos/polissacarídeos e baixo conteúdo de lignina e 

hemicelulose, em comparação com biomassa de plantas (HALLMANN, 2015).

TABELA 7. CONTEÚDO DE CARBOIDRATOS DE DIFERENTES MICROALGAS 
CHLOROPHYTAS (% DE MATÉRIA SECA)

Microalga % Carboidrato Referência
Chlorella sorokiniana strain RP 22,2 DO NASCIMENTO et al. 2012

Dunaliella salina 32 BECKER, 2007
Chlorella vulgaris 12-17 BECKER, 2007

Scenedesmus obliquus strain C1S 23,2 DO NASCIMENTO et al. 2012
Haematococcus sp. KORDI03 48,8 KIM et al. 2015
Pseudokirchneriella sp. C1D 22,07 DO NASCIMENTO et al. 2012

FONTE: A autora

2.4.3. Lipídeos

Os lipídeos de microalgas são tipicamente ésteres de ácidos graxos de 12 a 

22 carbonos, ligados a glicerol, açúcares ou bases (Chacón-Lee e González- 

Marino, 2010). Os níveis de lipídeos nas microalgas lipídicas (TABELA 8) podem 

estar presentes entre 20 e 50% (CHISTI, 2007).

Estes compostos são divididos em duas categorias principais, as utilizadas 

como biocombustíveis (com 14-20 carbonos) e as utilizadas como alimento 

(contendo 12 a 22 carbonos, ricos em insaturações) (FIGURA 2), e que contém
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lipídios que não são sintetizados por organismos eucariotas superiores (HUANG et 

al. 2010; JACOB-LOPES et al., 2015).

TABELA 8. CONTEÚDO DE LIPÍDEOS DE DIFERENTES MICROALGAS CHLOROPHYTAS (%
DE MATÉRIA SECA)

Microalga % Lipídeos Referência
Chlamidomona pitschmannii YSLG3 51 ABOU-SHANAB et al. 2011

C. vulgaris YSLG4 1.65 26 ABOU-SHANAB et al. 2011
S. obliquus YSLG5 1.71 28 ABOU-SHANAB et al. 2011

Haematococcus pluvialis Gk 25 MAHMOUD et al. 2015
Scenedesmus sp. 43,6 LEE et al. 2014
Dunaliella salina 6 BECKER, 2007

FONTE: A autora

Um dos recursos energéticos renováveis mais proeminentes é o biodiesel, 

produzido a partir de lipídeos neutros de biomassas renováveis por 

transesterificação de triacilgliceróis, produzindo ésteres monoalquílicos de ácidos 

graxos de cadeia longa com álcoois de cadeia curta, por exemplo, ésteres 

metílicos de ácidos graxos (FAMEs) e ésteres etílicos de ácidos graxos (FAEEs) 

(MENG et al., 2009). Dentro dos lipídeos neutros, os esteróis e alguns dos seus 

derivados têm atividades anti-inflamatórias e anti-oxidantes e participam na 

redução dos níveis de colesterol (LDL) e são precursores importantes de 

compostos, incluindo vitaminas (HAMED, 2016).

Os lipídeos mais importantes na saúde humana são os ácidos graxos 

poliinsaturados (PUFA) essenciais, tais como linoléico (ômega-6), 

eicosapentaenóico (EPA) e docosa-hexaenóico (DHA) (CHACÓN-LEE E 

GONZÁLEZ-MARINO, 2010), os dois últimos (Omega-3) importantes no 

tratamento da aterosclerose, câncer, artrite reumatóide, psoríase, Alzheimer e a 

degeneração macular relacionada com a idade (VAZHAPPILLY e CHEN, 1998).

Algumas estratégias como o estresse celular (desvio significativo das 

condições ideais de crescimento) têm sido desenvolvidas para melhorar a 

produção de compostos de alto valor.
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FIGURA 2. CLASSES DE LIPÍDEOS E ALGUNS PRODUTOS DE ALTO VALOR

LIPÍDEOS

Acidos graxos

Acidos graxos mono- 
insaturados

Acidos graxos EPA

poli-insaturados
DHA

BIODIESEL

FONTE: ROUX et al., 2017

2.4.4. Pigmentos

Os pigmentos fotossintéticos nas microalgas clorófitas são classificados em 

2 grupos: carotenoides e clorofilas (KOLLER et al., 2014; HAMED, 2016).

Os carotenoides (carotenos e xantofilas) são compostos lipofílicos e, 

geralmente, são amarelos, laranjas ou vermelhos (GONG e BASSI, 2016). Esses 

compostos são pigmentos acessórios de absorção de luz, apoiando a clorofila 

(pigmento primário) na captura de energia luminosa (KOLLER et al., 2014). 

Carotenoides são uma família de pigmentos naturais amplamente distribuída na 

natureza. Existem mais de 600 estruturas de carotenoides conhecidas descritas 

na literatura (HAMED, 2016). Estes compostos são divididos em carotenoides 

primários e secundários. Além dos carotenoides primários, que estão fortemente 

associados aos componentes estruturais e funcionais (aparelho fotossintético 

celular), existem carotenoides secundários, que são produzidos em níveis 

elevados e são distribuídos em gotículas oleosas no protoplasma (GONG e 

BASSI, 2016). A luteína é considerada um carotenoide primário que mantém a 

integridade das células e as protege de muitas formas de estresse, enquanto a
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astaxantina é considerada um carotenoide secundário, presente em corpos 

lipídicos fora do cloroplasto (MINHAS et al., 2016).

Atualmente, os principais carotenoides de interesse do mercado são p- 

caroteno, astaxantina, luteína (com zeaxantina), licopeno e cantaxantina. 

Fucoxantina é outro carotenoide que pode ser produzido por microalgas (GONG e 

BASSI, 2016). Os carotenoides das microalgas têm grande importância no 

mercado: p-caroteno de Dunaliella em alimentos saudáveis como um precursor de 

vitamina A, a astaxantina de Haematococcus em aquicultura para colorir músculos 

em peixes, e luteína, zeaxantina e cantaxantina para coloração da gema de ovos, 

ou para fins farmacêuticos (PULZ e GROSS, 2004). Scenedesmus sp. é uma 

importante fonte de carotenoides (TABELA 9), especialmente por seu conteúdo de 

luteína - molécula conhecida também pelo seu efeito protetor contra o dano 

fotoquímico da região macular do olho (LANDRUM et al., 1990)

TABELA 9. CONTEÚDO DE CAROTENOIDES TOTAIS DE DIFERENTES MICROALGAS 
CHLOROPHYTAS (mg/g DE MATÉRIA SECA)

Microalga Carotenoides totais (mg/g) Referência
Tetratelmis sp. 4,6 MAADANE et al. 2015
Dunaliella sp. 10,8 MAADANE et al. 2015
Chlorella sp. 0,3 MAADANE et al. 2015

Chlorella protothecoides 0,6 CAMPENNI et al., 2013
Chlorella minutísima 0,5 ORDOG et al. 2012

Dunaliella salina 3,8 MAADANE et al. 2015

FONTE: A autora

A clorofila é o pigmento de microalgas mais importante. Há vários tipos de 

clorofila, que absorvem a luz principalmente na faixa azul e, em menor medida, na 

faixa vermelha do espectro eletromagnético - razão da coloração verde típica e 

conhecida das algas verdes (Chlorophytas) (KOLLER et al., 2014).

A clorofila é um composto usado como corante de alimentos e de produtos 

de higiene como sabões ou desodorantes (KOLLER et al., 2014). Apresenta 

possível atividade anticancerígena: um estudo relata o benefício dos derivados de 

clorofila (clorofilina) contra células de câncer de colón, se fornecido como 

suplemento dietético (DÍAZ et al., 2003).
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As microalgas possivelmente podem suprir a demanda mundial de 

biocombustíveis, junto com a produção de produtos de alto valor agregado, assim 

como podem ser usadas como soluções ambientais, como em biorremediação de 

corpos de água e mitigação de dióxido de carbono (GOUVEIA, 2014). Tendo em 

conta o potencial das microalgas e a grande variedade de produtos que se 

poderiam obter, é necessário estabelecer categorias que permitam agrupar as 

linhagens de acordo com os produtos potenciais (microalgas lipídicas, proteicas, 

carotenogenicas). Neste sentido, para a triagem de microalgas é importante 

determinar critérios que permitam agrupar estas linhagens e selecionar as 

microalgas para cada grupo de interesse.

2.5.1. Critérios segundo a composição das microalgas

Microalgas lipídicas: As microalgas lipídicas ou oleaginosas são aquelas que 

apresentam um teor de lipídeos maior que 20% (MENG et al., 2009; FRANCE e 

JEAN-MARC, 2013).

Microalgas com potencial carotenogênico: De acordo com a quantidade de

carotenoides produzida, pode ser classificadas como de baixo (menos de 0,1
1 1  1 mg. g) ,  médio (0,1 a 0,5 m g . g )  ou de alto potencial (mais que 0,5 m g . g )  (MATA-

GÓMEZ et al., 2014).

Microalgas com potencial proteico: Microalgas que contém proteínas em uma 

quantidade igual ou maior que 20% (peso seco) (KENT et al., 2015).

2.5.2. Critérios segundo parâmetros de crescimento

ABOU-SHANAB et al. (2011) isolaram e caracterizaram espécies de 

microalgas lipídicas, tendo como principais critérios a velocidade de crescimento, 

produção de biomassa e conteúdo de lipídeos.

MATA et al., (2010) propuseram uma estratégia multicritérios para a 

seleção de microalgas lipídicas tendo como critérios: velocidade de crescimento,

2.5. CRITÉRIOS PARA SELEÇÃO DE MICROALGAS
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conteúdo lipídico e distribuição de ácidos graxos e triglicerídeos livres, resistência 

às mudanças nas condições ambientais, disponibilidade de nutrientes, facilidade 

de separação e processamento de biomassa e a possibilidade de obter outros 

produtos químicos valiosos.

2.5.3. Critérios de processo

As microalgas, além de possuir compostos de interesse biotecnológico têm 

características físicas que podem ser usadas para seleção com o objetivo de 

facilitar futuros processos. Por exemplo, o tamanho e forma da célula afetam o 

método de coleta das microalgas (NWOKOAGBARA et al., 2015). O tamanho 

pequeno das microalgas (2-20 ^m), além do alto teor de água do meio de cultura, 

faz da separação e concentração da biomassa um processo dispendioso e 

intensivo em termos de gasto energético, ocupando cerca de 20 a 30% do custo 

total de produção (GRIMA et al., 2003).

Por outro lado, os principais compostos de interesse nas microalgas são de 

caráter intracelular, por isso, os processos de rompimento celular são uma etapa 

de grande importância para a liberação destes compostos. Moinhos abrasivos e 

homogeneizadores de alta pressão (HPH) são os métodos preferidos em escala 

industrial para a fragmentação de microalgas (GÜNERKEN et al., 2015). Uma das 

principais vantagens do HPH é a capacidade para lidar com materiais de fase em 

suspensão em um fluxo contínuo (SAMARASINGHE et al., 2012), sem a adição de 

material abrasivo. Os principais fatores para o controle do sistema do 

homogeneizador de alta pressão são o tamanho da célula, a geometria da válvula 

de rompimento e a pressão aplicada (GONG e BASSI, 2016). Este último aspecto 

é essencial, já que altas pressões de operação resultam em uma redução na 

capacidade de processamento de em grande escala (YAP et al., 2014), e ao 

mesmo tempo, altas pressões estão relacionadas com paredes celulares 

recalcitrantes e mecanicamente fortes que exigem alta pressão de 

homogeneização (SPIDEN et al., 2013). Existem sistemas de escala industrial a
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pressão moderada <68,948 Mpa (< 680 atm) e a alta pressão até 310,264 Mpa 

(até 3062 atm) (SAMARASINGHE et al., 2012).

Na tabela 10 se mostram diferentes condições de processamento para lise 

celular de microalgas.

TABELA 10. CONDIÇÕES DE ROMPIMENTO CELULAR POR HOMOGENIZAÇÃO POR ALTA
PRESSÃO (HPH) EM MICROALGAS

Microalga Condições % de lise celular
Chlorococcum sp. 850 bares (838,8 atm), 4 ciclos, 

0,85% sólidos.
90

Nannochloropsis oculata 2760 bares (2723 atm), 4 ciclos, 
0.023-0.035% sólidos.

67

Nannochloropsis oculata 2100 bares (2072 atm), 3 ciclos, 
0.015-0.023% sólidos

= 100

Nannochloropsis sp. 1500 bares (1480 atm), 6 ciclos, 
1% sólidos.

= 91

FONTE: GÜNERKEN et al., 2015
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3. MATERIAIS E MÉTODOS

3.1. ISOLAMENTO DE MICROALGAS

3.1.1. Amostras

Sete coletas foram realizadas em diferentes corpos de água da cidade de 

Curitiba e regiões próximas. O critério principal foi que apresentassem visível 

população de microalgas (TABELA 11). As amostras foram coletadas da superfície 

das águas, em frascos de vidro, armazenadas sob refrigeração durante um dia e 

posteriormente processadas no laboratório.

TABELA 11. DADOS DE LOCAIS DA COLETA DAS AMOSTRAS.

Local da coleta Data da coleta Coordenadas Codificação
Amostra de Lemna Aquário LMN

Praia Forte (Ilha de Mel) 15-10-2015 25°30'37.08''S- 48°18'39.13''W PF
Praia Grande (Pontal do 

Paraná) 16-10-2015 25°46'49.05''S- 48°30'55.65''O PG

Lagoa do Passeio Público 16-10-2015 25°25'32.3''S - 49°16'02.5''W PP
Lagoa de Passaúna 18-11-2015 25°31'46.6”S-49°22'20.3”W PA

Lagoa de Santa Felicidade 
(Pesque e pague) 18-11-2015 25°23'47.5''S -  49°18'31.8''W SF

Lagoa de Colombo (Região 
metropolitana) 15-12-2015 25°19'17.82''S-49°11 '57.69''O COL

3.1.2. Procedimento de isolamento e purificação

A estratégia escolhida para o isolamento e purificação de microalgas segue 

os passos ilustrados na figura 3. A metodologia de isolamento de microalgas 

usada foi a sugerida por Lee et al., 2014, na qual se usaram enriquecimento de 

meios. Foram usados uma serie de meios de crescimento gerais e seletivos 

(TABELA 12) para microalgas. As formulações dos meios escolhidos são 

baseados nos meios da Coleção de Algas da Universidade de Gottingen (SAG) e 

WONG, 2000.
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FIGURA 3. PASSOS DE ISOLAMENTO E PURIFICAÇÃO COM ENRIQUECIMENTO DE MEIOS

III

IV

II

FONTE: A autora

5 mL da amostra coletadas foram colocadas em tubos com 5 mL do meio 

de crescimento, agitando manualmente duas vezes por dia (II). Quando se 

apresentou evidencia visível do crescimento de microalgas, as amostras foram 

diluídas em meio com 0,05% de Tween 80 (BRANDL e HUYNH, 2014) para 

facilitar a dispersão das microalgas e o isolamento unialgal. Posteriormente, as 

algas foram isoladas em placas com ágar 1,2% por esgotamento no mesmo meio 

de crescimento, acrescido de 50 ^g/ml de nistatina (antifúngico) (JAZZAR et al., 

2015) (III). Quando se evidenciou o crescimento das colônias, estas foram 

transferidas a frascos contendo o mesmo meio de crescimento (IV).

Quando se verificou ocorrência de contaminação das culturas, foi usada

uma solução antibiótica e antifúngica (A5955, Sigma-Aldrich, USA; formulada para
1 1 conter 10000 unidades mL-1 de penicilina G, 10 mg mL-1 sulfato de estreptomicina,

A

25 ^g mL-1 de anfotericina B) em concentrações de 0,25-0,5% durante 24 horas, 

posteriormente as amostras foram centrifugadas e lavadas (condições testadas 

previamente) para controle do crescimento de bactérias e fungos (III).

Para o estudo comparativo do potencial biotecnológico das microalgas os 

isolados foram cultivados em meios BG11 (KAUR et al., 2016). O meio BG11 foi
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escolhido devido a seu alto conteúdo de nitrato, com o objetivo de evitar a 

limitação de nutrientes nas culturas, além da versatilidade do meio (crescimento 

de microalgas de água do mar e água doce).

TABELA 12. MEIOS DE CRESCIMENTO USADOS NO ISOLAMENTO.

Nomenclatura oficial Características* Classe Fonte Codificação
Diat. Meio para Diatomáceas Específico SAG A
MBB Meio Bristol + Micronutrientes Geral Wong, 2000 B

B. Meio para Cianobacterias Específico SAG C
BG11 Meio para Cianobactérias Geral SAG D

1/2SWES Meio de Água Salobra Específico SAG E
Bristol** Meio Bristol Geral Wong, 2000 F
Acid** Meio para Cyanidiophyceae Específico SAG G

MiEB12** Meio para Desmidiaceae Específico SAG H
Dun** Meio de água salina Específico SAG I
ES** Meio para Chlorophyceae Geral SAG J

SWES Meio de água salina Específico SAG K
Spirul. Meio para spirulina Específico SAg L

Vol Ag.** Meio para microalgas Volvocales Específico SAG M
Z Meio para Cianobacterias Específico SAG N

*Formulação de meios: Ver anexo 1, **Meios com modificações

3.1.3. Identificação morfológica de microalgas

Algumas das microalgas isoladas foram identificadas observando os caracteres 

morfológicos usando microscópio (Leica DMLS, China) e usando uma chave 

taxonômica padrão (WEHR e SHEATH, 2003). Note-se que nos pontos do texto 

em que linhagens isoladas foram identificadas pelo nome, esse nome é uma 

identificação tentativa e não deve ser tomado como uma identidade final do 

microrganismo.

3.2. DETERMINAÇÃO DAS CARACTERÍSTICAS FÍSICAS E DE PROCESSO 
DE MICROALGAS ISOLADAS

3.2.1. Determinação de tamanho celular

As microalgas foram examinadas em um microscópio (Leica DMLS, China), 

com câmera digital. Fotografias das linhagens foram capturadas por meio do
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software Toupview (Touptek Photonics, Zhejiang, PRC) com a respetiva escala. 

As imagens foram analisadas usando o software Image j (Rasband, Image J, U. S. 

National Institutes of Health, Bethesda, Maryland, USA), onde se determinou o 

tamanho das microalgas com base em medições de 10 células para cada uma das 

espécies (COSTARD et al., 2012). Além disso, se realizaram fotografias das 

microalgas utilizando o microscópio Axio Imager Z2 (Carl Zeiss, Jena, DE), 

equipado com software de captura automatizada Metafer 4/VSlide (Metasystems, 

Altlussheim, DE). Para essa etapa, se realizou uma fixação prévia das microalgas 

em gelatina baseado na metodologia de Foote, (1982).

3.2.2. Determinação do biovolume

O biovolume das linhagens isoladas foi determinado usando as equações 

previstas por HILLEBRAND et al. (1999), assumindo uma forma geométrica
o

adequada para cada espécie. O biovolume foi expresso em pmJ.

3.2.3. Determinação da eficiência de sedimentação

Ao final do cultivo das microalgas (15 dias) amostras de 10 mL de cada 

linhagem foram sedimentados por gravidade em tubos de 15 mL de polipropileno 

(12 cm de comprimento e 1,5 cm diâmetro interno). Para cada tempo de avaliação 

(10 ml por cada ponto), 1 mL da amostra foi coletada da superfície (a 1 cm da 

superfície). A sedimentação foi avaliada a 30, 60, 120, e 240 minutos. As 

suspensões de células foram analisadas por medição da densidade óptica, e a 

equação 11 foi usada para avaliar a eficiência de sedimentação aos 240 minutos 

(4 horas) (DO NASCIMENTO et al., 2012).

%Efsed=5O;x100 <1)

Onde: DOt é a densidade óptica no tempo t, e DO0 é a densidade óptica no 
tempo inicial.
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3.2.4. Avaliação do rompimento celular

Depois dos 15 dias de cultivo, as microalgas foram lisadas por rompimento a 

alta pressão com French Press (Thermo Fisher Scientific FA-078A, USA). Avaliou- 

se a pressão de rompimento a 272, 544, 816, 1088, 1360 atm (4000, 8000, 12000, 

16000 e 20000 psi, respectivamente). Foi feita a contagem de células antes do 

rompimento e depois, para cada pressão avaliada. Definiu-se a pressão 

necessária para o rompimento de 50% das células (PRC5 0) como um parâmetro 

de comparação de facilidade de rompimento celular. O cálculo consiste em uma 

regressão das curvas de rompimento (pressão versus concentração celular) e com 

a equação das retas resultantes se determinou a PRC5 0 .

3.3. DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS DE CRESCIMENTO DE 
MICROALGAS ISOLADAS

3.3.1. Condições de cultivo

Para realizar as cinéticas de crescimento de microalgas, foram 

selecionadas as linhagens com maior crescimento aparente. Estas linhagens 

foram cultivadas em erlermeyer de 2L com volume de trabalho de 1L. Todas as 

linhagens foram adaptadas ao meio BG11 (ANEXO 1). A relação inóculo:meio de 

cultura foi de 1:3 e a concentração inicial do meio foi padronizada para 0,1 g/L de 

biomassa. Os cultivos estiveram em um fotoperíodo de 12:12 h luz:escuro com
O 1uma intensidade luminosa de 37,5 ^mol m s ,  com luz LED branca (Americanled 

T8 F06E 9w 4000k, Brasil). Os cultivos foram agitados manualmente de 2 a 3 

vezes por dia. A temperatura foi mantida a 24 ± 2°C.

3.3.2. Condições de cultivo para estresse celular

Cada linhagem foi cultivada em erlemeyer de 125 ml com volume de
O  A

trabalho de 70 ml, em meio BG11 a 37,5 ^mol m s  (estresse por intensidade 

luminosa), com adição de 3% de NaCl (estresse osmótico) e com 10% da fonte de 

nitrogênio original (estresse por limitação de nitrogênio) (BONA et al., 2014). Os
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cultivos foram agitados de 2 a 3 vezes por dia, com um fotoperíodo de 12:12 h e 

temperatura mantida em 24 ± 2°C. A relação inóculo:meio de cultura foi de 1:3 e a 

concentração inicial do meio foi padronizada para 0,1 g/L de biomassa.

3.3.3. Determinação do crescimento algal

A densidade óptica (DO) a 640 nm foi medida usando um espectrofotômetro 

(Bioespectro SP-200) como indicador da densidade da cultura de algas. Além 

disso, se realizaram contagem das células em um hemocitômetro Fuchs­

Rosenthal. Os cultivos de microalgas foram acompanhados a cada dois dias 

durante 15 dias.

A concentração celular foi determinada por peso seco. Para isto, 50 ml da 

amostra (no inicio e no final do cultivo) foi filtrada através de um microfiltro de fibra 

de vidro G-F1 de 0,7 pm (Macharey Nagel, Alemanha). As membranas foram 

previamente secas e taradas, após a filtração foram novamente secas em estufa a 

105°C durante 24 h (COSTARD et al., 2012).

1 1Foram calculadas a produtividade média (Q, g L .dia ) e a velocidade
A

especifica de crescimento máxima (pmax, dia-'), tendo em conta as curvas de 

crescimento e especificamente a faixa máxima de crescimento, baseada nas 

medidas de DO64o (LI et al., 2015). Foi também determinado o tempo de 

duplicação (td), através das equações 2, 3 e 4 respectivamente:

Q= Xt 1 ( 2)4-to

Ln (DOt)=Mmáxt+Ln(DOo) (3)

Td= -L11 (4)pmáx.

Onde, Xt é a concentração de biomassa no tempo final, Xo é a concentração 

de biomassa no tempo inicial, tt é o tempo final, to é o tempo inicial, DOt é a 

medição da absorbância no tempo final e DOo é a medição da absorbância no 

tempo inicial.
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3.3.4. Determinação de consumo de nitrato

Tendo em conta que a fonte de nitrogênio usada no meio BG11 é nitrato, a 

determinação de ânions foi feita com um Cromatógrafo de íons (Metrohm 761 

compact, Suíça). Para a análise de ânions foi utilizada uma coluna METROSEP A 

supps 250/4,0 mm (Metrohm). As condições analíticas para ânions foram: fase 

móvel Na2CO3 3,2 mM, NaHCO3 1,0 mM com uma vazão de 0,7 mL/min.

3.4. DETERMINAÇÃO DE PROPRIEDADES QUÍMICAS DAS MICROALGAS 
ISOLADAS

3.4.1. Determinação de Lipídeos

O teor lipídico foi determinado como ésteres metílicos de ácidos graxos 

(FAMEs) seguindo um método de transesterificação direta adaptado de (LIU e 

ZHAO, 2007). Os FAMEs foram obtidos a partir de biomassa liofilizada: 100 mg 

para cultivos normais ou 10 mg para células submetidas a estresse celular. A 

biomassa foi transesterificada com 2 ml de solução a 2% de H2 SO4  em metanol, a 

70°C durante 20h. Após resfriamento até a temperatura ambiente, as amostras 

foram extraídas com 4 ml de hexano (grau HPLC). Quando a separação completa 

das fases ocorreu, a camada superior contendo FAMEs foi coletada para análise 

de composição FAMEs.

3.4.2. Pretratamento de amostras

Para a determinação de proteínas, carboidratos e carotenoides, as 

amostras liofilizadas foram ressuspendidas em tampão fosfato (0,05 M, pH 7,0), 

em uma concentração de 2 g/L. Aproximadamente 5 ml de amostra foram 

submetidos a lise celular usando frech press (Thermo Fisher Scientific FA-078A, 

USA) a 1390 atm. As amostras lisadas foram congeladas a -20°C para posterior 

análise.
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3.4.3. Determinação de proteínas

A determinação de proteínas se realizou usando uma extração alcalina 

(RAUSCH, 1981; CHEN e VAIDYANATHAN, 2013). Um volume de 0,5 mL da 

amostra lisada foi centrifugada a 2000 x g, o sobrenadante foi coletado em um 

novo tubo, posteriormente se adicionou 0,5 mL de 1 N NaOH ao pellet e a amostra 

foi colocada em um banho maria a 80°C durante 10 min com agitação ocasional. 

As amostras foram resfriadas até temperatura ambiente, centrifugadas, e o 

sobrenadante foi transferido a um tubo novo. A extração foi repetida nas mesmas 

condições. Todos os extratos foram coletados e misturados para posterior análise.

O conteúdo de proteína foi estimado usando a o método de Bradford 

(BRADFORD, 1976; WRIGHT et al., 1996). A uma alíquota (195uL) de reagente 

de Bradford foi adicionado a 5 uL da amostra em microplacas, a formação de cor 

foi monitorada em 495 nm. A curva padrão foi realizada com albumina sérica 

bovina (BSA). A equação 6 representa a curva padrão com um R2= 0,9962.

Concentração de proteína (mg): 2,3889 (absorbância)+0,0402 (6)

3.4.4. Determinação de carboidratos

Os carboidratos totais foram determinados pelo método de fenol-sulfúrico 

(DUBOIS et al.,1956). Para determinar os carboidratos da biomassa também foi 

utilizado o sobrenadante após a lise celular. Para 0,25 mL de amostra diluída foi 

adicionado 0,25 mL de solução de fenol 5 % p/p seguido de 1,25 mL de H2SO4 

concentrado. Após esfriamento foram feitas as leituras em espectrofotômetro a 

490 nm. A curva padrão de carboidratos foi realizada com glicose diluída em água 

e tratada da mesma forma que as amostras. A equação 7 representa a curva com 

um R2= 0,9976.

Concentração de carboidratos (m i) = 140,15 (absorbância) + 6,0872 (7)
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3.4.5. Determinação de carotenoides totais

Os pigmentos celulares foram determinados usando o método 

espectrofotométrico despois de extração com acetona 80% (v/v) (WELLBURN, 

1994; CHEN e VAIDYANATHAN, 2013). A 0,4 mL de amostra lisada foi adicionado 

1,6 ml de acetona pura para uma solução final de 80% (v/v), agitou-se por 2 min 

em vortex, incubou-se por 15 minutos no escuro. Após centrifugação a 2000 x g 

durante 3 minutos, o sobrenadante foi lido em espectrofotômetro (UV-1601PC, 

Shimadzu, Japão) a 470, 646 e 663 nm. Posteriormente, a quantidade de 

pigmentos foi calculada usando as equações 8, 9 e 10:

Ca= 12,21A663-2,81A646 (8)

Cb=20,13A646-5,03A663 (9)

_  1000A47o-3,27Ca-104Cb
Ct--------------198 (10)

Onde Ca é a clorofila a, Cb é a clorofila b e Ct os carotenoides totais (pg/mL).

3.4.6. Determinação de Cinzas

O conteúdo de cinzas foi medido gravimetricamente (COSTARD et al., 2012), 

usando um microfiltro de fibra de vidro G-F1 de 0,7 pm (Macharey Nagel, 

Alemanha), de acordo com AOAC (1990). As amostras nos filtros foram 

incineradas em uma mufla (Quimis, Brasil) a 550 °C por 6 h.

3.5. ANÁLISE ESTATÍSTICA

As análises estatísticas foram realizadas usando o software STATISTICA® 

(versão 7,0). Os dados foram analisados usando uma análise de variância 

unidirecional (ANOVA). As diferenças foram consideradas significativas quando P 

< 0,05. Todos os valores são dados como a média ± desvio padrão.
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3.6. ANALISE MULTICRITERIO

Para agrupar as microalgas segundo seu potencial biotecnológico (microalgas 

lipídicas, carotenogênicas, protéicas), os diversos critérios foram agrupados como 

primários, secundários (TABELA 13).

TABELA 13. CRITERIOS PARA CATEGORIZAÇÃO DE MICROALGAS.

Agrupamento Critérios primários Critérios
secundários

Microalgas lipídicas Teor lipídico

Velocidade 
máxima de 

crescimento

Produção de 
biomassa

Pressão de 
Rompimento 50% 

de células

% Eficiência de 
sedimentação

Microalgas
carotenogenicas

Microalgas
proteicas

Teor de 
carotenoides totais

Velocidade 
máxima de 

crescimento

Produção de 
biomassa

Teor de proteínas

Velocidade 
máxima de 

crescimento

Produção de 
biomassa

Pressão de 
Rompimento 50% 

de células

% Eficiência de 
sedimentação

Pressão de 
Rompimento 50% 

de células

% Eficiência de 
sedimentação

Microalgas ricas em 
carboidratos

Teor de 
carboidratos

Velocidade 
máxima de 

crescimento

Produção de 
biomassa

Pressão de 
Rompimento 50% 

de células

% Eficiência de 
sedimentação

FONTE: A autora
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Os critérios primários de seleção de microalgas propostos neste estudo, estão 

relacionados com o conteúdo de cada um dos compostos de interesse (lipídeos, 

carotenoides totais, proteínas e carboidratos). Para microalgas lipídicas, por 

exemplo, se estabeleceu que o critério primário é o teor lipídico, pois este estudo 

representa uma primeira aproximação às linhagens isoladas. Outros critérios 

importantes são os parâmetros cinéticos, pois precisamos microalgas com uma - 

característica química definida e altos parâmetros de crescimento. O mesmo tipo 

de consideração foi usado para as microalgas protéicas, carotenogênicas e ricas 

em carboidratos.

Os critérios secundários para a seleção de microalgas foram baseados em 

parâmetros de processo (pressão de rompimento de 50% das células e eficiência 

de sedimentação), que poderiam facilitar a colheita de microalgas e posteriores 

processos de "downstream”.
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4. RESULTADOS E DISCUSSÕES

4.1. ISOLAMENTO DE MICROALGAS

As microalgas clorófitas com crescimento abundante foram selecionadas de 

cada uma das amostras e são listadas na tabela 14. As amostras procedentes de 

Santa Felicidade (SF) e Colombo (COL), não foram selecionadas para 

crescimento em escala laboratorial nas condições estudadas, devido ao grau de 

contaminação e ao crescimento de cianobactérias. Verificou-se uma redução da 

diversidade de microalgas com respeito à amostra original. Isto ocorreu 

possivelmente porque para algumas espécies de microalgas, o crescimento em 

ágar sólido é difícil (PEREIRA et al., 2011), além da diferença de condições de 

crescimento no local de coleta e condições de laboratório (meio, temperatura, 

irradiação) (WU et al., 2014). SCHEFFER et al., (2001) preveem que mudanças 

graduais no carregamento de nutrientes podem induzir mudanças catastróficas na 

composição das espécies do fitoplâncton.

O enriquecimento de amostras coletadas no ambiente com meios 

conhecidos para microalgas reduz a dificuldade do isolamento, devido a que se 

apresenta uma adaptação prévia das células aos meios, permitindo a economia de 

tempo no isolamento (WU et al., 2014). Apesar da perda de diversidade, a pressão 

seletiva favorece o isolamento de espécies com maior chance de fácil manejo em 

meios sintéticos.

TABELA 14. NÚMERO DE ISOLADOS COM BASE NO MEIO E LUGAR DE ISOLAMENTO.

Água doce Água do mar

PF PG

5MBB 
BG11 

Bristol 
Acid 
Dun 
ES 

Vol Ag.* 3

1
5

1
3

5

Z
Total

2
4 6 1 15 5

*Meio com modificações
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Os meios de cultivo que apresentaram maior número de isolados foram 

Acid, Vol e MBB. Este último é um meio rico em nutrientes, que resulta em um 

enriquecimento típico de microalgas clorófitas (CEA-BARCIA et al., 2014).

A adaptação posterior das microalgas ao meio BG11 foi feita pela 

versatilidade do meio, ao ser usado para microalgas de diferentes ambientes 

(agua doce, água do mar e água salobra) (MUTANDA et al., 2011 ), assim pelo fato 

de garantir um excesso de nutrientes (nitrato) para as microalgas (SINGH e 

DHAR, 2011).

TABELA 15. LINHAGENS DE MICROALGAS ISOLADAS (ANEXO 2: IMAGENS DE
MICROALGAS).

Lugar de 
coleta

Meio de 
isolamento*

Codificação

Microalgas 
do mar

Microalgas 
de água 

doce

PP
PP
PP
PP
PA
PA
PA
PA
PA
PA

LMN
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PF
PG
PG
PG
PG
PG

Acid
BBM

Z
Z

Bristol
MBB
Dun
Vol
Vol
Vol

BG11
Bristol

ES
MBB
MBB
MBB
MBB
MBB
Acid
Acid
Acid
Acid
Acid
Vol
Vol
Vol

Acid
Acid
Acid
Acid
Acid

GPP01
BPP02
NPP01
NPP02
FPA01
BPA01
IPA01

MPA01
MPA02
MPA03

DLMN01
FPF01
JPF01
BPF01
BPF02
BPF03
BPF04
BPF05
GPF01
GPF02
GPF03
GPF04
GPF05
MPF01
MPF02
MPF03
GPG01
GPG02
GPG03
GPG04
GPG05

*O meio de isolamento é diferente do meio de adaptação (BG11).
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Na tabela 15 são listadas as microalgas isoladas, em relação ao meio de 

isolamento. Foram isoladas 31 microalgas mantidas de forma axênica, das quais, 

se escolheram 20 com crescimento aparente maior (abundância na amostra), 

sendo 9 de água do mar e 11 de água doce.

A observação microscópica (FIGURA 4) dos isolados de microalgas 

confirmou cultivos como sendo, aparentemente, unialgais. A análise microscópica 

das amostras permitiu a identificação preliminar dos isolados NPP01, NPP02 e 

BPA01 como presuntivos Scenedesmus, e FPA01, BPP02, FPF01 e IPA01 como 

Monoraphidium, Chlamydomonas, Chlorella e Stichococcus, respectivamente.

As espécies de Scenedesmus foram isoladas das amostras de água doce, 

concordando com LURLING, (2003), que assegura que trata-se de um dos 

gêneros mais comuns que podem ser encontradas em corpos de água doce em 

todo o mundo.

FIGURA 4. IMAGENS DA LINHAGENS DE MICROALGAS ISOLADAS.
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Monoraphidium  FPA01 Scenedesmus BPA01

Stichococcus IPA01 MPA01

DLMN01 Chlorella FPF01
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JPF01 BPF01

BPF02 BPF03

BPF04 BPF05

GPF01 GPF02
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GPG05

4.2. DETERMINAÇÃO DAS CARATERÍSTICAS FÍSICAS DAS MICROALGAS

Na tabela 16 são apresentadas algumas caraterísticas físicas como o 

tamanho e biovolume de cada linhagem isolada. A faixa de tamanho das 

microalgas avaliadas neste estudo foi de 3,5 -  14,7 ^m, caraterístico do 

nanoplâncton (2 -  20 ^m) da superfície das águas (FINKEL et al., 2010).

O tamanho das microalgas está relacionado com as taxas metabólicas 

(crescimento, fotossíntese, respiração), absorção de luz, difusão, absorção e 

requisitos de nutrientes (FINKEL et al., 2010). Além disso, o tamanho é usado 

como estratégia para isolamento (separação de microrganismo maiores dos 

menores) (EROGLU e MELIS, 2009) e como um fator a se ter em conta para a 

recuperação de biomassa após o cultivo (sedimentação) (NWOKOAGBARA et al.,

2015).
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TABELA 16. CARATERÍSTICAS FISICAS DAS LINHAGENS ISOLADAS.

Tamanho (pm) Biovolume
(Mm3)

%Eficiência de
Isolado Largura Comprimento sedimentação 

em 4 h
PRC50 (atm)

BPP02 2,8 ± 0,2 5,1 ± 0,3 20,7 ± 1,0 a 95,57 ± 0,1g 357,23
NPP01 3,3 ± 0,3 8,3 ± 0,9 51,5 ± 2,2 abcd 81,25 ± 4,4 ab 1012,64
NPP02 4,8 ± 2,9 4,7 ± 1,6 64,4 ± 9,3 bcd 96,89 ± 1,6 h 372,12
FPA01 5,3 ± 1,0 14,7 ± 2,1 436,8 ± 15,9 g 99,03 ± 0,2 h 336,92
BPA01 3,3 ± 0,4 8,7 ± 1,3 128,3 ± 5,3 e 98,06 ± 0,7 h 258,33
MPA01 3,9 ± 0,3 4,0 ± 0,4 32,5 ± 0,5 ab 81,56 ± 1,5 ab 457,02
MPA02 4,0 ± 0,4 4,6 ± 0,4 46,8 ± 0,3 abc 90,78 ± 2,8 ef 453,63
MPA03 3,6 ± 0,7 3,8 ± 0,3 29,0 ± 1,4 ab 84,07 ± 5,1bc 1077,17

DLMN01 4,3 ± 0,5 4,7 ± 0,9 51,0 ± 7,6 abcd 89,51 ± 1,4 ef 546,43
FPF01 4,5 ± 1,5 4,9 ± 1,4 24,9 ± 1,5 ab 88,28 ± 1,7 de 193,73
JPF01 4,7 ± 0,4 4,7 ± 0,4 49, 5 ± 1,5 abcd 97,97 ± 0,2 h 279,53
BPF01 8,6 ± 2,0 12,4 ± 1,7 515,7 ± 6,6 h 98,68 ± 0,6 h 485,19
BPF02 5,4 ± 0,6 5,7 ± 0,3 75,2 ± 1,6 cd 96,35 ± 0,7 h 679,21
BPF03 6,1 ± 0,4 6,2 ± 0,5 142,3 ± 8,1e 95,82 ± 0,4 h 533,89
BPF05 5,8 ± 0,3 5,8 ± 0,5 83,4 ± 0,4 d 98,01 ± 1,7 h 368,25
GPF05 7,1 ± 1,2 7,0 ± 0,7 257,8 ± 41,4 f 96,94 ± 1,4 h 248,16
MPF01 4,0 ± 0,3 4,1 ± 0,3 32,7 ± 1,5 ab 80,59 ± 0,1 a 1242,60
MPF02 3,5 ± 0,04 3,7 ± 0,8 23,1 ± 1,5 a 85,11 ±1,8 cd 341,05
MPF03 4,2 ± 0,4 4,9 ± 0,4 52,0 ± 1,8 abcd 92,15 ± 1,0 f 711,17
GPG02 2,8 ± 0,4 6,2 ± 0,5 32,5 ± 1,83 ab 89,91 ± 1,2 ef 572,71

a,b,c,d,e,f,gh letras iguais não apresentam diferenças estatisticamente significativas (P>0,05)

FONTE: A autora

Microalgas de tamanho maior tendem a sedimentar mais rápido, enquanto 

que as menores ficam mais tempo em suspensão (BARROS et al., 2015). Na 

figura 5 é mostrada uma correlação entre a porcentagem de eficiência de 

sedimentação e o biovolume das microalgas estudadas. Pode-se observar que 

existe certa correlação positiva entre as duas variáveis, embora baixa, porque a 

sedimentação das microalgas depende também da viscosidade final do meio de 

cultivo, e da densidade das células, que depende da composição e tamanho 

celular. Microalgas com alto conteúdo protéico, por exemplo, sedimentam mais 

rapidamente devido à maior densidade (MILLEDGE e HEAVEN, 2013).

A importância de estudar as caraterísticas físicas das microalgas reside em 

que a seleção de um método de colheita é muito importante para a economia da 

produção de biomassa, já que a recuperação pode compor 20 a 30% do custo 

total da produção (RAWAT et al., 2011). O tamanho, biovolume ou densidade 

celular podem ser usados como critérios de seleção de linhagens.
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FIGURA 5. CORRELAÇAO ENTRE EFICIENCIA DE SEDIMENTAÇÃO E BIOVOLUME DE
CÉLULAS
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As linhagens isoladas apresentaram eficiências na sedimentação em 4 h 

entre 80 e 99%, ou seja, uma velocidade média de sedimentação superior a 

0,2cm/h. Isso significa que são todas de centrifugação relativamente fácil. As 

linhagens que apresentam maiores eficiências em sedimentação foram 

Monoraphidium FPA01, BPF01, Scenedesmus BPA01, BPF05 e JPF01 com 

eficiências de 99,0 98,6, 98,0, 98,0 e 97,9%, respectivamente. YU et al., (2012) 

estudaram as caraterísticas da linhagem Monoraphidium sp. FXY-10 para a 

produção de biodiesel, com uma concentração de biomassa de 0,21 g/l 

determinaram a eficiência de sedimentação às 4 e 24 horas apresentando uma 

eficiência de 50 e 85%, respectivamente. DO NASCIMENTO et al., (2012) 

determinaram a eficiência de sedimentação nas mesmas condições usadas no 

presente estudo para a bioprospecção de microalgas oleaginosas. 

Pseudokirchneriella sp. C1D (concentração de biomassa 0,45 g/l) e Scenedesmus 

C1S (concentração de biomassa 0,44 g/l) apresentaram eficiências de 60% e 99% 

respectivamente.

Dos métodos para a lise celular de microalgas, a homogeneização a alta 

pressão, apresenta eficiente rompimento de parede celular comparado a outros 

métodos (SCHWEDE et al., 2011; GÜNERKEN et al., 2015). A eficiência de
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rompimento varia com a pressão aplicada, sendo que o número de células 

remanescentes segue um decaimento exponencial. Para uma comparação direta 

entre microalgas, determinou-se a pressão capaz de romper 50% das células 

(PRC5 0). Os valores obtidos estiveram na faixa entre 190 e 1243 atm com uma 

concentração de células entre 0,02 e 0,03% (p/v). As microalgas que 

apresentaram as menores PRC50 foram Chlorella FPF01, GPF05, Scenedesmus 

BPA01, com valores de 193,7, 248,1 e 258,3 atm, respectivamente, enquanto as 

microalgas com maiores PRC50 foram MPF01, MPA03 e Scenedesmus NPP01 

com valores de 1242,6, 1077,17 e 1012,64 atm, respectivamente.

SAMARASINGHE et al., (2012) avaliaram o rompimento celular por alta 

pressão de Nannochloris oculata a 4 pressões (680, 1360, 2041 e 2721 atm), com 

6 ciclos e 0,015% de células. A pressões de 680 e 1360 atm com 1 ciclo de 

rompimento, 20 e 50% de células respetivamente, foram lisadas. Por outro lado, 

HALIM et al., (2012) estudaram a eficácia de vários métodos de rompimento 

celular, entre eles o rompimento com alta pressão. Através das reduções na 

contagem de células em Chlorococcum sp, usando pressões de 493 e 838 atm, se 

obteve lise celular de aproximadamente 60 e 45%, respectivamente.

A diversidade na resposta de cada uma das espécies, pode ser atribuída às 

diferenças na composição e espessura da parede celular das espécies estudadas 

(HALIM et al., 2013). Este estudo é um dos poucos estudos que utiliza o grau de 

rompimento de microalgas como um critério de engenharia para a avaliação do 

potencial de uso de novas linhagens. Note-se ainda que apesar de não haver 

equivalência direta nas condições de rompimento para diferentes equipamentos, a 

facilidade relativa de rompimento independe de método, e sim de características 

da célula.

4.3. DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS DE CRESCIMENTO

A velocidade específica de crescimento (Mmax) e concentração de biomassa 

gerada (X), são apresentados na figura 5. Todos os parâmetros de crescimentos 

foram avaliados após 15 dias de cultivo.
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A velocidade específica de crescimento para as linhagens avaliadas esteve na
a

faixa de 0,03 e 0,26 dia-1. Os valores mais altos foram atingidos por as linhagens 

MPF01, MPA01, MPA02, BPF01, Scenedesmus NPP01, JPF01 e 

Chlamydomonas BPP02 (0,26, 0,14, 0,13, 0,12, 0,11, 0,11 e 0,10 dia-1, 

respectivamente), consequentemente os menores tempo de duplicação são para 

MPF01 e MPA01 com 2,7 e 4,7 dias, respectivamente.

A concentração da biomassa das linhagens testadas esteve na faixa de 

0,02 e 0,24 g/l, e a produtividade da biomassa esteve na faixa de 1,3 - 16 mg/l/dia. 

As linhagens que apresentaram maior concentração de biomassa e 

consequentemente maior produtividade foram BPF03, BPF05, Monoraphidium 

FPA01 e Scenedesmus NPP01.

FIGURA 6. VELOCIDADE ESPECIFICA DE CRESCIMENTO (dia-1) E CONCENTRAÇÃO DE
BIOMASSA (g/l)
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letras iguais não apresentam diferenças estatisticamente significativas (P>0.05)

Na literatura são apresentadas concentrações de biomassa maiores do que 

as reportadas no presente estudo, pois aqui o objetivo principal foi comparar as 

diferentes caraterísticas entre as linhagens, e para isso, todas as cepas foram 

cultivadas sob uma condição padrão, sem otimização individual. A velocidade de 

crescimento específico de microrganismos pode ser afetada por muitos fatores,
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como nutrientes, temperatura, intensidade luminosa, ciclo luz/escuro, 

enriquecimento de CO2 entre outros (LI et al., 2015). Isso pode diminuir as 

velocidades de crescimento de algumas cepas e resultar em pequenas diferenças 

entre elas. ABDELAZIZ et al., (2014) realizaram um estudo para bioprospecção de 

microalgas para o tratamento de águas residuais e produção de biodiesel, com 

linhagens isoladas que atingiram de 0,3 a 1,3 g/l, com agitação constante de 120 

rpm, 20°C, com uma intensidade de luz de 96,3 pmol m"2s_1 usando um fotoperíodo 

de 12 h de luz: escuro durante 14 dias. CHAICHALERM et al., (2012) isolaram e 

identificaram microalgas de habitat naturais da Tailândia alcançando de 0,5 a 0,8 

g/l de biomassa em meio BG11, com uma intensidade de luz de 80 pmol m"2s"1 e 

aeração de 1 vvm (450 ml/min) durante 15 dias. Em condições de cultivo 

melhoradas, a agitação mecânica poderia melhorar a produtividade das 

microalgas, e consequentemente os parâmetros de crescimentos dos isolados.

TABELA 17. PARÂMETROS DE CRESCIMENTO DAS LINHAGENS ISOLADAS.

Isolado Td (dia) Q (mg/l/dia) Yx/N (g x/g N)
BPP02 6,7 TS 8,00 b 0,82
NPP01 5,9 gh 13,33 ef 1,87
NPP02 g 2°de 8,00 b 1,38
FPA01 9 4 cde 14,00 fg 3,31
BPA01 9 5 bcde 11,33 def 1,64
MPA01 4,7 ij 9,33 bcd 3,94
MPA02 5,2 hi 10,67 cde 5,33
MPA03 10,4 bc 9,33 bcd 2,91

DLMN01 24,0 a 8,00 b 1,60
FPF01 13,1 ab 9,33 bcd 1,54
JPF01 6,0 gh 8,67 bc 1,59
BPF01 5,8 gh 10,0 bcd 1,95
BPF02 9,4 cde 12,00 def 3,00
BPF03 7,3 efg 16,00 s 2,04
BPF05 7,5 def 16,00 S 4,09
GPF05 7,3 efg 2,67 a 0,65
MPF01 ro V

i 10,00 bcd 4,72
MPF02 10,3 bcd 10,00 bcd 6,69
MPF03 10,3 bcd 10,67 cde 3,90
GPG02 22,0 a 1,33 a 0,28

a,b,cd,e,f,g,h,i,j letras iguais não apresentam diferenças estatisticamente significativas (P>0,05)

As microalgas que atingiram o maior rendimento de biomassa foram as 

MPF01 e MPF02, obtendo valores de 0,28 e 6,69 (g de biomassa /g de N) 

respectivamente (TABELA 17) para o meio BG11 estudado, que apresenta 1,5 g/l
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de NaNO3. LI et al., (2008), apresenta rendimentos de biomassa de 12,08 e 13,43 

(g de biomassa/g de N), quando empregou um meio com 1,7 e 1,3 g/l de NaNO3 

respectivamente, para cultivos de Neochloris oleoabundans. Tendo em conta os 

parâmetros de crescimento avaliados, as linhagens que se destacam para 

produção de cultivos de microalgas são MPF01, pois apresenta uma alta
A

velocidade especifica de crescimento (0,26 dia"1) com respeito as outras 

linhagens, além de atingir uma concentração de biomassa média e apresentar alto 

rendimento de biomassa. Outras linhagens que se destacam são BPF03 e BPF05 

por alcançarem a maior concentração de biomassa entre as linhagens testadas 

(0,24 g/l), MPA01, MPA02 e Scenedesmus NPP01 por apresentar uma velocidade 

específica de crescimento média comparada com as linhagens testadas, e uma 

concentração de biomassa média. As concentrações máximas de biomassa 

relativamente baixas indicam que, ao final do cultivo, havia nutrientes e luz 

suficientes para crescimento celular, e por tanto as amostras que seguiram para 

análise química foram representativas das espécies em crescimento vegetativo.

4.4. DETERMINAÇÃO DO POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO

4.4.1. Lipídeos

Nas condições de estudo, com meio BG11 (rico em nitrogênio e fósforo), o 

teor lipídico das microalgas esteve na faixa entre 1,7 e 8,8%. Essa faixa é 

comparável com o estudo feito por DO NASCIMENTO et al., (2012), onde 

determinou-se o conteúdo de lipídeos em meio BG11 de 21 linhagens de 

microalgas, encontrando a faixa de 2 a 35% de lipídeos. Por outro lado, LI et al., 

(2015) selecionou 37 linhagens de microalgas dentre 1200 candidatos isolados ao 

longo de alguns anos, com conteúdos de lipídeos entre 6 e 42%.

As microalgas que apresentaram maior quantidade de lipídeos foram 

Monoraphidium FPA01, BPF03 e BPF05 com 8,8, 8,8 e 8,6%, respectivamente 

(controle de FIGURA 6).
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Segundo os critérios determinados para microalgas oleaginosas, as 

microalgas isoladas não apresentaram conteúdo de lipídeos altos (>20%). Isso 

pode ser explicado, por que sob condições ótimas de crescimento, as microalgas 

produzem altas quantidades de biomassa, mas não substâncias de reserva -  

portanto, possuem relativamente baixo teor de lipídeos (TAN e LEE, 2016). 

Justamente por isso, as microalgas isoladas neste estudo foram submetidas a 

ensaios de estresse por maior intensidade luminosa, estresse osmótico e limitação 

de nitrogênio, pois a acumulação de lipídeos é influenciada por fatores de 

estresse. Os resultados de teores lipídicos em todas as condições são 

apresentados na FIGURA 8 e 9.

FIGURA 7. CONTEÚDO LIPÍDICO DAS LINHAGENS ISOLADAS COM E SEM ESTRESSE.
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Todas as microalgas avaliadas apresentaram aumento na porcentagem de 

lipídeos com respeito as amostras avaliadas em condições normais (sem 

estresse). A faixa no teor lipídico nestas novas condições esteve entre 9 e 33,4%, 

comparável com os resultados obtidos por DO NASCIMENTO et al., (2012), onde 

as microalgas submetidas a estresse com limitação de nitrogênio apresentaram 

maior conteúdo de lipídeos comparado com as amostras sem limitação. Isto
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acontece por que, se o nitrogênio é limitado com respeito a outros elementos, a 

fotossínteses continua, mas se sintetizarão uma quantidade pequena de 

compostos ricos em nitrogênio, e em maior proporção, pigmentos e compostos 

ricos energeticamente como lipídeos e carboidratos (BENAVENTE-VALDÉS et al.,

2016).

As microalgas expostas a estresse osmótico também apresentaram 

aumento na quantidade de lipídeos. Quando as microalgas são expostas a 

ambientes salinos, a recuperação da pressão do turgor faz que o acúmulo de 

compostos resistentes à osmose sejam desencadeados, assim, o estresse de 

salinidade resulta em incremento no conteúdo lipídico (ZHU et al., 2016).

FIGURA 8. CONCENTRAÇÃO CELULAR (cel/ mL) DE MICROALGAS SEM ESTRESSE

CELULAR
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Finalmente, as microalgas submetidas a uma intensidade luminosa maior
“2 1 r r(87,5 gmol m s )  apresentaram maior conteúdo de lipídeos comparada com as 

condições sem estresse. O regime de luz determina a quantidade e qualidade da 

energia luminosa disponível para as atividades metabólicas dos organismos 

fotossintéticos (BENAVENTE-VALDÉS et al., 2016), e os lipídeos são substâncias 

de armazenamento de energia, o que poderia explica esse comportamento 

(KHOTIMCHENKO e YAKOVLEVA, 2005).
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As respostas químicas ao estresse celular podem ser benéficas na 

produção de determinados metabólitos de interesse, porém, também podem ter 

incidência negativa nos parâmetros do crescimento do microrganismo (TAN e LEE 

et al., 2016). Na Figura 7, é mostrado o comportamento das microalgas durante os 

7 dias nas diferentes condições de estresse celular. Com respeito às condições 

sem estresse, a tendência das microalgas com estresse osmótico é de diminuir a 

concentração celular, enquanto com estresse luminoso e com limitação de 

nitrogênio houve aumento da concentração celular. Neste sentido, possivelmente 

as condições de alta intensidade luminosa e limitação de nitrogênio não 

representaram situação de estresse para a maioria das microalgas testadas. 

Considerando a condição normal testada (meio BG11), ricas concentrações de 

nitrogênio poderiam causar uma inibição de divisão celular para algumas espécies 

de microalgas (WANG et al., 2016).

Considerando o interesse de encontrar linhagens lipídicas e ao mesmo 

tempo com alta velocidade de crescimento, as condições de estresse por alta 

intensidade luminosa e estresse por limitação de nitrogênio representam pontos 

de partida para futuros trabalhos na exploração das linhagens isoladas.

É importante destacar que linhagens como Monoraphidium FPA01, DLMN, 

Chlorella FPF01, JPF01 apresentaram conteúdo de lipídeos superior a 20% com 

estresse por intensidade luminosa e limitação de nitrogênio, enquanto BPF01, 

MPF02, e GPG02 apresentaram teor de lipídeos superior a 20%, apenas quando 

foram submetidas a estresse por alta intensidade luminosa.
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FIGURA 9. CONCENTRAÇÃO CELULAR (cel/ mL) DE MICROALGAS COM ESTRESSE
CELULAR

4 e + 7

3 e + 7  -

_ÇD

<D
2 e + 7O!(DO

CD

o  1 e + 7  o
o

4 e + 7

3 e + 7

CD
2 e + 7O

*03Ocç
-I—<
<D

5  1 e + 7
OO

4 e + 7

^  3 e + 7  -

CD
2 e + 7O

*03O
03

hlL̂ ir J 1 àú, L -

IrilUfinta 1 IILi l l  MU Aï

8  1 e + 7oO
ill

O 2 4

T e m p o  (d ia s )

MF1 FOI 
MPA02 
MPF02 - 
BPA01 - 
BPF02- 
El PA01 - 
FPF01 - 
JPF01 - 
GPF05 - 
GPG02

- MPAÜ1
- MPAÛ3
- MPF03
- BPF05
- BPF03
- El F1 FOI DLMN01 
BPP02

- NPP02
- NPP01

6 8

a) Microalgas com estresse por intensidade luminosa, b) estresse osmótico e c) estresse por
limitação de nitrogênio.
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Na figura 10 apresenta-se o conteúdo de proteínas das microalgas isoladas. 

O teor protéico esteve na faixa de 28,9 e 63,8%. Em geral, o teor de proteínas nas 

microalgas isoladas foi alto; a linhagem com maior composição protéica foi 

Scenedesmus NPP01 (63,8%), seguido pelas linhagens MPF01 e BPF05, com 

47,2 e 46,8% de proteína, respectivamente.

FIGURA 10. COMPOSIÇÃO PROTEICA DAS MICROALGAS ISOLADAS.
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Microalgas como Scenedesmus obliquus, Chlorella vulgaris, Spirulina 

maxima e Spirulina platensis apresentam teor protéico entre 50-56%, 51-58%, 60­

71% e 46-63%, respectivamente, e são as microalgas mais usadas para a 

produção de proteína em escala industrial (BECKER, 2007). DUONG et al., (2015) 

isolaram microalgas da região norte de Austrália com potencial para a produção 

de biodiesel e alimentação animal, onde Scenedesmus sp. NT1d e Scenedesmus 

dimorphus sp. NT8c apresentaram conteúdo de proteínas de 22 e 32% 

respectivamente. As microalgas apresentam boas propriedades nutricionais,
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funcionais e tecno-funcionais comparadas com concentrados protéicos 

convencionais (BARKA e BLECKER, 2016)

É importante ter consideração que o meio rico em nitrogênio, apresenta 

uma influência positiva na produção de proteína. Neste estudo o meio BG11, pode 

favorecer a produção destes compostos, e consequentemente, gerar uma baixa 

produção de lipídeos (Seção 4.4.1). ORDOG et al., (2012) estudaram as 

mudanças na composição de lipídeos, proteínas e pigmentos influenciada por o 

conteúdo de nitrogênio, concluindo que a limitação de nitrogênio diminuía a 

composição protéica das microalgas. Em geral, a estocagem de lipídeos, 

proteínas e carboidratos permitem às microalgas se adaptar às mudanças 

ambientais (MARKOU et al., 2012).

Por outro lado, a produção de proteína a partir de nitrogênio inorgânico é de 

importância nutricional possivelmente maior que a de produção de 

biocombustíveis. Considerando que para produzir proteína animal é necessária 

proteína vegetal geralmente derivada de soja, forragens e cereais, verifica-se 

entre as microalgas isoladas um possível potencial para uso em nutrição animal.

4.4.3. Carboidratos

A faixa na composição dos carboidratos das microalgas estudadas foi de 

14,9 a 33,6% (FIGURA 11). Esta faixa coincide com os teores de carboidratos de 

microalgas como Scenedesmus obliquus, Chlorella sorokiniana, Scenedesmus 

sp., Pseudokirchneriella sp. com conteúdo de carboidratos de 23,2, 22,2, 29,1 e 

22,0%, respectivamente (DO NASCIMENTO et al., 2012). Assim mesmo, Chlorella 

vulgaris e Chlorococcum sp, apresentam teor de carboidratos de 37 e 26% (CHEN 

et al., 2013).

A produção de carboidratos nas microalgas está relacionada com a 

formação de componentes estruturais da parede celular e estocagem de 

compostos de no interior das células (MARKOU et al., 2012). Trata-se de 

compostos de reserva que podem ser processados em biocombustíveis ou outras 

biomoléculas, especialmente em um processo de biorrefinaria. Segundo CHEN et
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al., (2013) as espécies de Chlorella, Scenedesmus e Chlamydomonas são 

candidatos apropriados para a produção de carboidratos para alimentação animal.

FIGURA 11. COMPOSIÇÃO DE CARBOIDRATOS DAS MICROALGAS ISOLADAS.

35 - 

30

cn
B 25 H<o

o  20 -
- Q

COO 15 

10 - 

5 

0

I

^  <r ^  <&< <&< <n <n <n <n <P <r- ^

mesma letra não apresenta diferença estatisticamente significativa, mas apresenta com as

outras linhagens (P>0.05)

4.4.4. Carotenoides totais

As microalgas são reconhecidas como uma fonte natural de carotenoides 

(GONG e BASSI, 2016). No presente estudo, o teor nos carotenoides esteve na 

faixa de 1,4 e 4,2 mg/g (FIGURA 12). Segundo MATA-GÓMEZ et al., (2014), esta 

faixa é de alta quantidade de carotenoides (> 0,5 mg/g), porém linhagens usadas 

industrialmente apresentam microalgas carotenogênicas com conteúdo de entre 1 

e 14 mg/g (CARVALHO et al., 2014).

As microalgas que apresentaram maior conteúdo de carotenoides foram as 

Chlorella FPF01 e GPF05 com 4,1 e 4,2 mg/g, respectivamente. Estes resultados 

são similares aos obtidos por MAADANE et al., (2015) que relataram conteúdo de 

carotenoides totais de alguma espécies como Isochrysis sp.(6,1 ± 1,7 mg/g), 

Phaeodactylum tricornutum (6.3 mg/g) e Tetraselmis sp. (4,5 ± 0,9 mg/g), e 

conteúdos mais baixos de Navicula sp. e Chlorella sp.(0,374 ± 0,41 e 0,3 ± 0,4 

mg/g), respectivamente. KUMAR et al., (2015) determinaram o conteúdo de
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carotenoides totais em espécies selvagens de clorófitas obtendo uma faixa de 

0,06 e 1,7 mg/g.

Considerando que esses teores de carotenoides foram encontrados nas 

microalgas em condições vegetativas, é possível que entre os isolados haja 

potenciais produtores de carotenoides em maiores concentrações -  trabalhos 

futuros devem ser realizados para investigar o efeito de stress osmótico ou alta 

irradiação no teor de carotenoides da biomassa, começando com as linhagens 

FPA01, FPF01 e GPF05.

FIGURA 12. COMPOSIÇÃO DE CAROTENOIDES NAS MICROALGAS ISOLADAS.
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4.4.5. Cinzas

As microalgas isoladas apresentaram conteúdos de cinzas entre 4,0 e 15,9% 

(FIGURA 13). Estes resultados concordam com os reportados por COSTARD et 

al., (2012), que apresentaram conteúdos entre 9,8 e 11,9% para microalgas 

isoladas da costa brasileira. KENT et al., (2015) apresentam porcentagens de 

cinzas de 5,71 e 7,02% para Chlorella sp. e Spirulina sp., respetivamente.
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FIGURA 13. COMPOSIÇÃO DE CINZAS NAS MICROALGAS ISOLADAS.
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Além de carboidratos, proteínas e lipídios, o conteúdo de cinzas é um 

parâmetro importante para avaliar a eficiência de cultivo de microalgas como 

matéria-prima (LIU et al., 2015). O conteúdo de excessivo de cinzas em alimentos 

é geralmente indesejável (KENT et al., 2015), porém, nas microalgas isoladas no 

presente trabalho, o conteúdo de cinzas é comparável com alimento vegetais, que 

apresentam teores de cinzas na faixa de 5 e 10% (matéria seca) (RUPÉREZ, 

2002).

4.5. SELEÇÃO DE MICROALGAS COM POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO

4.5.1. Microalgas lipídicas

Microalgas consideradas lipídicas normalmente possuem teor de lipídeos 

mais baixo em condições vegetativas, e passam por uma etapa de lipogênese 

com aporte de carbono para aumentar o teor lipídico, após uma etapa de 

crescimento da população. No presente trabalho, quando as condições de 

crescimento foram modificadas (tentativa de estresse celular) houve um notável 

aumento no teor lipídico; neste sentido, o critérios para a seleção de microalgas 

lipídicas foi o teor lipídico em condição de estresse por intensidade luminosa e
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limitação de nitrogênio e a velocidade especifica de crescimento nas condições de 

estresse. Distinguiram-se dois grupos: microalgas com porcentagem de lipídeos 

>20% e outro grupo que apresenta teor lipídico entre 18 e 19%, este último grupo 

são microalgas que poderiam ser exploradas por seu alto teor que apresentam 

outras caraterísticas de interesse (TABELA 18).

TABELA 18. CLASSIFICAÇÃO DE MICROALGAS LIPIDICAS EM CONDIÇÕES DE ESTRESSE.
1

Grupo Isolado % Lipídeos m (dia- )*
IL LN IL LN

Monoraphidium FPA01 25 22 0,12 0,12
Grupo 1: Microalgas DLMN01 25,7 22 0,23 0,2

com teor lipídico Chlorella FPF01 20,6 21,5 0,22 0,23
>20% JPF01 20,2 20,3 0,22 0,27

BPF01 25,9 0,22
MPF02 31,4 0,19
GPG02 20,6 0,18

Grupo 2: Microalgas Scenedesmus NPP01 18,9 0,17
com teor lipídico entre BPF03 19,5 0,09

1 8 e 19% BPF01 19,7 0,22
*Velocidade especifica de crescimento nas condições de estresse, para estresse por intensidade 

luminosa (IL) e estresse por limitação de nitrogênio (LN).

Note-se que as condições de crescimento mudaram com a tentativa de 

estresse: observou-se uma tendência de aumento na velocidade de crescimento 

com estresse por intensidade luminosa e limitação de nitrogênio. Estes 

parâmetros são importantes para inferir as linhagens com potencial para a 

exploração dos lipídeos. Nesse sentido, as microalgas destacadas (em negrito) 

além dos lipídeos, apresentam altas velocidades específicas de crescimento e 

concentração de biomassa com respeito às outras linhagens estudadas (FIGURA 

6).

4.5.2. Microalgas proteicas

Todas as microalgas isoladas apresentaram alto teor proteico superior a 

20%, considerado como proteico, porém se selecionaram 4 microalgas com 

conteúdos de proteínas superiores a 40% (TABELA 19), divididas em 2 grupos: 

microalgas com conteúdo de proteínas entre 40 e 60% e outro grupo com 

microalgas com conteúdo de proteínas maior que 60%. Além do teor protéico, se
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avaliou a velocidade específica de crescimento e a concentração de biomassa 

como parâmetros importantes para sugerir as microalgas com potencial protéico.

TABELA 19. CLASSIFICAÇÃO DE MICROALGAS PROTÉICAS.

Grupo Isolado %Protemas M (dia-1) Xmax
(g/l)

Eficiência 
Sed. 4 h

PRC50
(atm)

Grupo 1: >60%
Scenedesmus

NPA01
63,8 0,12 0,20 81,2 1012,6

Grupo 2: MPF01 47,2 0,26 0,15 80,6 1242,6
Microalgas 
com teor BPF05 46,8 0,09 0,24 98,5 368,2

proteico entre 
40 e 60% BPF03 42,3 0,09 0,24 95,8 533,8

A microalga Scenedesmus NPA01 foi melhor classificada em relação ao 

alto teor protéico, enquanto que as microalgas MPF01, BPF05 e BPF03 foram 

classificadas no grupo 2 e apresentaram caraterísticas sobressaídas tanto na 

velocidade específica de crescimento, quanto na concentração de biomassa.

4.5.3. Microalgas com alto conteúdo de carboidratos

Microalgas com alto conteúdo de carboidratos foram classificaram na TABELA 20, 

em 2 grupos: grupo 1 >30% no teor de carboidratos e grupo 2 entre 20 e 30%.

TABELA 20. CLASSIFICAÇÃO DE MICROALGAS POR SEU ALTO TEOR DE CARBOIDRATOS.

Grupo Isolado %
Carboidratos

M (dia-1) Xmax
(g/l)

Eficiência 
Sed. 4 h

PRC50
(atm)

Grupo 1: >30%
JPF01 33,6 0,11 0,13 97,9 279,5

MPF01 31,0 0,26 0,14 80,6 1242,6
BPF01 23,0 0,12 0,15 98,6 485,2

Grupo 2: entre 
20 e 30%

BPF03 22,1 0,09 0,24 95,8 533,8

Monoraphidium
BPA01

21,1 0,07 0,20 99,0 336,9

É importante destacar que as linhagens JPF01 e MPF01 apresentaram maior 

conteúdo de carboidratos, assim como melhores caraterísticas nos parâmetros de
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crescimento. O grupo 2 apresenta um importante conteúdo, mas ainda pode ser 

explorado otimizando as condições de crescimento.

4.5.4. Microalgas com potencial carotenogênico

As microalgas com potencial carotenogênico são mostradas na TABELA 21. 

Segundo os critérios estabelecidos todas as microalgas apresentaram conteúdos 

altos de carotenoides totais, porém destacaram-se as que apresentam maior 

quantidade de carotenoides totais (> 3,0 mg/g) contrastado com os parâmetros de 

crescimento.

As microalgas GPF05 e Chlorella FPF01 apresentaram os maiores 

conteúdos de carotenoides, porém, apresentam parâmetros de crescimento baixos 

para as condições de crescimento testadas. Monoraphidium FPA01 e JPF01, 

apresentaram importante conteúdo de carotenoides contrastados com bons 

parâmetros de crescimento.

A linhagens Monoraphidium FPA01, JPF01 e Scenedesmus NPA01 foram 

as linhagens destacadas: Monoraphiudium na produção de lipídeos, carboidratos 

e carotenoides, JPF01 na produção de lipídeos, carboidratos e carotenoides e 

Scenedesmus NPA01 na produção sobressaída de proteínas com produção 

considerável de biomassa. Adicionalmente, a microalga BPF03, destacou-se na 

produção de lipídeos, proteínas e carboidratos.

TABELA 21. CLASSIFICAÇÃO DE MICROALGAS COM POTENCIAL CAROTENOGÊNICO.

Isolado Carotenoides 
totais (mg/g)

M (dia-1) Xmax (g/l) Eficiência 
Sed. 4 h

PrC50
(atm)

GPF05 4,2 0,10 0,04 96,9 248,1
Chlorella FPF01 4,1 0,05 0,14 88,3 193,7

Monoraphidium FPA01 3,8 0,07 0,20 99,0 336,9
JPF01 3,6 0,11 0,13 97,9 279,5
BPF05 3,4 0,09 0,24 98,8 368,2
GPG02 3,4 0,03 0,01 89,9 336,9
MPA02 3,1 0,13 0,16 90,7 453,6
MPA03 3,0 0,07 0,14 84,0 1077,1
MPF03 3,1 0,07 0,16 92,1 711,1
BPF03 3,0 0,10 0,24 95,8 533,9
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As eficiências de sedimentação forma altas para todas as microalgas 

selecionadas em relação a cada parâmetro químico, mas há importante diferença 

na facilidade de rompimento. Este último parâmetro deve ser considerado, porque 

afeta os processos de downstream.
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5. CONCLUSÕES

Das 31 microalgas isoladas, 20 foram caracterizadas física e quimicamente 

quanto a seu teor lipídico, carboidratos, proteínas, carotenoides, tamanho, pressão 

para rompimento de 50% das células, e eficiência de sedimentação, em meio 

BG11.

As condições de estresse por intensidade luminosa e limitação de nitrogênio 

testadas no presente estudo não significaram estresse celular para as microalgas 

testadas, pelo contrário se evidenciou um aumento na concentração celular com 

respeito ao meio sem estresse. Na condição de estresse osmótico, foi mostrada 

uma tendência das microalgas a diminuir a concentração celular.

Todas as linhagens testadas ao serem submetidas a estresse por intensidade

luminosa, osmótica e limitação de nitrogênio aumentaram o teor lipídico.

Em condições normais de crescimento (sem estresse), as linhagens isoladas 

não apresentaram conteúdo de lipídeos comparáveis com microalgas lipídicas 

(>20%). As microalgas Monoraphidium FPA01 e JPF01, apresentaram potencial 

como microalgas lipídicas em condições de estresse por alta luminosidade e 

limitação de nitrogênio. As microalgas JPF01 e MPF01 apresentaram potencial 

para produção de carboidratos. Já Scenedesmus NPA01 e MPF01 apresentaram 

alto teor proteico (63%), com potencial como microalgas proteicas.

As microalgas Monoraphium FPA01, JPF01, BPF03 apresentaram

versatilidade por que apresentaram potencial em vários parâmetros químicos 

avaliados.

Para varredura rápida de linhagens é importante considerar como parâmetros 

principais os químicos como a porcentagem de lipídeos, carboidratos e proteínas 

ao mesmo tempo que a cinética de crescimento e produção de biomassa. 

Parâmetros físicos como tamanho, biovolume, eficiência de sedimentação e 

pressão de rompimento, poderiam considerar-se parâmetros secundários para 

potencializar ainda mais a procura de linhagens promissoras.
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6. PERSPECTIVAS FUTURAS

A bioprospecção em si mesma tem como objetivo abrir um campo de estudos 

que se desconhece. Neste caso, das microalgas testadas em determinadas 

condições, se selecionaram algumas com potencial biotecnológico em diferentes 

áreas.

Num primeiro momento, sugere-se a exploração das linhagens sugeridas 

dentro de cada grupo (microalgas lipídicas, carotenogenicas, proteicas e com teor 

de carboidratos). Nessa avaliação, explorar o comportamento dos lipídeos e 

carotenoides em estresse resulta importante.

Outro campo de estudo é a otimização de meios, procurando aumentar a 

produtividade de biomassa e metabolitos, assim mesmo, o estudo morfológico e a 

identificação por biologia molecular para as linhagens sobressaídas.
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8. ANEXOS
8.1. ANEXO 1. MEIOS DE CRESCIMENTO DE MICROALGAS

TABELA 22. MEIO BRISTOL MODIFICADO (BRISTOL) SEM MICRONUTRIENTES (WONG, 2000)

 Reagente*
NaNO3 

CaCl2.2H2O 
MgSO4 .7H2O 

K2HPO4 

KH2PO4 

NaCl 
Água destilada

TABELA 23. MEIO BRISTOL MODIFICADO (MBB) (WONG, 2000)

Reagente Quantidade (g/l)
NaNO3 0,25

CaCl2 .2 H2O 0,025
MgSO4.7H2O 0,075

K2HPO4 0,075
KH2PO4 0,17

NaCl 0,025
Solução de micronutrientes* 1 0  ml

Água destilada 990 ml
*Solução de Micronutrientes

Reagente Quantidade (mg/l)
EDTA.Na2 540

FeCl3 .6 H2O 500
CaCl2 .6 H2O 26,55
CoI2 .6 H2O 0 , 0 2

CuSO4.5H2O 0 , 0 1

MnCl2.4H2O 0,3
Na2MoO4.2 H2O 0,05
ZnSO4.7H2O 0,04

Água destilada 1 0 0 0  ml

TABELA 24. MEIO ES MODIFICADO (SAG). 

Reagente*

KNO3 

K2HPO4 

MgSO4.7H2O 
Água destilada

*Meio sem micronutrientes e sem extrato de solo

Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

1 20
0 , 1 20
0 , 1 20

940

Quantidade (g/L)
0,25 

0,025 
0,075 
0,075 
0,17 

0,025 
1000 ml
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TABELA 25. MEIO BG11 (SAG)

Solução stock Volume em
(g/100 ml)______ solução (ml)

NaNO3 15 10
K2HPO4. 3H2O 0,4 10
MgSO4.7H2O 0,75 10
CaCl2.2H2O 0,36 10
Acido cítrico 0,06 10

Citrato de amónio férrico 0,06 10
EDTA 0,01 10

Na2CO3 0,2 10
Solução de micronutrientes* 1

Água destilada
*Solução de 

Reagente

919
micronutrientes

Quantidade (mg/l)
H3BO3 61,0

MnSO4.H2O 169,0
ZnSO4.7H2O 287,0
CUSO4.5 H2O 2,5

(NH4)aMo7O24.4H2O 12,5
Água destilada 1000 ml

TABELA 26. MEIO DIAT. (SAG)

Reagente* Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

Ca(NO3)2 0,2 20
K2HPO4 0 , 1 10

MgSO4.7H2O 0 , 1 25
Na2CO3 0 , 1 20

Na2SiO3.9H2O 0 , 1 50
Fe-citrato 0 , 1 10

Acido cítrico 0 , 1 10
Extrato de solo** 30

Solução de micronutrientes*** 5
Água destilada 820

***Solução de 
Reagente

micronutrientes 
Solução stock 

(g/100ml)
Volume em 
solução (ml)

ZnSO4.7H2O 0 , 1 1
MnSO4.4H2O 0 , 1 2

H3BO3 0,2 5
Co(NO3)2.6H2O 0,02 5
Na2MoO4.2H2O 0,02 5
CuSO4.5H2O 0,0005 1

Água destilada 981
FeSO4.7H2O 0,7 g

EDTA (Triplex III, Merck) 0,8 g
*Foi adicionado 1 ml de solução de Tiamina (0,1g/100ml)
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*Extrato de solo: O extrato foi preparado seguindo as instruções de SAG. Se escolheu um 
solo com baixa quantidade de húmus e baixo teor de arcila. Em um erlermeyer de 6 L se 
agregou o solo (terceira parte do recipiente) e se adicionou água até 5 cm acima do solo, 
posteriormente, se esterilizou durante 1 hora, duas vezes, com intervalos de 24 h. A 
solução foi filtrada e centrifugada. O extrato foi distribuído em frascos e autoclavado 
durante 15 min a 121°C e armazenado na geladeira.

TABELA 27. MEIO B (SAG).

Reagente Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

NH4Cl 0,4 20
K2HPO4 0,1 10

MgSO4.7H2O 0,1 20
CaSÜ4 Solução saturada 10

Acetato de Sodio 1 10
Asparagina 1 50

Solução de micronutrientes* 5
Água destilada 875

*A solução de micronutrientes usada foi a mesma do meio Diat.

TABELA 28. MEIO 1/2SWES (SAG).

Reagente Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

KNOa 1 20
K2HPÜ4 0,1 20

MgSO4.7H2O 0,1 20
Extrato de solo* 30

Solução de micronutrientes** 5
Água destilada 450

Água marinha*** 455
*A formulação do extrato de solo foi a mesma usada para o meio Diat.

** A solução de micronutrientes usada foi a mesma do meio Diat. 
***A água marinha se realizou com 36,24 g/l de uma mistura de sais.

TABELA 29. MEIO ACID MODIFICADO (SAG).

Reagente* Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

(NH4)2SO4 1 100
k2h po 4 0,1 20

MgSO4.7H2O 0,1 20
Extrato de solo** 30
Água destilada 830
* O meio a pH neutro e adição de 5x10-4 g/l de tiamina.

**A formulação do extrato de solo foi a mesma usada para o meio Diat.
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TABELA 30. MEIO DUN MODIFICADO (SAG).

Reagente*

kn o 3 
k2h p o 4

KCl
Água marinha**

*O meio foi preparado sem extrato de solo.
** A água marinha se realizou com 36,24 g/l de uma mistura de sais.

TABELA 31. MEIO VOL AG MODIFICADO (SAG).

Reagente* Solução stock Volume em
(g/100 ml) solução (ml)

Ca(NOs)2 . 4H2O 11,8 10
MgSO4 . 7H2O 4 10

KCl 5 10
Solução de micronutrientes 6

Glicina 500 mg
Água destilada 964

*O meio foi preparado sem glicerolfosfato de sódio e adição de 5x10-4 g/l.

TABELA 32. MEIO Z (ZENDLER) (SAG)

Reagente* Solução stock 
(mg/l)

NaNOs 467,0
Ca(NOs)2.4H2O 59,0

K2HPO4 31,0
MgSO4.7H2O 25,0

Na2COs 21,0
Complexo Fe-EDTA* 10,0

Solução de micronutrientes** 0,08 ml
Água destilada 1000 ml

**Solução de micronutrientes
Reagente Quantidade (mg/l)

HsBOs 310,0
MnSO4.4H2O 223,0
Na2WO4.2H2O 3,3

(NH4)6Mo7O24.4H2O 8,8
KBr 11,9
KI 8,3

ZnSO4.7H2O 28,7
Cd(NOs)2.4H2O 15,4
Co(NOs)2.6H2O 14,6

NiSO4(NH4)2SO4.6H2O 19,8
Al2(SO4)SK2SO4.24H2O 47,4

Solução stock 
(g/100 ml)

Volume em 
solução (ml)

11,8 10
4 10
5 10

964
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*Complexo Fe-EDTA: 5 ml de uma solução de FeCl2.6H2O 0,1M em 0,1 N de HCl e 5 ml 
de uma solução de EDTA 0,1M, adicionado em água destilada ate completar 500 ml.

Reagente*

TABELA 33. MEIO SWES (SAG).

Solução stock Volume em
(g/100 ml)________solução (ml)

NaNOS 
KH2PO4 

MgSO4.7H2O 
KCl 

CaCl2.2H2O 
Solução de micronutrientes** 

Água marinha***
**Solução d

Reagente 
FeClS.6H2O 
MnCl2.4H2O 

ZnCl2 
CoCl2.6H2O 

NaMoO4.2H2O

10
0,5

24,4
6,0
S,G

10
10
10
10
10
6

944
e micronutrientes

Quantidade (mg/l)
97.0
41.0
5.0
2.0
4,0

*Se adicionou 0,5ml/l de de uma solução de tiamina (0,12g/100ml) 
'*A água marinha se realizou com 36,24 g/l de uma mistura de sais.

Reagente*

TABELA 34. MEIO MIEB12 (SAG)

Solução stock Volume em
(g/100 ml)________solução (ml)

KNOS 1 10
(NH4)2HPO4 0,2 5
MgSO4.7H2O 0,1 10

CaSO4 Solução saturada 10
Extrato de solo** 20

Solução de micronutrientes*** 5
Água destilada 940

*O meio foi preparado sem extrato de turfa e adição de 5x10-4 g/l de tiamina. 
**A formulação do extrato de solo foi a mesma usada para o meio Diat. 

***A solução de micronutrientes usada foi a mesma do meio Diat.


