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RESUMO 

 

As biorrefinarias à base de microalgas para a produção de biocombustíveis renováveis como 
o bioetanol e outros produtos químicos de alto valor receberam grande atenção como 
potenciais fontes de energia para o futuro, em função da necessidade de substituição da 
matriz energética e redução dos impactos das matérias-primas não renováveis sobre o 
aquecimento global e mudanças climáticas. Muitas pesquisas têm sido realizadas com 
microalgas devido ao seu curto tempo de geração, por serem matérias-primas abundantes e 
por utilizarem como fonte de energia para o crescimento a energia solar e CO2, um dos gases 
do efeito estufa. Quando essas biomassas apresentam facilidade de acúmulo de carboidratos 
intracelulares, estes podem ser utilizados na produção de bioetanol, além de outros 
biocombustíveis, como o biogás e bioquerosene. A aplicação de estressores ambientais e 
nutricionais possibilitam mudanças nas rotas metabólicas das microalgas, fazendo com que 
carboidratos sejam acumulados na forma de energia, possibilitando uma melhor 
produtividade. Além disso, coprodutos de alto valor podem ser produzidos para melhorar a 
economia das biorrefinarias de microalgas. Exemplos desses produtos são os biossurfactantes. 
Objetivou-se aumentar a síntese de carboidratos e biossurfactantes extracelulares da 
microalga Spirulina platensis a partir de estresses nutricionais e físicos. A microalga foi 
cultivada em dois estágios. No primeiro estágio foi utilizado meio rico em nutrientes (Zarrouk 
50%), possibilitando o crescimento da cianobactéria até o final da fase exponencial de 
crescimento (18° d). Para o segundo estágio, as células cultivadas foram centrifugadas e 
recicladas em novo meio de cultivo (Zarrouk 20%), realizando-se então a aplicação de 
estresses físicos (radiação UV, fotoperíodo/luminosidade, NaCl, peróxido de hidrogênio) e 
nutricionais (limitação e suplementação das concentrações de Ca, Fe e Mg no Zarrouk 20%). 
Todas as condições de estresse foram realizadas em três níveis de concentração e em 
duplicata, ao longo de 15 d (Estágio II). Ao final dos cultivos, foram realizadas determinações 
da produção intracelular de carboidratos, proteínas e biossurfactantes extracelulares. Os 
melhores resultados foram então selecionados para uma etapa posterior de combinação de 
estresses. Para isso, um delineamento fatorial 2² foi realizado. Os estresses com as maiores 
produtividades de carboidratos na primeira etapa do estudo com cultivos em dois estágios 
foram o NaCl 300 mM (10,27 mg.L-1.d-1), radiação UV 6 min (9,80 mg.L-1.d-1), limitação de 
Mg 0,01 g.L-1 (9,75 mg.L-1.d-1) e fotoperíodo de 18h/06h claro/escuro com intensidade 
luminosa de 67,5 μmol fótons m-2.s-1 (27,84 mg.L-1.d-1). A quantificação de biossurfactantes a 
partir da redução das tensões superficiais foi identificada para todos os cultivos submetidos a 
suplementação de cálcio. A formação de emulsões estáveis foi verificada apenas nas 
condições de estresse por fotoperíodo/intensidade luminosa. A limitação de nutrientes por 
meio Zarrouk 20%, combinada com maiores intensidades de luz e fotoperíodo demonstrou ser 
uma estratégia eficiente para atingir maiores concentrações intracelulares (59,71%) e 
produtividades de carboidratos (55,85 mg.L-1.d-1) em um único estágio de cultivo. 
 

 

Palavras-chave: bioetanol, biossurfactantes, Spirulina platensis. 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT  
 

The production of renewable biofuel in microalgae based biorefinery have receive attention as 
potential energy sources for the future. The need to replace the energy matrix and reduce 
impacts of non-renewable raw materials on global warming and climate change increase the 
necessity of new renewable fuels. Studies have been conducted with microalgae due to their 
short growing time, plus they are abundant raw materials and use as growth energy CO2 
(greenhouse gas) and solar energy. The microalgae biomass can easily accumulate 
intracellular carbohydrates, which can be used in bioethanol production, biokeresone, biogas, 
and other biofuels. The stimulation of environmental and nutritional stress allows changes in 
the microalgae metabolic routes, causing carbohydrates to accumulate in energy form, 
increasing productivity. Also, high-value coproducts can be created to increase the 
economical level of microalgae biorefineries, such as biosurfactants. This study goal is to 
increase the synthesis of extracellular carbohydrates and biosurfactants from the Spirulina 
platensis by nutritional and physical stresses. Spirulina platensis was cultivated in two steps. 
In the first step, nutrient-rich medium (50% Zarrouk’s medium) was used, allowing 
cyanobacteria growth until the end of the exponential growth phase (18° d). In the second 
step, the gowned cells were centrifuged and recycled in a new growth medium (20% 
Zarrouk’s medium), and subjected to physical stresses (UV radiation, photoperiod/luminosity, 
NaCl, hydrogen peroxide), nutritional stresses (shortage or enrichment of Ca, Fe and Mg 
concentrations in 20% Zarrouk’s medium). All stress conditions were performed in duplicate 
and with three concentration levels over 15 days (Stage II). At the end, intracellular 
production of carbohydrates, proteins and extracellular biosurfactants were analyzed. The best 
results were selected for a combining stress approach. Therefore, a 22 factorial design was 
made. The stresses with the highest carbohydrate productivities in the first stage of the two-
stage culture study was 300 mM NaCl (10.27 mg.L-1.d-1), with UV radiation 6 min (9.80 
mg.L-1.d-1), Mg 0.01 g.L-1 (9.75 mg.L-1.d-1) and 18h/06h photoperiod of 67.5 μmol photons m-

2.s-1 (27.84 mg.L-1d-1). The biosurfactants quantification from the reduction of surface 
tensions was identified in all the calcium supplementation cultures. The development of stable 
emulsions was only verified under photoperiod/light intensity stress conditions. The nutrient 
restriction by 20% Zarrouk’s medium, combined with higher light intensity and photoperiod 
shown to be an efficient strategy to achieve higher intracellular concentrations (59.71%) and 
carbohydrate productivities (55.85 mg.L-1.d-1) in a single cultivation stage. 

 

 

Key-words: bioethanol, biosurfactants, Spirulina platensis. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 



 
 

LISTA DE TABELAS 
 

Tabela 1- Composição do meio Zarrouk 50% ....................................................................... 32 

Tabela 2- Condições de estresses celulares ........................................................................... 33 

Tabela 3- Níveis reais e codificados do Delineamento Fatorial Completo 2² ......................... 35 

Tabela 4- Velocidade específica máxima (μmáx) e tempo de geração (tg) dos cultivos 

microalgais realizados com Zarrouk 50% no primeiro estágio e submetidos a condições de 

estresse nutricional ou físico no segundo estágio de produção. ............................................. 41 

Tabela 5- Efeitos dos estresses celulares sobre a tensão superficial no I e II estágio de cultivo

 ............................................................................................................................................ 54 

Tabela 6- Velocidade específica máxima (μmáx), tempo de geração (tg) e produtividades...... 56 

Tabela 7- Tensões superficiais para os cultivos submetidos a diferentes fotoperíodos e 

intensidade luminosa no primeiro e segundo estágio de cultivo ............................................ 59 

Tabela 8-  Velocidade específica máxima (μmáx), tempo de geração (tg) e produtividade final 

para os cultivos submetidos a combinação de estresses por NaCl e radiação UV. ................. 62 

Tabela 9- Composição bioquímica (carboidratos e proteínas) no tempo de 0d do segundo 

estágio de cultivo. ................................................................................................................ 65 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

LISTA DE ILUSTRAÇÕES 

 

Figura 1- Esquema geral de biorrefinarias de microalgas ...................................................... 15 

Figura 2- Fluxograma geral do estudo .................................................................................. 31 

Figura 3- Tubo de ensaio contendo emulsões A/O e O/A ..................................................... 37 

Figura 4- Efeito das condições de estresse sobre o crescimento celular da S. platensis .......... 39 

Figura 5- Concentração de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 

Spirulina platensis ao final do segundo estágio dos cultivos nos experimentos controle e com 

estresses nutricionais e ambientais ....................................................................................... 47 

Figura 6-Produtividades de carboidratos e proteínas (mg.L-1.d-1) na biomassa de Spirulina 

platensis ao final do segundo estágio dos cultivos nos experimentos controle e com estresses 

nutricionais e ambientais ...................................................................................................... 50 

Figura 7- Cultivos realizados em luminosidade de 67,5 μmol fótons m-2.s-1e variação do 

fotoperíodo .......................................................................................................................... 56 

Figura 8- Concentrações de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 

Spirulina platensis ao final do segundo estágio e respectivas produtividades em carboidratos e 

proteínas (mg.L-1.d-1) ........................................................................................................... 58 

Figura 9- Atividade emulsificante dos extratos livres de células ao final do segundo estágio de 

cultivo para os ensaios submetidos a diferentes condições de luminosidade.......................... 59 

Figura 10- Efeito das condições de cultivo sobre a curva de crescimento da S. platensis 

cultivada em meio Zarrouk 20%........................................................................................... 61 

Figura 11- Concentrações de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 

Spirulina platensis em função do tempo no segundo estágio dos cultivos nos experimentos 

submetidos ao planejamento fatorial completo 2² e o controle (níveis normais de Mg em 

Zarrouk 20%) ....................................................................................................................... 63 

Figura 12- Produtividade de carboidratos e proteínas (mg.L-1.d-1) intracelulares na biomassa 

de Spirulina platensis em função do tempo no segundo estágio dos cultivos nos experimentos 

submetidos ao planejamento fatorial completo 2² e o controle (níveis normais de Mg em 

Zarrouk 20%) ....................................................................................................................... 64 

 

 

 

 
 



 
 

SUMÁRIO  
 

1 INTRODUÇÃO .............................................................................................................................12 
2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA........................................................................................................14 

2.1 Biorrefinarias ..........................................................................................................................14 
2.1.1 Biocombustíveis ...............................................................................................................15 
2.1.2 Biossurfactantes................................................................................................................16 

2.2 Processos de cultivo a partir de dois estágios ...........................................................................18 
2.3 Microalgas ..............................................................................................................................19 

2.3.1 Spirulina platensis ............................................................................................................20 
2.4 Fatores nutricionais e ambientais que influenciam na síntese de biocompostos .........................22 

2.4.1 Estresses nutricionais ........................................................................................................24 
2.4.2 Presença de metais traços ..................................................................................................25 
2.4.3 Intensidade de luz e fotoperíodo........................................................................................26 
2.4.4 Estresse por salinidade ......................................................................................................27 
2.4.5 Radiação ultravioleta ........................................................................................................28 
2.4.6 Peróxido de Hidrogênio ....................................................................................................29 

3 METODOLOGIA ..........................................................................................................................31 
3.1 Microalga e condições de estresse............................................................................................32 

3.1.1 Definição das condições de estresses ambientais e nutricionais .........................................33 
3.1.2 Aplicação de estresse por mudanças de luminosidade........................................................34 
3.1.3  Combinação de estresses celulares ...................................................................................34 

3.2 Determinações analíticas .........................................................................................................35 
3.2.1 Determinação do crescimento e produtividade de biomassa ...............................................35 
3.2.2 Quantificação de proteínas e carboidratos .........................................................................36 
3.2.3 Determinação das atividades emulsificantes ......................................................................36 
3.2.4  Determinação da tensão Superficial .................................................................................37 

3.3 Análise dos dados ....................................................................................................................38 
4. RESULTADOS E DISCUSSÕES .................................................................................................39 

4.1 Efeito das condições de cultivo no crescimento, produtividade e composição de carboidratos e 
proteínas .......................................................................................................................................39 
4.2 Efeito dos estresses nutricionais e ambientais sobre a liberação de biossurfactantes nos meios de 
cultivo ...........................................................................................................................................53 
4.3 Efeito do aumento da intensidade luminosa e variação do fotoperíodo sobre a cinética 
microalgal, composição bioquímica e produção de biossurfactantes ...............................................55 
4.4 Definição dos melhores parâmetros de cultivo para a etapa de combinação de estresses celulares
 60 

5 CONSIDERAÇÕES FINAIS .........................................................................................................67 
6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS ...........................................................................68 
REFERÊNCIAS ...............................................................................................................................69 
ANEXO A ........................................................................................................................................84 
ANEXO B ........................................................................................................................................85 
 



12 
 

1 INTRODUÇÃO 

 

As microalgas receberam grande interesse como matéria-prima para a obtenção de 

biocombustíveis, em resposta à crise de energia, às mudanças climáticas e à poluição 

atmosférica (HOSSAIN et al., 2008). Estima-se que a demanda de energia deverá aumentar 

50% ou mais até 2030, logo a utilização de petróleo já não pode compensar essa demanda, 

visto que o consumo relatado é muito superior ao que a natureza pode fornecer (SHUBA; 

KIBLE, 2018). 

Os processos biológicos que envolvem a produção de biocombustíveis de terceira 

geração tornam-se promissores pela sua capacidade em converter fotossinteticamente CO2 em 

uma grande variedade de metabólitos e produtos químicos como proteínas, hidrogênio, 

lipídios e carboidratos (DRAGONE et al., 2011). A partir das biomassas produzidas pode-se 

produzir o bioetanol, obtido através da sacarificação dos carboidratos (MIRANDA; 

PASSARINHO; GOUVEIA, 2012), antioxidantes, lipídios para a obtenção de biodiesel (HO 

et al., 2013), pigmentos (LIRA et al., 2012), biossurfactantes (RADMANN et al., 2015), 

podendo ainda suprir a deficiência proteica na nutrição humana (LUPATINI et al., 2016). 

Os biossurfactantes são conhecidos por apresentarem em sua estrutura química 

porções hidrofílicas e hidrofóbicas, permitindo-lhes a redução da tensão superficial e 

atividade emulsificante (COLLA; COSTA, 2003). Dessa forma possuem aplicações em 

diferentes áreas industriais como na indústria farmacêutica, de cosméticos, de limpeza, de 

higiene pessoal, na produção alimentícia, na área de proteção ao meio ambiente e na 

agricultura (BANAT et al., 2010). 

Embora haja um grande número de estudos acerca do uso de microalgas no contexto 

de biorrefinarias, a produção concomitante de carboidratos e biossurfactantes em cultivos 

microalgais, como biocompostos de interesse, ainda não foram avaliadas. Sabe-se que a 

produção de bioetanol a partir de microalgas ainda não é um processo competitivo 

economicamente, necessitando de estudos para a resolução dos gargalos de produção, que 

envolvem o cultivo com meios que permitam a obtenção de elevadas concentrações celulares, 

mas também com altas concentrações de carboidratos intracelulares (HO et al., 2014). 

 Em relação aos biossurfactantes para uso no meio ambiente, os custos dos 

bioprocessos ainda não compensam a substituição dos surfactantes químicos, para as mais 

diversas aplicações (SILVA et al., 2017). Assim, a avaliação da produção concomitante de 

biossurfactantes e carboidratos nos cultivos microalgais pode ser uma forma de 

aproveitamento total do bioprocesso, contribuindo para a viabilização de ambos os processos.  
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A fim de aumentar as concentrações de carboidratos intracelulares nos cultivos 

microalgais, bem como para ocasionar a produção de biossurfactantes intra ou extracelulares 

nas células, pode-se utilizar como técnica a aplicação de estresses ambientais e nutricionais, 

os quais ocasionam a modificação da composição química celular e das rotas metabólicas das 

microalgas, podendo promover a síntese de biocompostos de interesse (CHEN et al., 2017). 

Durante a aplicação de estresses, o fluxo de carbono fotossintético nas células das 

microalgas canaliza a energia metabólica para sintetizar vários compostos ricos em energia, 

sendo os carboidratos e os lipídios os principais produtos de armazenamento nestas 

condições. Estes compostos ricos em energia podem ser usados pelas células em condições 

adversas a sua sobrevivência (CHOKSHI et al., 2015). Além disso, muitos dos estresses 

ambientais desencadeiam na formação de espécies reativas de oxigênio, que induzem o 

estresse oxidativo, causando danos às moléculas celulares (SUZUKI et al., 2012). Em 

resposta a este estresse, as microalgas são capazes de mediar defesas anti-oxidativas através 

de várias enzimas, como o ascorbato peroxidase (APX) (TANAKA et al., 2011). Esses 

mecanismos por sua vez, estimulam a biossíntese de compostos, como armazenamentos ricos 

em energia (BEER et al., 2009). 

 Os estresses nutricionais e ambientais podem influenciar também a produção de 

biossurfactantes (MEHDI et al., 2011; BANAT et al., 2010), visto que estes estão presentes 

na forma de lipídios intracelulares (SCHMITZ et al., 2015), podendo facilitar os processos de 

extração pela mudança na composição dos compostos de parede celular que controlam a 

permeabilidade das células.  

Este estudo colaborou com a temática de biorrefinarias de microalgas, vinculada à 

linha de pesquisa em Infraestrutura Sustentável do Programa de Pós-Graduação em 

Engenharia Civil e Ambiental (PPGEng), com o propósito de desenvolver projetos que 

tornem viáveis o uso de biocombustíveis de terceira geração.  

Desta forma, objetivou-se estimular a síntese de carboidratos intracelulares e 

biossurfactantes extracelulares a partir da microalga Spirulina platensis cultivada a partir de 

condições de estresse celular, num contexto de biorrefinarias. Os objetivos específicos foram: 

a) Determinar se estressores ambientais e nutricionais afetam o acúmulo de 

carboidratos, proteínas, crescimento microalgal e produção de biossurfactantes extracelulares; 

b) Potencializar a produção dos biocompostos através da utilização das cepas 

selecionadas através das condições de estresse celular; 

 



14 
 

2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA  

 

2.1 Biorrefinarias  

 

 Biorrefinaria é um processo para a obtenção de biocombustíveis, energia e produtos de 

alto valor através da transformação da biomassa e equipamentos do processo. O conceito é 

uma maneira promissora de mitigar a emissão de gases do efeito estufa, já que as emissões 

geradas pelos combustíveis fósseis contribuem fortemente para o aquecimento global (JUAN 

et al., 2011). 

As abordagens das biorrefinarias consistem na produção de uma ampla gama de 

biocombustíveis e produtos químicos através do uso de várias tecnologias de forma 

econômica e sustentável. O conceito não é novo, no entanto, contribui para tornar a produção 

de biocombustíveis economicamente viáveis (GOUVEIA, 2011). O objetivo é utilizar ao 

máximo o potencial das microalgas de forma semelhante às refinarias de petróleo, em que o 

mesmo é fracionado em combustíveis e uma ampla variedade de produtos de maior valor 

agregado (GUNERKEN et al., 2015), otimizando o uso de recursos e minimizando os 

resíduos, maximizando assim os benefícios e a lucratividade. 

A produção de biomassa de microalgas com base em biorrefinarias inclui as seguintes 

etapas: cultivo de microalgas, colheita da biomassa, ruptura de células, extração de 

compostos, seguido do fracionamento e purificação (MARKOU; NERANTZIS, 2013), 

conforme indicado na Figura 1. Destes processos, o fracionamento é apontado como um dos 

principais gargalos, devido à dificuldade em separar diferentes frações sem danificar o 

produto (VANTHOOR-KOOPMANS et al., 2013).  

O potencial das biorrefinarias de microalgas para a produção de produtos de alto valor 

vem sendo avaliada (CHEW et al., 2017). Um exemplo é o estudo realizado por Nobre et al. 

(2013) em que a microalga Nannochloropsis sp. foi utilizada em um contexto de biorrefinaria, 

sendo matéria-prima de biomassa para a produção de ácidos graxos para biodiesel, bio-

hidrogênio e compostos de alto valor agregado. 
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Figura 1- Esquema geral de biorrefinarias de microalgas  

 
Fonte: adaptado de Markou e Nerantzis, 2013. 

 

2.1.1 Biocombustíveis  

 

Os biocombustíveis fornecem benefícios ambientais devido à diminuição das emissões 

nocivas de CO2, hidrocarbonetos, partículas e a eliminação das emissões de SOx, com 

consequente redução do efeito estufa. Além disso, em relação aos combustíveis fósseis, a 

queima de biocombustíveis acrescenta menos carbono ao meio, já que o carbono liberado por 

esta ação já existe como parte do ciclo de carbono (POPP et al., 2014). 

A produção de biocombustíveis ocorre através de várias matérias-primas renováveis, 

tais como o óleo comestível (por exemplo, óleo de palma), o óleo não comestível (por 

exemplo, jatropha) e biomassa lignocelulósica (por exemplo, madeira). As diferentes 

matérias-primas são utilizadas por diversos países e regiões. A classificação se dá com base 

nos tipos de matéria-prima utilizada e na disponibilidade atual/futura, sendo categorizados em 

biocombustíveis de 1° geração, 2° geração e 3° geração. As culturas de primeira geração são 

produzidas a partir de açúcares, grãos e sementes. Essas formas de produção são as mais 

avançadas e estão comercialmente disponíveis, devido a grande utilização da cana de açúcar 

em países tropicais (ACHEAMPONG, 2017). 

As tecnologias de segunda geração que utilizam matérias-primas lignocelulósicas são 

mais flexíveis e eficientes em termos energéticos, como a biomassa de resíduos agrícolas e 
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florestais, bem como outras matérias-primas como árvores, palha, bagaço. Ao contrário dos 

biocombustíveis de primeira geração, os de segunda geração não utilizam apenas grãos ou 

açúcares, mas a planta inteira, o que significa maiores rendimentos por hectare de terra 

(SENAUER, 2008).  

Os biocombustíveis de terceira geração baseiam-se na produção de biomassa, visto 

que algas e outras matérias-primas são utilizadas. As microalgas são cultivadas para atuar 

como matéria-prima de alta energia, sendo totalmente renovável. Espera-se que estas tenham 

potencial para produzir mais energia por hectare de terra do que culturas convencionais como 

o milho e a cana-de-açúcar (CHISTI, 2007). Além disso, as culturas de microalgas tem 

potencial para serem usadas como produtores primários de biomassa nos próximos anos, 

podendo atuar como matéria-prima para vários combustíveis renováveis, como bioetanol, 

metanol, biodiesel, metano e hidrogênio. Das três gerações de biocombustíveis, culturas 

alimentares, não alimentares e biocombustíveis de microalgas, as microalgas representam ser 

a melhor fonte de estoque em termos de segurança alimentar e para reduzir o impacto sobre o 

meio ambiente (TANDON; JIN, 2017). 

Os biocombustíveis de microalgas são considerados promissores para a produção 

fermentativa de álcoois, principalmente o etanol, devido à composição da parede celular e de 

sua capacidade de acumular reservas de amido. A partir de alguns processos, o amido pode 

ser convertido em açúcares simples sendo utilizado como fonte primária de carboidratos (LI et 

al., 2015).  

Os processos de conversão da biomassa em biocombustíveis podem ocorrer de duas 

formas: conversão bioquímica e termoquímica (PROBANDONO; AMIN, 2015).  Segundo 

Medipally et al. (2015), a conversão bioquímica pode ser usada para a produção de metanol a 

partir da digestão anaeróbica e de etanol a partir da fermentação. Enquanto os processos de 

conversão termoquímica podem ser usados em processos de pirólise para a obtenção de bio-

óleo e carvão vegetal, ou na gaseificação para a produção de gás combustível, ou ainda na  

liquefação para a obtenção de bio-óleo. Além disso, processos termoquímicos utilizam calor 

para decompor componentes orgânicos na biomassa, já na conversão bioquímica utilizam-se 

microrganismos para produzir os biocombustíveis da microalga (TAN et al., 2015). 

 

2.1.2 Biossurfactantes  

 

 Os biossurfactantes são produzidos por uma grande variedade de microrganismos, 

apresentando diferentes estruturas químicas e propriedades surfactantes (CALVO et al., 
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2009).  Dentre os produtores de biossurfactantes encontram-se as bactérias, leveduras, fungos 

filamentosos (OLIVEIRA, 2010) e microalgas (COSTA; MORAIS; ANDRADE, 2013). Os 

biossurfactantes produzidos podem ser excretados extracelularmente no meio de cultivo ou 

podem permanecer na membrana celular durante a fase de crescimento celular (DESAI; 

BANAT, 1997). 

 A produção dos biossurfactantes pode ser espontânea ou induzida, seja pela adição de 

compostos lipídicos como indutores, variações de pH, temperatura, aeração e agitação, ou 

ainda condições que gerem estresses, como baixas concentrações de nitrogênio (ÚBEDA, 

2004) e outros. Dentre as vantagens do uso destes compostos destacam-se as baixas 

toxicidades, e alta biodegradabilidade (PANIAGUA-MICHEL; OLMOS-SOTO; MORALES-

GUERREIRO, 2014). 

Os biossurfactantes de origem algal possuem natureza lipídica, sendo classificados 

como glicolipídos, fosfolipídos, lipopéptidos, lipídios naturais, ácidos graxos, e 

lipopolissacarídeos. Estes produtos bioativos metabólicos são aplicáveis em uma série de 

indústrias e processos, como no processamento de alimentos, farmacologia e biorremediação 

de ambientes poluídos por petróleo e metais (PANIAGUA-MICHEL; OLMOS-SOTO; 

MORALES-GUERREIRO, 2014). 

A composição lipídica das microalgas é composta por glicerol, açúcares ou bases 

esterificadas e ácidos graxos, podendo conter entre 12 e 22 carbonos, dividindo-se em 

saturados, mono ou poliinsaturados. Nas microalgas, os ácidos graxos correspondem à maior 

fração dos lipídios e, em algumas espécies, os ácidos graxos poliinsaturados representam 

entre 25% e 60% dos lipídios totais. Os lipídios microalgais podem ser classificados em 

lipídios neutros e polares, sendo polares os glicolipídios e fosfolipídios, muito semelhantes as 

estruturas dos biossurfactantes (SCHMITZ et al., 2015). 

Uma grande vantagem de cultivar microalgas para a produção de biossurfactantes é 

que muitos dos microrganismos produtores se enquadram na categoria geral reconhecida 

como segura (GRAS). Logo, estes microrganismos não apresentam riscos de toxicidade ou 

patogenicidade, podendo ser utilizados para diversas aplicações (FONTES; AMARAL; 

COELHO, 2008). 

A produção de biossurfactantes por microalgas foi relatada por Carvalho (2014). Neste 

trabalho testou-se a potencialidade surfactante de duas cepas da Spirulina sobre a influência 

das concentrações de fósforo e nitrogênio. As concentrações de nitrogênio e fósforo não 

tiverem influência significativa na resposta. Os resultados foram favoráveis à pesquisa tanto 
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dos extratos microalgais como das nanoemulsões obtidas, apresentando potencialidade de uso 

em diversos processos industriais. 

Radmann et al. (2015) demonstraram o cultivo de microalgas para a produção de 

biossurfactantes. As cepas de cianobactérias Spirulina platensis LEB 18 e Synechococcus 

nidulans LEB 25 e as cepas de Chlorella minutissima LEB 108, Chlorella vulgaris LEB 106 e 

Chlorella homosphera foram investigadas em cultivos autotróficos e mixotróficos. Verificou-

se ao final do estudo reduções das tensões superficiais iniciais, sendo a Spirulina platensis 

LEB 18 a apresentar a menor redução, 38% atingindo tensão de 43 mN.m-1. 

 

2.2 Processos de cultivo a partir de dois estágios  

 

Um dos maiores problemas encontrados em relação à produção de bioetanol são as 

condições ideais necessárias para se atingir um alto teor de carboidratos, o que aliado a 

condições de estresse como técnica para o aumento dos teores de carboidratos resulta em 

baixas taxas de crescimento e baixas produções de biomassa.  

Abordando esse problema, os processos de cultivo por dois estágios fornecem 

diferentes condições de crescimento e acumulação de compostos, a partir de um meio rico em 

nutrientes sendo usado para obter a produtividade máxima no primeiro estágio. No segundo 

estágio as condições de cultivo são alteradas para submeter às células a estresses como 

exemplo a depleção de nitrogênio, adição de sais ou outros, estimulando assim a acumulação 

de compostos de interesse (HO et al., 2014; ZHU, 2015 ), como os carboidratos.  

O processo de cultivo em dois estágios foi avaliado por Jiang (2011) que investigou a 

viabilidade de integração usando água do mar e águas residuárias e 15% de aeração de CO2. 

Em seguida o acúmulo de lipídios foi testado por meio de processos em duas fases sob 

exposição a altas temperaturas e privação de nitrogênio. Os resultados demonstram aumento 

no crescimento celular e do teor de lipídios.  

Wang et al. (2016) testaram o aumento da produtividade lipídica com uma cultura 

heterotrófica em dois estágios alimentados por Chlorella protothecoides e um ensaio de 

reciclagem de CO2 acoplado como processo autotrófico. Segundo os autores o estudo foi bem 

sucedido tendo o conteúdo lipídico aumentado pela estratégia de abastecimento de oxigênio 

em dois estágios combinando com a inibição de nitrogênio no processo heterotrófico.  

Os cultivos contínuos em duas fases têm sido bem relatados também no 

desenvolvimento de produtos, como por exemplo, na dieta ou alimentos saudáveis como 

proteínas e vitaminas, no desenvolvimento de cosméticos para o cuidado da pele e também 
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para produtos farmacêuticos para aumentar a imunidade e na prevenção de câncer (ZHU, 

2015).  

Comparando um único estágio de cultivo e dois estágios de cultivo, Pancha et al. 

(2015) relataram que o  segundo estágio não demonstra muito retardamento na produção de 

biomassa celular, sugerindo que a técnica de cultivo em dois estágios é uma ferramenta 

apropriada para produzir altos teores de carboidratos e lipídios, sem comprometer a produção 

de biomassa. 

 

2.3 Microalgas 

 

As microalgas são organismos fotossintetizantes unicelulares e multicelulares, podem 

ser procariotas (cianobactérias) ou eucariotas, e possuem poucos requerimentos para seu 

crescimento, quando comparadas a outras fontes de biomassa (ANDRADE et al., 2008). Em 

condições naturais de crescimento, as algas fotoautotróficas absorvem a luz solar, assimilam o 

dióxido de carbono do ar e os nutrientes de ambientes aquáticos (BRENNAN; OWENDE, 

2010). Possuem capacidade de se adaptar a diversos ambientes, podendo ajustar ou alterar sua 

estrutura interna para excretar diversos compostos, podendo ainda assumir vários tipos de 

metabolismos, sendo capazes de mudanças metabólicas como respostas a mudanças nas 

condições ambientais (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). 

As microalgas são capazes de crescer em terras não cultiváveis, como praias, terras 

salinas e até mesmo desertas, além de apresentarem potencial na remoção de nutrientes, 

metais tóxicos e toxinas químicas e orgânicas de águas residuais (CHEN; ZHAO; QI, 2015), 

além de se destacarem por serem efetivas na fixação de carbono. 

 Para a indústria, as microalgas são de grande interesse por apresentarem importantes 

ácidos graxos os quais apresentam aplicações na indústria de aquicultura, ração animal e 

também como antioxidantes (BOROWITZKA et al., 2013), além de apresentaram grande 

interesse como fonte alternativa aos biocombustíveis.  

Durante a fotossíntese, utilizando apenas luz e nutrientes, as algas produzem lipídios, 

proteínas, carboidratos e outros produtos de valores agregados. As quantidades desses 

produtos metabólicos estão diretamente ligadas as condições ambientais como intensidade de 

luz solar, níveis de CO2, pH, temperatura e de nutrientes disponíveis, como os 

macronutrientes que incluem nitrogênio, fósforo, enxofre, potássio e magnésio e os 

micronutrientes, como ferro, manganês, cobalto, zinco, boro e molibdênio (JUNEJA; 

CEBALLOS; MURTHY, 2013).  
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Nos sistemas naturais e de engenharia, as algas podem ser expostas a uma variedade 

de condições ambientais que afetam a taxa de crescimento e a composição celular (JUNEJA; 

CEBALLOS; MURTHY, 2013). Compreender como esses processos influenciam o 

crescimento das algas e suas funções metabólicas são importantes para o aumento da 

produção em sistemas comerciais. 

A produção de biocombustíveis pode ser alcançada por uma ampla variedade de 

espécies de microalgas com alto potencial em produzir fontes de energia diversificadas, como 

etanol, álcoois, biodiesel, triglicerídios, ácidos graxos, carboidratos, celulose e biomassa. 

Destas por exemplo, em peso seco de Spirulina tem 60%-71% m/m de proteínas, espécies de 

Forphytrium cruentum possuem 40%-57% p/p de carboidratos e espécies de Schizochytrium 

possuem 50%-77% m/m de lipídios (RAZEGHIFARD, 2013). 

As vantagens encontradas nas culturas de microalgas são as fáceis condições de 

cultivo, rápido crescimento, tolerância a altos teores de CO2, redução da liberação de óxido 

nitroso do ar, produção de altos teores de lipídios e carboidratos em comparação com as 

plantas de cultivo, redução da escassez no uso de alimentos e produção de muitos derivados 

biológicos de valor agregado. Dentre as desvantagens encontram-se as baixas concentrações 

de biomassas, penetração da luz em culturas densas devido ao sombreamento das células, e 

falta de estudos sobre a reciclagem da água, dos meios e da energia usando cálculos de pegada 

ambiental (TANDON; JIN, 2017). 

 

2.3.1 Spirulina platensis 

 

 A S. platensis é uma cianobactéria filamentosa (alga azul-verde), com alto teor 

proteico e nutritivo. Em virtude dessas características, ela pode ser utilizada no tratamento de 

certas doenças, sendo uma alternativa para a produção de alimentos funcionais e nutracêuticos 

(COLLA; BERTOLIN, COSTA, 2004) e também para a produção de energia, a partir dos 

biocombustíveis. As condições ótimas de crescimento incluem meios alcalinos (pH 8,5-11,0), 

ambiente salino (>30 kg.m³-1), alta luminosidade e temperaturas entre 35°C e 40°C (HABBIB 

et al., 2008).  

 Enquanto que outras microalgas são conhecidas por possuírem altos teores de 

carboidratos iniciais como a Porphyridium cruentum (40-57%) e Scenedesmus dimorphus 

(21–52%) a S. platensis é conhecida por suas altas produtividades de biomassa (MATA; 

MARTINS; CAETANO, 2010) e rápido crescimento (HASUNUMA et al., 2013), em relação 

a outras microalgas. 
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A composição da S. platensis em base seca foi definida por Azevedo (2012) como 

sendo 60-71% de proteínas, 13-16% de carboidratos, 6-7% de lipídios e 3-4% de ácidos 

nucleicos. Embora esta composição tenha sido definida, alguns estudos demonstram o 

potencial da S. platensis em acumular carboidratos, como o desenvolvido por Margarites 

(2014) que realizou a produção de etanol a partir de biomassa de Spirulina sp., apresentando 

produtividade de 1,18 g.L-1.h-1 de etanol, utilizando 50% dos carboidratos provindos da 

sacarificação da biomassa e 50% a partir da glicose. 

Muliterno et al. (2005) estudaram um cultivo mixotrófico da microalga Spirulina 

platensis em batelada alimentada a partir da adição de uma fonte orgânica de carbono 

(glicose), utilizando diferentes luminosidades, diluição do meio e  concentração de glicose.  

As maiores concentrações celulares (5,38 g.L-1) foram obtidas com a adição de 0,5 g.L-1 de 

glicose ao meio de cultivo,  intensidade luminosa de 3000 lux e diluição de 75% do meio 

Zarrouk. 

Como alternativa para aumentar o teor de carboidratos em S.platensis, Salla et al. 

(2016) cultivaram a microalga em meio Zarrouk diluído com a adição de resíduos da indústria 

láctea em processos descontínuo simples e descontínuo alimentado. Este estudo demonstrou 

elevados teores de carboidratos quando operado no modo descontínuo alimentando, 

propiciando um aumento na produtividade de carboidratos, a qual chegou a 60 mg.L-1.d-1. 

Magro (2016) desenvolveu o cultivo da microalga Spirulina platensis em raceways 

para a obtenção de matéria-prima para produção de bioetanol, tendo como foco o acúmulo de 

carboidratos através de limitação de nutrientes. O cultivo realizado em raceways com volume 

de 250L atingiu a concentração de biomassa na fase estacionaria de 1,10±0,004 g.L-1, 

atingindo produtividade de carboidratos de 0,100±0,003  g.L-1.d-1. 

Schmitz et al (2015) utilizaram lipídios microalgais como fonte de biossurfactantes em 

processos de biorremediação de solos contaminados com diesel e biodiesel. Neste trabalho, os 

lipídios da microalga Spirulina platensis foram extraídos e adicionados em solos 

contaminados com 4% de contaminante. Os resultados da pesquisa demonstraram o potencial 

dos biossurfactantes microalgais nos processos de biorremediação, obtendo-se 81,9% de 

biodegradação do biodiesel e 81,7% do diesel com a adição do biossurfactante, resultado 

superior quando comparado aos ensaios de atenuação natural (54,36% e 30,09%). 
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2.4 Fatores nutricionais e ambientais que influenciam na síntese de biocompostos 

 

Embora as taxas de crescimento e composição celular variem de acordo com as 

espécies, a maioria dos relatos concorda que as microalgas podem crescer rapidamente, porém 

gerando uma pequena quantidade de carboidratos, em condições favoráveis ao crescimento. 

Por esse motivo, esses compostos só começam a ser sintetizados em maiores quantidades em 

condições de estresse físico ou químico como luminosidade, temperatura, pH, disponibilidade 

de nutrientes, salinidade e concentrações metais traços (HU et al., 2008), entre outras. 

Os fatores de cultivo ou ambientais são uma abordagem acessível para a manipulação 

da composição dos carboidratos de microalgas (MARKOU; ANGELIDAKI; 

GEORGAKAKIS, 2012). Uma hipótese é a de que ao inibir a divisão celular a partir da 

presença de estressores, a síntese de carboidratos torne-se maior por não ser utilizada como 

demanda de energia (BRÁNYIKOVÁ et al., 2010).  

Sabe-se que as microalgas necessitam além da energia solar e CO2, nutrientes como 

nitrogênio, fósforo, potássio e outros para seu crescimento. Se um nutriente é limitado ou 

omitido do meio de cultivo, as microalgas mudam suas estratégias metabólicas, resultando em 

uma alteração na composição da biomassa, a qual geralmente esta relacionada ao acúmulo de 

carboidratos ou lipídios (MARKOU; ANGELIDAKI; GEORGAKAKIS, 2012) e a uma 

redução do conteúdo proteico. Se o fornecimento de nitrogênio, por exemplo, for limitado, os 

processos de fotossíntese podem continuar, mas os compostos ricos em nitrogênio como os 

pigmentos, carotenoides tenderão a diminuir, sendo aumentada a porção mais rica em energia, 

como os carboidratos (BENAVENTE-VALDÉS et al., 2016). 

A acumulação de carboidratos ocorre a partir da fixação de CO2 durante a fotossíntese, 

este processo utiliza ATP/NADPH para fixar e converter o CO2 capturado do ar para produzir 

glicose e outros açúcares através de uma via metabólica conhecida como Ciclo de Calvin 

(SUKENIK, 1991). Existem dois tipos principais de reações fotossintéticas, as reações na 

presença e ausência de luz. Nas reações com a presença de luz, a energia solar é absorvida 

pelos pigmentos gerando energia (NADHP e ATP). Nas reações escuras, o CO2 é reduzido a 

carboidratos pelo ciclo de Calvin, usando a energia derivada de NADPH e ATP. No ciclo de 

Calvin, o primeiro passo é a assimilação do CO2, catalisado pela Ribulose-1,5-bifosfato 

carboxilase oxigenase. O CO2 é usado para a carboxilação de um composto de cinco carbonos 

(ribulise 1,5-bifosfato) em dois compostos de três carbonos (3-fosfoglicerato), um dos quais é 

usado como substrato para a formação de carboidratos, e outro para a realização do próximo 

ciclo (MARKOU; ANGELIDAKI; GEOGAKAKIS, 2012). 
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Os carboidratos algais consistem principalmente de glicose, amido, celulose e vários 

tipos de polissacarídeos. Dentre estes, a glicose e o amido são utilizados para a produção de 

biocombustíveis como o bioetanol e o biohidrogênio, enquanto que os polissacarídeos 

possuem funções biológicas como armazenamento e proteção das moléculas (AIKAWA et al., 

2012). 

 Como mencionado, muitos estudos abordam o uso de estressores ambientais e 

nutricionais para a acumulação de produtos alvos. A maioria dos estudos aborda a produção 

de lipídios e em segundo de carboidratos. Já a aplicação de biossurfactantes de microalgas a 

partir de estresses celulares não foi muito evidenciada na literatura. Alguns destes estudos são 

demonstrados no Quadro 1.  

 

Quadro  1- Condições de estresse que viabilizam a produção de biocompostos em microalgas 

e cianobactérias 

Microalga Condição de estresse Produto alvo Referência 
S. obliquus CNW-N Luminosidade Carboidratos Ho et al. (2012) 

Spirulina platensis 

- Biossurfactantes 
Carvalho (2014); 

Radman et al. 
(2015) 

Limitação de fósforo Carboidratos 

Markou, 
Chatzipavlidis e 

Georgakakis 
(2012a) 

 
Intensidade de luz e 

concentrações de 
nitrato 

Glicogênio  
Aikawa et al., 

(2012) 
 

Limitação de 
nitrogênio 

Glicogênio e 
biofloculação 

Depraetere et al. 
(2015) 

Scenedesmus sp. CCNM 
1077 

Salinidade Carboidratos e 
lipídios 

Pancha et al. 
(2015a) 

Limitação de nitrato Pancha et al. 
(2015b) 

Acutodesmus dimorphus 
 

Salinidade Carboidratos e 
lipídios 

Chokshi et al. (2017) 
Temperatura Chokshi et al. (2015) 

Chorella vulgaris 

Limitação de N, P, S e 
presença de 

cicloheximida 
(antibiótico) 

Carboidratos Brányiková et al. 
(2010) 

Aphanothece microscopica 
Nägeli Fotoperíodo 

Produção de 
biomassa e 
fixação de 
Carbono 

Jacob-Lopez et al. 
(2009) 
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 Para aumentar a viabilidade econômica das microalgas na produção de 

biocombustíveis e biossurfactantes é preciso uma melhor compreensão sobre o 

comportamento das microalgas sobre condições de estresse vinculado aos acúmulos de 

carboidratos. Desta forma, os efeitos dos diferentes estresses ambientais em microalgas são 

abordados a seguir.  

 

2.4.1 Estresses nutricionais  
 

 As estratégias de limitação de nutrientes têm sido consideradas apropriadas para a 

produção de microalgas ricas em carboidratos. Tais técnicas tornam-se viáveis pelo fácil 

controle de nutrientes no meio de cultivo (DRAGONE et al., 2011). A otimização da 

concentração de nutrientes pode ocorrer de duas formas, por um lado ela suporta uma 

produção adequada, e por outro atua como fator limitante para controlar a composição da 

biomassa (MARKOU et al., 2012). 

O nitrogênio, por exemplo, é considerado um nutriente chave, possuindo efeito 

significativo no crescimento e metabolismo das algas (AL-RASHED et al., 2016), porém a 

limitação deste nutriente é um mecanismo natural no qual as microalgas podem alterar o 

metabolismo em resposta ao estresse desta limitação (CHEN et al., 2017).  

Em geral, a taxa de crescimento de algas é proporcional à taxa de absorção do 

nutriente mais limitante em condições ideais de temperatura e pH, sendo geralmente descrita 

pela equação de Michaelis-Menten (TITMAN, 1976). O nitrogênio é um elemento 

fundamental para a formação de proteínas e ácidos nucleicos, sendo uma importante via de 

energia. Já o fósforo faz parte do DNA e do RNA sendo componente chave dos fosfolipídios. 

 A limitação destes nutrientes essenciais muda as rotas metabólicas do organismo. O 

princípio geral destas mudanças é o de que quando não houver nitrogênio suficiente para a 

síntese proteica necessária para o crescimento, o excesso de carbono da fotossíntese seja 

canalizado para moléculas de armazenamento, como triglicerídeos ou amido (SCOTT et al., 

2010). 

A limitação de nitrogênio pode causar um aumento no teor de lipídios e carboidratos 

de microalgas, provocando uma queda no teor de proteínas e clorofila, sugerindo que as 

microalgas podem degradar clorofila e proteínas como sendo uma fonte de nitrogênio, 

enquanto transforam seus esqueletos de carbono em lipídios e carboidratos, em resposta ao 

estresse externo (SUN et al., 2014). 
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O efeito da limitação de fósforo sobre a composição da biomassa microalgal também 

é simultânea ao acúmulo de carboidratos. Sabe-se que os carboidratos começam a serem 

acumulados quando a concentração de fósforo intracelular mínima é atingida, conforme 

evidenciado por Markou, Chatzipavlidis e Georgakakis (2012) que descobriram que uma 

concentração de 1,82 mg de fósforo por g de biomassa seca é a quantidade ideal para a 

máxima produção carboidratos. 

O efeito da limitação de nitrogênio (20 mg.L-1) utilizando a S. platensis foi estudado 

por Depraetere et al. (2015) para verificar a viabilidade de colheita da biomassa a partir da 

sedimentação espontânea. Os resultados demonstram elevados teores de carboidratos 

(74±3%) e nenhuma diferença significativa nas taxas de crescimento da microalga, sendo 

também verificada uma relação espontânea entre o aumento dos teores de carboidratos e as 

eficiências de sedimentação.  

Alterações no perfil metabólico da S. platensis foram avaliadas por HASUNUMA et 

al. (2013), indicando a possibilidade de que na falta de nitrato, os aminoácidos liberados pelas 

proteínas são assimilados noutros metabólitos, como o glicogênio. Este estudo foi realizado 

sobre a privação de nitrogênio, o qual apresentou conteúdo de glicogênio aumentado para 

63% do peso seco de células. O conteúdo proteico reduziu 15,4%, não apresentando redução 

significativa na densidade celular ao longo das 72h de cultivo, em relação aos ensaios na 

presença de nitrogênio.  

 

2.4.2 Presença de metais traços 
 

Metais traços como magnésio, ferro, cobre, cálcio e manganês são muito importantes 

para o mecanismo celular das microalgas, fotossíntese, divisão celular, respiração transporte 

intracelular, biossíntese de proteínas e lipídios (WAN et al., 2014). 

Dependendo do estado de oxidação, os metais podem ser tóxicos para a maioria dos 

organismos. Os efeitos dos metais tóxicos estão relacionados, em partes, ao estresse oxidativo 

induzido em sistemas vivos, podendo promover danos oxidativos e por consequência 

aumentando diretamente a concentração celular de espécies reativas de oxigênio (PINTO et 

al., 2003). 

As espécies reativas de oxigênio (ERO) podem oxidar proteínas, lipídios e ácidos 

nucleicos, podendo levar a mutagênese celular. Isso acontece porque a produção das ERO 

constituem uma ameaça grave para os organismos fotossintéticos, uma vez que uma fonte 

comum de oxigênio é a redução de um único elétron de oxigênio molecular por cadeia de 
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transporte de elétrons. Logo, maiores danos são causados as células fotossintéticas devido às 

mitocôndrias, cloroplastos serem compartimentos altamente suscetíveis a lesões oxidativas.  

A fim de verificar o efeito causado por metais tóxicos no crescimento de microalgas, 

Belokobylsky et al. (2004) submeteram a microalga Spirulina platensis ao crescimento com a 

presença de Se (VI) e Cr (III) concluindo que ambos os metais afetaram o crescimento da 

biomassa, porém sem alterar sua morfologia e o conteúdo proteico. 

O efeito das concentrações de metais, individualmente e em combinação sobre as 

microalgas ainda é pouco explorada, em vista disso Singh et al (2016) investigaram os efeitos 

combinados da limitação de nitrogênio e concentrações selecionadas de metais (Ferro, 

Magnésio e Cálcio) na produtividade da Acutodesmus obliquus, sob condições limitadas de 

nitrogênio. Os resultados demonstram que o estresse por metais combinados pode aliviar a 

restrição da baixa produção de biomassa. 

Wan et al. (2014) avaliaram o efeito do ferro sobre o crescimento, acumulação de 

lipídios e perfil da expressão genética da microalgas Chlorella sorokiniana. Os resultados 

apresentam aumento das densidades celulares finais em quase duas vezes, e a concentração de 

lipídios aumentou de 12% para 33% na adição do ferro, o rendimento de lipídios chegou a 

179 mg/L. 

O acúmulo de lipídios também foi testado por Ren et al. (2014) porém com 

Scenedesmus sp. a partir da adição de íons metálicos e EDTA. Da mesma forma que 

demostrado em outras pesquisas, a adição de íos metálicos demonstrou ser benéfica para a 

acumulação de lipídios, sendo verificado aumento de 29,7% na produtividade lipídica, em 

relação ao controle. 

 

2.4.3 Intensidade de luz e fotoperíodo 
  

 A intensidade de luz e o fotoperíodo desempenham papel importante no crescimento e 

distribuição das algas. Sob alta intensidade luminosa, alguns complexos são frequentemente 

confrontados, em razão do excesso de energia de excitação. Esses complexos resultam em 

uma adaptação evolutiva das microalgas para maximizar a absorção de luz para que elas 

sobrevivam em ambientes de pouca luz. Isso ocorre em função da danificação no aparelho 

fotossintético, levando a uma densidade celular reduzida de culturas microalgais por ação da 

penetração insuficiente de luz nas partes internas do meio de cultivo (CHUNG; LEE; 

CHUNG, 2017). 
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 As espécies reativas de oxigênio possuem efeito em organismos fotossintéticos a partir 

de iluminação excessiva, isso ocorre devido à entrada excessiva de energia aumentar os níveis 

de moléculas excitadas, oxidando as moléculas. É importante ressaltar que a iluminação 

excessiva pode resultar em uma diminuição da produção de biomassa e posteriormente, uma 

redução de pigmentos de alto valor (HE et al., 2015). 

 Os regimes de luz são considerados fatores importantes na produtividade e rendimento 

das reações fotossintéticas. Um estudo visando a comparação de diferentes fotoperíodos foi 

realizada por Jacob-Lopez et al. (2009) para avaliar a produção de biomassa e a fixação de 

carbono da cianobactéria Aphanothece microscopica Nägeli em fotobiorreatores de colunas 

de bolhas. A pesquisa foi conduzida por meio de alterações no fotoperíodo a cada 2h. Valores 

máximos de 5,100 g de biomassa.L-1 e 1440 gCO2.L-1.d-1 foram obtidos para a concentração 

máxima de células e taxa de fixação de dióxido de carbono, respectivamente, sob regime de 

luz contínua. A redução do desempenho foi evidenciada em função da duração do regime de 

luz, com exceção do período de 12h/12h (claro/escuro). 

 Cabe ressaltar ainda, que além das mudanças nas taxas de crescimento de biomassa e 

fixação de CO2, a biomassa formada em cada condição de fotoperíodos pode ter uma 

composição bioquímica diferente. Em condições de períodos de luz limitadas, microalgas 

cultivadas fotoautotróficamente, assimilam preferencialmente o carbono para a síntese de 

aminoácidos e outros constituintes celulares essenciais. Enquanto que sobre condições de luz 

saturada, açúcares e amidos são formados através da via de redução de fosfato de pentose 

(ZAK et al., 2001). 

  

2.4.4 Estresse por salinidade 
 

A salinidade é amplamente usada para induzir o estresse em microalgas. Se o estresse 

por salinidade for utilizado para estimular o acúmulo de biocompostos e a taxa de crescimento 

for satisfatória, a estratégia será uma boa alternativa para aumentar o acúmulo e a 

produtividade destes compostos (HO et al., 2014). Da mesma forma, sabe-se que este estresse 

influencia diversos mecanismos fisiológicos e bioquímicos associados ao crescimento e 

desenvolvimento das microalgas, devido aos altos teores de sal dificultar a absorção de água e 

nutrientes (CHOKSHI et al., 2017). 

 O acúmulo de moléculas protetoras como o glicerol e de espécies reativas de oxigênio 

podem ajudar as células microalgais a enfrentar estresses por salinidades. Esses mecanismos, 

por sua vez, estimulam a biossíntese de produtos como armazenamentos ricos em energia 
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(WHANG et al., 2016). Logo, expor algas a níveis de salinidade inferiores ou superiores aos 

níveis naturais podem alterar a taxa de crescimento e a composição celular. 

Estudos demonstram que a salinidade aumenta o teor de lipídios e carboidratos 

(JUNEJA, et al., 2013), devido ao fato de altas condições de salinidade levarem ao estresse 

oxidativo, apresentando resposta ambientalmente desfavorável para o crescimento e a 

necessidade de armazenamento de compostos ricos em energia para poder sobreviver em um 

ambiente mais severo (PANCHA, et al., 2015a). Segundo Zhila et al., (2011) e Chokshi et al. 

(2017) a concentração de biocompostos em microalgas é melhorado significativamente 

aumentando-se a concentração de NaCl. 

 Pancha et al (2015a) estudaram o efeito da indução de estresse oxidativo a partir da 

salinidade para aumentar a produção de biocombustíveis da microalga Scenedesmus sp. 

CCNM 1077. Os experimentos foram realizados em dois estágios. Os resultados demonstram 

que em elevadas concentrações de NaCl (400 mM), as concentrações de carboidratos e 

lipídios aumentam, porém diminui-se a produtividade de biomassa.  

 O estresse oxidativo induzido por salinidade alterou as respostas fisiológicas e 

melhorou o potencial de biocombustíveis da microalga Acutodesmus dimorphus. A adição de 

200 mM de NaCl resultou em acumulação de carboidratos e lipídios em mais de 50% 

(CHOKSHI et al., 2017). 

   

2.4.5 Radiação ultravioleta 
 

 A luz é um fator crucial no crescimento microalgal. O excesso da intensidade 

luminosa pode levar a efeitos como a foto oxidação e fotolimitação, enquanto que baixas 

intensidades luminosas podem limitar o crescimento das microalgas (LOERA-QUEZADA; 

ANGELES; OLGUÍN, 2011).  

 A radiação UVA (320-400 nm), UVB (280-320 nm) e UVC (100-280 nm) induzem 

efeitos deletérios geneticamente e fisiologicamente sobre muitas formas de vida de 

ecossistemas terrestres e aquáticos. Estudos têm demonstrado que o UVB reduz a taxa de 

crescimento e a atividade fotossintética do fitoplâncton, podendo prejudicar ainda a estrutura 

do DNA causando mutações ou morte celular (GUIHÉNEUF et al., 2010). Já o UVC é 

conhecido por sua função germicida e bactericida, por possuir elevada energia associada ao 

seu menor comprimento de onda, sendo altamente lesiva e podendo causar efeitos 

mutagênicos. As radiações em UVA são menos energéticas, em virtude do maior 

comprimento de onda, originando radicais livres oxidativos (ARAÚJO; SOUZA, 2008). 
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 Em estudo realizado por Kumar et al. (2018), o efeito da radiação UV-B foi 

investigado sobre o crescimento, concentrações de carboidratos e lipídios da microalga 

Chlorella sorokiniana UUIND6. A partir dos resultados obtidos foi concluído que as luzes 

UV levam a sérios efeitos na microalga, reduzindo o crescimento, clorofila, carotenoides e 

teores de carboidratos, enquanto que os teores de proteínas foram aumentados. Já em estudo 

reportado por Liu et al. (2015), a exposição de Chlorella sp. em radiação ultravioleta (254 

nm) levou a uma diminuição significativa da clorofila enquanto que o mutante levou um 

aumento do conteúdo lipídico (28,1%). 

 Cosazza et al. (2015) estudaram a influência de duas condições de estresse oxidativo, 

sendo eles a concentração de TiO2 e radiação UV. Os resultados demonstram que as variáveis 

não influenciaram na produção final de biomassa. Porém, neste mesmo estudo verificou-se 

aumento no teor de lipídios com a aplicação de radiação UV. Outros testudos têm sido 

focados nos efeitos da radiação UV-C visando uma investigação sobre o crescimento e 

integridade celular de como um método para prevenir a proliferação de cianobactérias (TAO 

et al., 2010). 

 

2.4.6 Peróxido de Hidrogênio 
 

 Ao contrário da limitação de nutrientes, a oxidação química aumenta a peroxidação 

lipídica em microalgas, logo quando se tem um aumento das espécies reativas de oxigênio se 

tem por consequência um aumento do teor de lipídios (SIVARAMAKRISHNAN; 

INCHAROENSAKDI, 2017). O H2O2 é um oxidante forte que pode iniciar um dano 

oxidativo localizado, levando à interrupção das funções metabólicas e perda de integridade 

celular em locais onde se acumula (MALLICK; MOHN, 2000).  

 A fim de estudar o efeito do peróxido de hidrogênio e da radiação UV e 

Sivaramakrishnan e Incharoensakdi (2017) realizaram uma pesquisa com a microalga 

Scenedesmus sp. para testar o aumento das concentrações de lipídios. A radiação UV levou a 

um aumento de 1,9 g.L-1 para 2,4 g.L-1 e de 40% para 55% de peso seco de células, após 12 

dias de tratamento. A combinação entre radiação UV e estresse por peróxido de hidrogênio foi 

positiva levando a um aumento de biomassa e de lipídios, em três vezes. 

 O efeito de H2O2, Mn 2+ e Co 2+ em biomassa e lipídios da microalga verde Chlorella 

vulgaris foi testado por Battah et al. (2015). A produtividade de lipídios aumentou em 29% 

em relação ao controle quando o peróxido de hidrogênio 4 mM foi adicionado ao meio de 

cultura. Da mesma forma, o cloreto de manganês propiciou um aumento de 16% com a adição 
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de 10 μM ao meio de cultivo e todas as concentrações de nitrato de cobalto aumentaram o 

conteúdo lipídico em até 25%. 
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3 METODOLOGIA 
 

 Os cultivos foram realizados em dois estágios, conforme indicado pelo fluxograma da 

Figura 2. No primeiro estágio, os cultivos foram realizados em condições padronizadas (meio 

Zarrouk 50%) a fim de obterem-se concentrações celulares altas, enquanto que no segundo 

estágio foi realizada a aplicação de estresses físicos e nutricionais a fim de induzir o acúmulo 

de carboidratos intracelulares e a produção de biossurfactantes extracelulares na microalga S. 

platensis. 

 

Figura 2- Fluxograma geral do estudo 
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3.1 Microalga e condições de estresse 
  

Foi utilizada a cepa da microalga Spirulina platensis disponível no Laboratório de 

Bioquímica e Bioprocessos, localizado no prédio L1 da Universidade de Passo Fundo- RS/ 

Brasil. A S. platensis foi cultivada em meio Zarrouk a 50%, cuja composição está apresentada 

na Tabela 1.  

Tabela 1- Composição do meio Zarrouk 50% 

Reagentes Concentração (g.L-1) 

NaHCO3 8,4 

K2HPO4 0,25 

NaNO3 1,25 

K2SO4 0,5 

NaCl 0,5 

MgSO4.7H2O 0,1 

CaCl2 0,02 

FeSO4.7H2O 0,005 

EDTA 0,04 

Fonte: ZARROUK, 1966 

 

Os cultivos foram realizados em dois estágios:  

a) no primeiro estágio a microalga foi cultivada a 30°C, fotoperíodo 12h claro/escuro, 

luminosidade 44,55 μmol fótons m-².s-¹ através de lâmpadas fluorescentes, agitação 

a partir de injeção de ar constante e concentração inicial de inóculo de 0,20 g.L-1. 

Os cultivos foram realizados em erlenmeyers de 1000 mL com volume útil de 800 

mL;  

b) no segundo estágio, as células foram submetidas a centrifugação e novamente 

inseridas em meios de cultivo adicionados de estresses físicos ou nutricionais. Para 

tanto, um volume de 800 mL de meio contendo a Spirulina no início da fase 

estacionária de crescimento (18º d) foi centrifugado a 3500 rpm, durante 10 min, 

exceto para a condição de estresse por radiação ultravioleta, na qual a aplicação do 

estresse ocorre antes do processo de separação das células. Após centrifugação, a 

biomassa foi reinoculada em meio contendo 800 mL de meio Zarrouk 20%, o qual, 

devido a menor concentração de nutrientes, pode induzir a síntese intracelular de 

carboidratos (SALLA et al., 2016).  



33 
 

 

Controles com meio Zarrouk 50% e 20% foram realizados para fins de comparação. 

Os ensaios foram realizados em duplicata durante um período de 15 d. Amostras foram 

coletadas após este período para a determinação dos teores de carboidratos e proteínas na 

biomassa.  

Nos meios residuais isentos de células, avaliou-se a capacidade de produção de 

biossurfactantes a partir de atividades emulsificantes e redução de tensão superficial, no 

tempo inicial e final do primeiro e do segundo estágio de cultivo. 

 

3.1.1 Definição das condições de estresses ambientais e nutricionais  

  

 As condições de estresse utilizadas são demonstradas da Tabela 2. Cada estresse foi 

aplicado isoladamente, em diferentes concentrações.  Dois ensaios controles foram realizados 

a fim de verificar o comportamento das condições normais de cultivo. O primeiro estágio de 

ambos os cultivos foi em Zarrouk 50%, sendo cultivado por 18 d. Após as células foram 

colhidas e reinoculadas em meio contendo Zarrouk 50% (Controle 1) e outro em meio 

Zarrouk 20% (Controle 2).  

 

Tabela 2- Condições de estresses celulares 
 

Estressor 

Nível de estresse 

1 2 3 

NaCl (mM) 200 300 400 

Metais (g.L-1)    

                Suplementação de Ca +2 0,0108 0,0216 0,0324 

                Suplementação de Fe +2 0,0075 0,015 0,0225 

                Limitação de Ca +2 0,006 0,004 0,002 

                Limitação de Fe +2 0,0015 0,001 0,0005 

                Limitação de Mg +2 0,03 0,02 0,01 

Peróxido de Hidrogênio (mM) 50 25 12,5 

Radiação Ultravioleta (min) 2 4 6 

 

Para o estresse com a radiação ultravioleta, as células foram cultivadas no meio 

Zarrouk 50% até fase estacionária de crescimento sendo posteriormente adicionadas em 

placas de Petri (5 mL em placas com 10 cm de diâmetro) e expostas à radiação ultravioleta 
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através de uma câmara de fluxo laminar com uma lâmpada de 30 W a uma distância de 53 cm 

da superfície, por tempos determinados na Tabela 2. O meio exposto na radiação UV foi 

mantido durante 24h no escuro para evitar fotorreativação (LIU et al., 2015). Após este 

período as células foram centrifugadas e cultivadas em Zarrouk 20% durante 15 d. Os 

estresses realizados a partir dos metais Fe, Mg e Ca foram realizados pelas modificações de 

concentrações dos reagentes do meio de cultivo Zarrouk sendo FeSO4.7H2O, MgSO4.7H2O e 

CaCl2, respectivamente.  

 

3.1.2 Aplicação de estresse por mudanças de luminosidade 
 

Para verificar a influência do fotoperíodo e da luminosidade sobre a S. platensis, três 

cultivos foram realizados. Para isso, a S. platensis foi inoculada em Zarrouk 50%, até início 

da fase estacionária de crescimento, sendo cultivada sob condições de temperatura 30°C, 

fotoperíodo 12h claro/escuro, luminosidade 44,55 μmol fótons m-².s-¹ através de lâmpadas 

fluorescentes, agitação a partir de injeção de ar constante e concentração inicial de inóculo de 

0,20 g.L-1. Após 18 d de cultivo em Zarrouk 50%, as células foram colhidas e reinoculadas 

em Zarrouk 20% alterando o período claro/escuro em três níveis, sendo 18h/06h, 06h/18h e 

12h/12h. Para a realização dos estresses por fotoperíodo os ensaios foram realizados em 

estufa incubadora com lâmpadas de luz fria (LED), luminosidade de 67,5 μmol fótons m-2 s-1, 

temperatura 30°C. Ao final de 15 d, as células foram colhidas, sendo realizada a quantificação 

de carboidratos e proteínas e biossurfactantes extracelulares. 

 

3.1.3  Combinação de estresses celulares 

  

 A partir dos resultados obtidos dos estresses nutricionais e ambientais, foi realizado 

um planejamento fatorial 22, com cultivo em dois estágios, porém, sem o processo de 

centrifugação ao final do primeiro estágio. Os cultivos foram realizados em erlenmeyers de 

1000 mL com volume útil de 800 mL em estufa incubadora de luz fria (BOD), luminosidade 

de 67,5 μmol fótons m-2 s-1, temperatura 30°C, fotoperíodo 18h/06h (claro/escuro), com 

limitação de Mg (0,01 g.L-1) e em Zarrouk 20%. O primeiro estágio de cultivo teve duração 

de 18d. Ao final do primeiro estágio, os cultivos foram estressados conforme estabelecido na 

Tabela 3, utilizando 300 mM de NaCl e  exposição a radiação ultravioleta com duração de 6 

min. Um ensaio controle foi realizado em Zarrouk 20%, sem redução de Mg, em fotoperíodo 
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de 18h/06h claro/escuro para verificação da influência da limitação do metal. Os ensaios 

foram realizados em duplicata. 

 
Tabela 3- Níveis reais e codificados do Delineamento Fatorial Completo 2² 

Experimento X1- Salinidade (NaCl mM) X2- Radiação Ultravioleta (min) 
E1 (-1)     0 (-1)   0 
E2 (+1) 300 (-1)   0 
E3 (-1)      0 (+1)  6 
E4 (+1) 300 (+1)  6 

 
 As quantificações de carboidratos (DUBOIS et al., 1956) e proteínas (LOWRY et al., 

1951) foram realizadas a cada 2 d, ao longo do segundo estágio de cultivo, a fim de avaliar a 

composição bioquímica ao longo da aplicação dos estresses determinados pelo delineamento 

fatorial (Tabela 3). 

 

3.2 Determinações analíticas 
 
3.2.1 Determinação do crescimento e produtividade de biomassa 
  

 A concentração de biomassa das microalgas foi determinada a cada 48h através de 

medida de densidade ótica em espectrofotômetro a 670 nm, conforme estabelecido por Costa 

et al. (2002). Curvas de crescimento foram obtidas ao longo do processo de crescimento para 

todos os ensaios, das quais foram obtidas as concentrações finais de biomassa.  

 Os parâmetros avaliados foram a produtividade no primeiro e segundo estágio de 

cultivo e a final (P g.L-1.d-1) sendo obtida através da Equação 1. A velocidade específica 

máxima de crescimento (μmáx, d-1) (Equação 2), e o tempo de geração (tg)  (Equação 3). 

 

Produtividade em biomassa  g.L-1.d-1 = x-x0

t-t0
                                              (1) 

 

Sendo X a concentração de biomassa (g.L-1) no tempo t (d) e X0 é a concentração de 

biomassa (g.L-1) no tempo t0 (d). 

  

Velocidade específica máxima de crescimento = 1
∆t

 . ln X2
X1

                 (2) 

 

Sendo Xi a concentração de biomassa (g.L-1), e t é tempo (d) 



36 
 

 

Tempo de geração d = Ln2
μmáx

                                                                       (3) 

 

Em que  μmáx  é a velocidade específica máxima de crescimento (d-1) 

 

3.2.2 Quantificação de proteínas e carboidratos 
 
 O teor de carboidratos foi determinado pelo método fenol-sulfúrico (DUBOIS et al., 

1956) (ANEXO 1).  A produtividade de carboidratos nos cultivos (g.L-1.d-1) foi obtida através 

da Equação 4 (MARGARITES, 2014). 

 

Produtividade em carboidratos g.L-1.d-1 = Xf x CHO
100 x tc

                                  (4) 

 

 Sendo Xf é a concentração final de biomassa (g.L-1), CHO é a concentração de 

carboidratos (%) e tc é o tempo de cultivo (d). 

O teor de proteínas foi sendo determinado conforme Anexo 2 (LOWRY et al., 1951).  

Os teores de carboidratos e lipídios foram expressos em base seca. A umidade foi 

determinada por metodologia da AOAC (2000). 

 

3.2.3 Determinação das atividades emulsificantes  
 

As atividades emulsificantes foram realizadas por metodologia adaptada de Martins et 

al. (2006), no qual 3,5 mL do meio livre de células e 2 mL de óleo diesel foram adicionados 

em um tubo de amostra, sendo posteriormente agitados em agitador de tubos a 700 rpm por 1 

min. Após 24h de repouso, a leitura em paquímetro foi realizada a partir da altura da emulsão 

formada e da altura total do tubo, obtendo-se a atividade emulsificante água em óleo (A/O). A 

Figura 3 demonstra a fração de interesse A/O da atividade emulsificante.  O cálculo da 

atividade emulsificante A/O foi calculado conforme Equações 5 e 6.   
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Figura 3- Tubo de ensaio contendo emulsões A/O e O/A 

 

 Fonte: Martins et al. (2006)  

 

AE A/O= E amostra - E branco . D                                                              (5) 

 

 E= h emulsão
h total

. 100                                                                                         (6) 

 

Sendo: AE: atividade emulsificante (UE); A/O: água em óleo; E: relação centesimal 

entre a altura da emulsão água/óleo e a altura total e o D: diluição da amostra em água.  

 

3.2.4  Determinação da tensão superficial  
  

A determinação da tensão superficial foi realizada ao início e final dos cultivos, em 

tensiômetro digital (Biolin Scientific, modelo Sigma 702), com a adição de 10 mL de meio 

livre de células em temperatura ambiente, realizado em triplicata.  Os dados obtidos da tensão 

superficial foram também avaliados de acordo com redução da tensão superficial, obtida de 

acordo com a Equação 7.  

  

                                R= Ti-Tf
Ti

*100                                                          (7) 

 

Sendo, Ti a tensão superficial no tempo de 0h; Tf a tensão superficial no final do 

cultivo de cada estágio.  
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3.3 Análise dos dados 
 

 As diferenças entre as médias dos cultivos da etapa um foram avaliadas pela Análise 

de Variância em um nível de 95% de confiança, com posterior comparação pelo teste de 

Tukey. Os experimentos realizados com variação do fotoperíodo foram analisados 

individualmente, devido às diferenças na luminosidade e estufa de cultivo.  
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4. RESULTADOS E DISCUSSÕES

 

4.1 Efeito das condições de cultivo no crescimento, produtividade e composição de 

carboidratos e proteínas 

 
A Figura 4 mostra as curvas de crescimento dos cultivos microalgais durante o 

primeiro e segundo estágio, correspondentes aos ensaios com estresses nutricionais e com 

radiação UV e peróxido de hidrogênio. As velocidades específicas de crescimento celular, o 

tempo de geração e produtividades finais de biomassa de cada estágio são apresentados na 

Tabela 4. 

 

Figura 4- Efeito das condições de estresse sobre o crescimento celular da S. platensis 

a) Controles b)NaCl 

 
 

 
 

c) Suplementação de Ca d) Suplementação de Fe 
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e) Limitação de Ca f) Limitação de Fe 

 
 

g)Limitação de Mg h) Peróxido de Hidrogênio 

 
 

 
i)Radiação Ultravioleta    

               
 

O valor médio de concentração de biomassa no primeiro estágio de cultivo foi de 

1,64± 0,18  g.L-1. O processo de centrifugação realizado entre a transição do primeiro estágio 

para o segundo acarretou em uma perda de biomassa de aproximadamente 0,5±0,22 g.L-1.   
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Observando-se a Figura 4, verifica-se que os cultivos não apresentaram fases de 

adaptação no primeiro estágio. Isso ocorre devido os cultivos com a S. platensis encontrarem-

se adaptados ao meio Zarrouk, que comumente é utilizado na manutenção dos inóculos, 

iniciando imediatamente a fase de crescimento logarítmico. Essa situação ocorre quando não 

existem grandes diferenças entre os inóculos e os meios de cultivo (LOURENÇO, 2006). 

Mudanças no pH também não foram verificadas, permanecendo na faixa de pH ótimo para a 

S. platensis, entre 9 e 10, para os dois estágios de cultivo. 

O tempo médio de crescimento logarítmico das biomassas cultivadas no primeiro 

estágio foi de 14±1,17 d com tempo de geração de 5±0,4 d. Observou-se que após o processo 

de centrifugação e inserção das células em Zarrouk 20% o tempo de geração foi em geral 

superior ao do primeiro estágio. 

Três fatores podem explicar o aumento nos tempos de geração na transição entre os 

estágios I e II. O primeiro fator é a inserção das condições de estresse no segundo estágio. O 

segundo fator é que no início do segundo estágio, as concentrações iniciais de células eram 

superiores às do primeiro estágio, provocando o efeito de sombreamento, já reportado na 

literatura por resultar em reduções nas velocidades específicas de crescimento. O fenômeno é 

conhecido como fotolimitação e ocorre devido ao sombreamento que as células da superfície 

causam nas células que se encontram no interior de meio de cultivo (RICHMOND; 

VONSHAK, 1978). O terceiro fator é o processo de centrifugação utilizado para a colheita 

das células que consiste na colisão, agregação e sedimentação da biomassa por uma força 

centrípeta, que expõem as células a elevadas forças gravitacionais e de cisalhamento, podendo 

danificar sua estrutura (PIRES et al., 2012).  

No ensaio controle 2 (Zarrouk 50% no primeiro estágio e Zarrouk 20% no segundo 

estágio, Figura 4a) verifica-se que a redução na concentração do meio de cultivo não 

ocasionou redução da produção de biomassa final e dos parâmetros cinéticos da S. platensis. 

A μmáx do cultivo controle 1, em Zarrouk 50% no segundo estágio foi de 0,038±0,011 d-1 com 

tg de 19 d em comparação com uma μmáx de 0,040±0,011 d-1 com tg de 18 d no controle 2, em 

Zarrouk 20% (p>0,05).  

Os parâmetros cinéticos de crescimento da microalga S. platensis são dependentes das 

condições de cultivo utilizadas. Em estudo desenvolvido por Andrade e Costa (2008), 

verificou-se que o cultivo utilizando a S. platensis LEB-52 em meio autotrófico apresentou 

concentração máxima de biomassa de 1,44±0,04 g.L-1, produtividade máxima igual a 

0,045±0,002 g.L-1.d-1, atingindo uma velocidade específica máxima de 0,117±0,013 d-1 e fase 

log de aproximadamente 30 d.  
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Os ensaios realizados com a adição de estresses por NaCl em meio com limitação de 

nutrientes (Zarrouk 20%), (Figura 4b), apresentaram μmáx, tg e  estatisticamente iguais aos 

ensaios controles no segundo estágio de cultivo. Os estresses por salinidade não afetaram a 

produtividade de biomassa em relação ao controle, indicando que maiores concentrações de 

NaCl podem ser adicionas ao meio para induzir maiores estresses na microalga.    

Em estudo similar a este, Álvarez-Díaz et al. (2015) realizaram cultivos com modo de 

operação em dois estágios, demonstrando crescimento máximo de 1,03 g.L-1 para a microalga 

S. obliquus no primeiro estágio, não havendo posterior crescimento no segundo estágio com a 

aplicação de estresse por salinidade (0-15g.L-1/256 mM) e aeração (0-4%), apenas variações 

na concentração de biomassa de 0,811 g.L-1 e 1,15 g.L-1.  

No estudo proposto por Álvarez-Díaz et al. (2015) não foram realizados processos de 

centrifugação, não ocorrendo perdas de biomassa antes da adição do estresse. No entanto, 

mesmo que ocorra uma pequena redução na produção celular em função do estresse por NaCl 

e centrifugação, é demonstrado na literatura que maiores concentrações de carboidratos 

ocorrem devido ao estresse celular, que desencadeia a produção de espécies reativas de 

oxigênio como O2, H2O2, O2
-, OH-. Estas moléculas reativas de oxigênio são altamente 

tóxicas, sendo responsáveis por causar danos às proteínas, lipídios, DNA e outras 

macromoléculas, inibindo também o crescimento celular (CHOKSHI et al., 2015) e 

desencadeando a síntese de carboidratos e lipídios em microalgas. 

Para os ensaios realizados com o cálcio como agente estressor (Figura 4c e 4e, 

suplementação e limitação de Ca, respectivamente), observa-se o mesmo comportamento dos 

ensaios realizados por NaCl e controle, entre a transição do I para o II estágio, porém com um 

aumento de biomassa ao final do processo. Isso ocorre porque sobre baixas concentrações de 

estresse, o Ca é solubilizado, tornando-se disponível para o crescimento celular.  

Em estudo realizado por Pérez-Pazos e Fernández-Izquierdo (2011) demonstrou-se 

que sob altas concentrações de carbonato de cálcio (1,5 g.L-1) a solubilidade do nutriente é 

excedida e tende a precipitar, promovendo uma redução no crescimento microalgal e por 

consequência um aumento no teor de lipídios das células de Chlorella sp. Este estado é 

caracterizado por modificações nas funções fisiológicas básicas que causam a ativação de 

mecanismos defensivos, levando ao ajuste do metabolismo celular a novas condições. 

As maiores μmáx foram obtidas pelos ensaios com limitação de cálcio (0,056 d-1; 

0,056d-1 e 0,058 d-1) e também os menores tempos de geração (12d, 12d e 13d). Em relação 

aos controles, nenhuma diferença entre as Pfinais foram verificadas, tanto para a limitação 

quanto para a suplementação de Ca. Em estudo como os desenvolvido por Esakkimuthu et 
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al.(2016) demonstrou-se que concentrações otimizadas de limitação de micronutrientes como 

o Ca e Mg, desencadeiam na síntese de compostos de interesse, sem prejudicar o crescimento 

celular das microalgas. Também foi verificado em estudo proposto por Hanifzadeh, Garcia e 

Viamajala (2018), que a limitação de cálcio provocou um aumento de 30% nas produtividades 

de biomassa, em relação ao controle com excesso de nutrientes. A limitação do micronutriente 

também foi responsável por um aumento dos teores de carboidratos (10 vezes) e lipídios (3 

vezes) na microalga Chlorella sorokiniana str SLA-04. 

 Os ensaios a partir da suplementação de Ferro (Figura 4d) apresentaram maiores μmáx 

no segundo estágio para a maior concentração de estresse (0,0225 g.L-1) correspondendo a um 

tg de 10 d. Em decorrência do maior crescimento na presença de Fe a produtividade no 

primeiro e segundo estágio foi a mesma 0,07 g.L-1.d-1. A suplementação de ferro nos meios de 

cultivo estimulou a concentração de biomassa em microalgas. Foi verificado em outro estudo 

que a adição de Fe3+ demonstrou densidade celular significativamente maior ao controle 

quando adicionada por duas vezes, o aumento na densidade chegou a ser 2,35 vezes maior 

(LIU; WANG; ZHOU, 2008).  

O ferro é um elemento essencial para a sobrevivência de todos os organismos vivos, 

incluindo os fotossintetizantes que possuem exigência especial por o ferro, como cofator em 

múltiplos elementos do seu sistema de transporte de elétrons. As limitações de ferro podem 

fazer com que as células fotoautotróficas percam a sua capacidade fotossintética, afetando o 

crescimento das microalgas (WAN et al., 2014; SUN et al., 2014). Neste estudo, a limitação 

de Ferro (Figura 4f) em 0,0005 g.L-1 foi responsável pelas maiores μmáx , sendo diferente dos 

cultivos controles em Zarrouk 50% e 20% (p<0,05). No entanto, nenhuma diferença foi 

verificada quanto as Pfinais, em relação aos ensaios controle. 

O Mg (Figura 4g), assim como o Fe e o Ca, quando adicionado em concentrações 

reduzidas, provocou um aumento na concentração de biomassa ao final do cultivo (2,15 g.L-1, 

2,37 g.L-1 e 2,14 g.L-1) apresentando μmáx  de 0,045 d-1; 0,045 d-1 e 0,035 d-1, respectivamente, 

nas concentrações de Mg adicionadas de 0,03 g.L-1, 0,02 g.L-1 e 0,01 g.L-1, sendo que nestes 

ensaios obtiveram-se elevadas produtividades em biomassa.  

 Foram observados na literatura muitos estudos sobre a limitação de nutrientes como o 

nitrogênio e o fósforo, tanto sobre o crescimento de microalgas quando ao acúmulo de 

carboidratos e lipídios. Exemplos são demonstrados por Markou, Chatzipavlidis e 

Georgakakis (2012b) e Margarites e Costa (2014). No entanto, são escassos os relatos sobre a 

limitação dos micronutrientes como o Ca e Mg. Ainda assim, os estudos encontrados abordam 

a influência dos micronutrientes sobre a composição em lipídios da biomassa para posterior 
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produção de biodiesel, como foi demonstrado por Gorain, Bagchi e Mallick (2013). Neste 

estudo, o efeito das concentrações de cálcio, magnésio e salinidade foram investigados no 

crescimento das microalgas Chlorella vulgaris e Scenedesmus obliquus. As maiores 

concentrações celulares ocorreram para as maiores concentrações de magnésio. Em ambas as 

depleções, Ca e Mg, o crescimento das microalgas foi afetado (GORAIN;BAGCHI; 

MALLICK, 2013).  

 Por ser um forte agente oxidante, o peróxido de hidrogênio causou um efeito deletério 

nos cultivos com concentração de 25mM e 50 mM, logo no primeiro dia após a exposição. 

Observa-se na Figura 4h que nas concentrações mais elevadas de H2O2 o cultivo precisou ser 

encerrado antes do período proposto de 15 d. A concentração de 12,5 mM foi a única na qual 

a microalga suportou a concentração, apresentando crescimento com μmáx de 0,045±0,01 d-1 

no segundo estágio. 

Reações redox de espécies reativas de oxigênio, como o peróxido de hidrogênio 

resultam em toxicidade devido a condições de estresse oxidativo. Estas espécies reativas de 

oxigênio (ERO) são consideradas importantes na resposta celular. O acúmulo de ERO 

induzido pelo estresse é neutralizado por um mecanismo de defesa integral das células, que 

elimina o excesso de oxidantes e evita os efeitos nocivos das ERO (CIRULIS; SCOTT, 

ROSS, 2013).  

 O peróxido de hidrogênio é um oxidante forte que pode iniciar danos oxidativos 

localizados, levando ao rompimento das funções metabólicas e perda da integridade celular 

nos locais onde se acumula. Há estudos em que diferentes concentrações de peróxido foram 

utilizadas para verificar a tolerância da S. plantensis ao estresse, como o desenvolvido por El-

Baky, Baz e El-Baroty (2009), em que concentração de 2 mM, 4 mM, 6 mM e 8 mM de H2O2 

foram utilizadas no meio de cultivo, monitorando-se a taxa de crescimento. O estudo 

demonstra redução gradual sob o estresse por H2O2, em dependência do tempo de exposição e 

da concentração. Mesmo assim, a S. platensis apresentou certa tolerância aos estresses 

aplicados. Além da aplicação para a indução da síntese de lipídios, como verificado nos 

estudos já citados, há pesquisas que demonstram a aplicação de peróxido de hidrogênio para 

induzir morte celular em cianobactérias (BARRINGTON; GHADOUANI, 2008). 

 Os ensaios expostos a diferentes tempos de radiação ultravioleta (Figura 4i) 

apresentaram crescimento apenas em 2 min de exposição à luz UV, com μmáx  de 0,033 d-1 e tg 

de 21 d. A ausência de crescimento da S. platensis devido a exposição à radiação UV pode ser 

explicada em virtude dos danos ao DNA, prejudicando a fotossíntese e crescimento das 
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microalgas (ZHANG et al., 2017) e a fotoinibição (inibição da atividade fotossistema II). 

(MURATA et al., 2017). 

 Em estudo desenvolvido por Zhang et al. (2017) demonstrou-se  que a radiação UV-B 

impede a divisão celular da microalga marinha Dunaliella salina, porém não o crescimento 

celular. Isso porque na medida em que se aumentava a radiação UV-B se reduzia a densidade 

celular, mas os conteúdos de proteínas e glicerol, essenciais para o crescimento celular 

aumentavam, logo sugeriu-se que o UV-B exercia efeito negativo sobre a divisão celular, e 

não sobre o crescimento. Também foi demonstrado que a absorção de nutrientes foi afetada 

pela exposição da UV-B, promovendo espécies reativas de oxigênio. Neste mesmo estudo, 

verificou-se uma correlação significativa entre Ca2+ e –ATPase e mais componentes 

antioxidantes quando a microalga foi exposta ao UV-B. No entanto, a adição de Ca 

suplementado, não aumentou a capacidade antioxidante das células. Este resultado diverge de 

outros estudos, onde a adição de Ca2+ alivia os danos abióticos, inibindo a geração de espécies 

reativas de oxigênio (BRESSAN; HASEGAWA; PARDO, 1998).  

Quando as microalgas são cultivadas em condições de estresse, elas reagem e 

modificam seu padrão e estratégias metabólicas, a fim de lidar com as dificuldades sob as 

condições a elas impostas. Essa mudança dinâmica na estratégia metabólica afeta a 

composição da biomassa (MARKOU; NERANTZIS, 2013). 

As quantificações de carboidratos e proteínas foram realizadas ao final do segundo 

estágio de cultivo, momento em que ocorreu a colheita das células por processo de 

centrifugação. Os teores de carboidratos e proteínas (Figura 5) e suas respectivas 

produtividades (Figura 6) foram determinados. 

O cultivo controle 1 e 2 (Figura 5a) realizados em meio Zarrouk 50% no primeiro 

estágio e em Zarrouk 50% (controle 1) e 20% (controle 2) no segundo estágio, não 

apresentaram diferença significativa (p>0,05) entre os teores de carboidratos, passando de 

7,97±0,39% para 9,93±0,03%, respectivamente. Muitos estudos relatam que a intensidade de 

luz interfere na composição bioquímica das microalgas, logo pode se esperar que em baixas 

condições de luminosidade como a utilizada nos cultivos (44,55 μmol m-²s-¹), a limitação de 

nutrientes não tenha grande influência sobre os cultivos, como teria em intensidades de luz 

superiores. 
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Figura 5- Concentração de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 
Spirulina platensis ao final do segundo estágio dos cultivos nos experimentos controle e com 

estresses nutricionais e ambientais 
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g) Limitação de Magnésio  

 

h) Peróxido de Hidrogênio 

 
 

i) Radiação Ultravioleta    

                                                
Valores médios ± desvio padrão. Letras iguais em barras de cores iguais indicam igualdade estatística em um 
nível de 95% de confiança (p>0,05). Letras maiúsculas referem-se aos carboidratos e letras minúsculas aos 
teores de proteínas. 
 

No estudo realizado por Magro et al (2017), elevadas concentrações de carboidratos 

(72%) para a mesma cepa de S. platensis cultivada em estufa com luminosidade em condições 

ambientais de 670,88 μmol fótons m−2.s−1
, foram encontradas. Utilizando a mesma cepa, 

Rempel et al. (2018) também encontraram elevadas concentrações de carboidratos de 56,56%, 

quando realizou cultivos de S. platensis em mini raceways por 12 dias, em condições 

ambientais de luz. Em ambos os estudos foi utilizado Zarrouk 20%. As hipóteses para as 

maiores concentrações de carboidratos intracelulares obtidas nos estudos desses autores são as 

maiores intensidades de luz, que é positivamente correlacionada com maiores produções de 

biomassa e carboidratos (AIKAWA et al., 2012) e também a agitação da cultura (HUANG et 

al., 2015).  

As maiores concentrações de carboidratos neste estudo foram encontradas para os 

cultivos com estresse por NaCl (Figura 5b) em 200 mM (20,39±0,21%), 300 mM 

(21,62±0,16%) e 400 mM (23,36±1,10%). Não houve diferença significativa nos estresses 

salinos entre si (p>0,05) em relação aos teores de carboidratos. Analisando as Figuras 5a e 5b, 
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correspondentes aos ensaios controle e com estresse por NaCl, verifica-se uma relação entre o 

aumento dos teores de carboidratos e redução dos teores de proteínas. As maiores 

concentrações de proteínas correspondem aos ensaios controles, e as maiores concentrações 

de carboidratos aos ensaios na presença de altas concentrações de NaCl, evidenciando os 

efeitos do NaCl na mudança dos padrões metabólicos da microalga. 

A associação da restrição de nutrientes e da salinidade, como o que foi realizado neste 

trabalho, ocasiona a alteração metabólica em microalgas, resultando na conversão do 

conteúdo proteico em compostos de armazenamento de energia, como os carboidratos 

(DISMUKES et al., 2008). Utilizando a Spirulina platensis LEB 52, Margarites et al. (2016) 

identificaram aumento no teor de carboidratos utilizando 50% a menos de nutrientes e 20% a 

mais de NaCl (0,60g.L-1; 10 mM) no meio Zarrouk . Uma concentração de NaCl de 400 mM 

no meio de cultivo permitiu aumentar os teores de lipídios e carboidratos na microalga 

Scenedesmus sp. CCNM 1077 segundo PANCHA et al. (2015) e na A. dimorphus que 

acumulou 60% a mais de carboidratos (53,30±2.76%) que o cultivo controle, utilizando 200 

mM de NaCl ao meio de cultivo (CHOKSHI et al., 2017). 

A salinidade é conhecida por alterar a composição fisiológica e bioquímica das 

microalgas, sendo também responsável por aumentar os teores de lipídios e de carboidratos 

em algumas espécies de microalgas (PANCHA et al., 2015a). Paralelo a isso, a limitação das 

fontes de nitrogênio são também responsáveis por aumentar os conteúdos de carboidratos e 

lipídios na S. platensis, como foi demonstrado por Salla et al. (2016).  

A adição de cálcio (Figura 5c) como agente estressor resultou em valores máximos de 

carboidratos de 13,88±2,82% com 0,0108 g.L-1 de cálcio adicionada ao cultivo, sendo igual as 

demais variações de suplementação, porém maior e diferente da concentração do controle em 

Zarrouk 50% (7,97±0,39%). A produtividade em carboidratos utilizando 0,0108 g.L-1 de 

cálcio foi maior que ambos os controles (Figura 6c). Entre os principais nutrientes metálicos, 

o cálcio foi estudado principalmente devido à boa solubilidade, baixa toxicidade em altas 

concentrações e efeito benéfico em muitos aspectos à fisiologia de plantas. Respostas 

metabólicas detalhadas à nutrição de Ca e estresse metálico, bem como o impacto direto da 

nutrição do Ca e sua toxicidade não foram muito estudadas. Estudos têm indicado uma 

relação entre a suplementação de cálcio, propondo que este elemento pode afetar o acúmulo 

de metais e os parâmetros metabólicos de algas (KOVÁčIK; DRESLER, 2018). Respostas 

quanto a sua utilização para o estímulo de carboidratos não foram bem relatadas, 

demonstrando a necessidade em se estudar os efeitos do cálcio no metabolismo e biossíntese 

das microalgas. 
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Figura 6- Produtividades de carboidratos e proteínas (mg.L-1.d-1) na biomassa de Spirulina 
platensis ao final do segundo estágio dos cultivos nos experimentos controle e com estresses 

nutricionais e ambientais 
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i) Radiação Ultravioleta    

                                                         
Valores médios ± desvio padrão. Letras iguais em barras de cores iguais indicam igualdade estatística em um 
nível de 95% de confiança (p>0,05). Letras maiúsculas referem-se as produtividades de carboidratos e letras 
minúsculas as produtividades de proteínas. 
 

O acúmulo de carboidratos quando a limitação de cálcio foi utilizada (Figura 5e) foi 

inferior aos dos ensaios com suplementação de Ca, apresentando teores máximos de 

carboidratos de 10,90±0,29% para a concentração de cálcio em 0,002 g.L-1. A produtividade 

de carboidratos do melhor ensaio da suplementação de cálcio (0,0108 g.L-1, Figura 6c) foi de 

8,48±1,72 mg.L-1.d-1
, semelhante aos encontrados na limitação de Ca (Figura 6e) em 

concentração de 0,002 g.L-1 (8,50±0,22 mg.L-1.d-1).  

Neste estudo as diferentes concentrações de ferro adicionadas tanto na limitação 

(Figura 5f), quanto na suplementação (Figura 5d), do metal não resultaram em diferenças 

significativas entre os teores de carboidratos e proteínas, e nem sobre as produtividades 

(Figura 6f e 6d), não apresentando também diferenças em relação aos controles. 

 Em estudo similar a este desenvolvido por Sun et al. (2014), realizado com diferentes 

concentrações de ferro (0-0,37 mM), também não houve diferenças significativas na produção 

de carboidratos entre as concentrações de suplementação e limitação de Fe3+, quando 

cultivada sob condições de limitação de nitrogênio, e em dois estágios, utilizando a microalga 

Neochloris oleoabundans HK-129. Neste mesmo estudo, um aumento significativo nos teores 

de carboidratos somente ocorreu com um aumento na intensidade de luz de 50 para 100 

μmol/m²/s, mas diminuiu na medida em que a intensidade de luz aumentou de 100 para 300 

μmol/m²/s. A maior concentração de carboidratos foi de 44,16% com uma produtividade de 

91,85 mg.L-1.d-1, obtida com intensidade luminosa de 100 μmol/m²/s.  

Os três níveis de limitação de magnésio propostos neste estudo apresentaram efeitos 

semelhantes entre si, sobre os teores de carboidratos (Figura 5g) e as produtividades (Figura 

6g). A produtividade de carboidratos obtida na condição de cultivo com a menor concentração 

de Mg foi uma das maiores neste estudo, sendo inferior apenas às obtidas nos cultivos com 
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NaCl e radiação UV durante 6 min. O magnésio desempenha um papel fundamental nas 

microalgas, uma vez que é parte constituinte das moléculas de clorofila, além de possuir 

outras funções essenciais para a célula, tais como agregação de ribossomos em unidades 

funcionais e formação de catalase (BECKER, 2004). 

Em relação aos demais micronutrientes utilizados como fontes limitantes neste estudo, 

o Mg é o que possui maior concentração no meio Zarrouk, seguido pelo Ca e Fe 

(Mg>Ca>Fe). Logo, pode-se sugerir que os nutrientes e micronutrientes que possuem maiores 

concentrações no meio de cultivo, quando limitados, resultam em maiores estresses as 

microalgas, como já foi verificado em outros estudos, principalmente em relação ao 

nitrogênio e fósforo.  

Em relação ao peróxido de hidrogênio (Figura 6h), quanto maiores as concentrações 

de H2O2, menores foram as produtividades de carboidratos. Para a concentração de 12,5 mM 

obteve-se produtividade de carboidratos de 6,63±0,56 mg.L-1.d-1, sendo reduzida para  

4,55±0,58 mg.L-1.d-1 em 25 mM e 1,82±0,04 mg.L-1.d-1 em 50 mM de H2O2. Outros estudos 

demonstram a utilização do peróxido como agente estressor para a obtenção de produtos 

alvos, como por exemplo, os lipídios. Concentrações de 2 mM, 4 mM e 6 mM de H2O2 foram 

utilizadas na microalga C. vulgaris em estudo proposto por Battah et al (2015). O uso de 

peróxido de hidrogênio 2 mM e 4 mM mostrou inibição do crescimento com estimulação do 

conteúdo lipídico, enquanto que o peróxido 6 mM teve um efeito letal sobre as células. O 

estresse oxidativo por peróxido de hidrogênio também foi utilizado em Scenedesmus sp para 

estimular a biossíntese de triglicerídios (SIVARAMAKRISHNAN; INCHAROENSAKDI, 

2017). 

Estudos têm demonstrado uma relação entre a radiação UV-B e a síntese proteica, 

incluindo reduções significativas nos padrões da biossíntese de determinadas proteínas e 

indução de proteínas específicas e alterações nas intensidades das bandas de algumas 

proteínas (ABO-SHADY et al., 2008). Embora muitas pesquisem foquem na radiação UV-B, 

acredita-se que a radiação UV-C como a utilizada neste estudo, tenha efeitos mais eficientes 

nas microalgas, por ser mais enérgica (SHARMA et al., 2014 ). Assim a mutagênese por UV-

C juntamente com outros estresses, seja nutricional ou ambiental, podem estimular a síntese 

de carboidratos ou produtos alvo, como foi evidenciado neste estudo e por Sharma et al 

(2014), que obteve produção de lipídios em Tetraselmis sp. ao utilizar radiação UV-C e 

estresse nutricional.  

O tempo de exposição à radiação ultravioleta foi fundamental para o acúmulo de 

carboidratos em S.platensis (Figura 5i). Foi verificado que no maior tempo de exposição (6 
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min), obtiveram-se os maiores teores de carboidratos, sendo de 19,83±1,18% e uma das 

maiores produtividades de carboidratos (Figura 6i), sendo de 9,80±0,58 mg.L-1.d-1. A 

gravidade do dano do DNA da célula depende do tempo de exposição dos raios UV, já o 

mecanismo de auto reparo do DNA é interrompido quando mantido no escuro por 24h (LIU et 

al., 2015). 

 

4.2 Efeito dos estresses nutricionais e ambientais sobre a liberação de biossurfactantes 

nos meios de cultivo 

 

Em relação às análises de determinação de tensão superficial (Tabela 5) que indica a 

produção de biossurfactantes extracelulares, não foram observadas reduções no primeiro 

estágio de cultivo. Da mesma forma os extratos livres de células não produziram emulsões 

estáveis em ambos os estágios de cultivo, indicando que a produção de biossurfactantes 

extracelulares não foi produzida. 

Foram observadas reduções de tensão superficial no II estágio de cultivo para todos os 

cultivos realizados com a suplementação de Ca, atingindo reduções máximas de tensão 

superficial de 24,65% para o ensaio com maior nível de estresse (Ca 0,0324 g.L-1), seguido de 

22,12% para o cultivo com menor nível de estresse (Ca 0,0108 g.L-1). Estes cultivos 

apresentaram as maiores reduções de tensão superficial deste estudo, sendo estatisticamente 

iguais entre si (p>0,05). 

Segundo Cavalero e Cooper (2003), substratos solúveis em água são inicialmente 

utilizados no metabolismo celular principalmente para a síntese de porções hidrofílicas da 

molécula dos biossurfactantes, enquanto que os substratos lipofílicos são usados para a porção 

lipofílica. O cálcio é conhecido por ser um micronutriente que possui boa solubilidade, 

podendo viabilizar a formação das porções hidrofílicas, que associadas às concentrações 

lipídicas da S. platensis pode ter conduzido a redução das tensões superficiais, pela ação dos 

biossurfactantes. 

 Em estudo utilizando a microalga Spirulina platensis LEB-18, Carvalho (2014) obteve 

reduções de tensão superficial (70 mN.m-1 para 31,2 mN.m-1) quando adicionado 412 mg.L-1 

de nitrogênio ao meio de cultivo, indicando a potencialidade da microalga para  a produção de 

biossurfactantes. Radmann (2011) também verificou a produção de biossurfactantes a partir 

da redução da tensão superficial (70 mN.m-1 para 43 mN.m-1)  quando utilizou-se 5 g.L-1 de 

glicose como fonte de carbono em cultivos com a Spirulina sp. LEB-18. Em ambos os 
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estudos, a quantificação da produção de biossurfactantes foi intracelular, diferente deste 

trabalho, onde se analisam os biossurfactantes extracelulares, liberados ao meio de cultivo. 

 
Tabela 5- Efeitos dos estresses celulares sobre a tensão superficial no I e II estágio de cultivo 

Experimento 
I estágio 
(inicial) 
(mN/m) 

I estágio 
(final) 

(mN/m) 

Redução  
 I estágio 

(%) 

II estágio 
(inicial) 
(mN/m) 

II estágio 
(final)    

(mN/m) 

Redução 
II estágio 

(%) 
Controle 1 
(Zarrouk 50%) 

47,45±0,74 56,47±3,68 ND 49,41±3,79 62,53±0,95 ND 

Controle 2 
(Zarrouk 20%) 

47,04±0,08 62,33±1,65 ND 66,74±0,06 64,19±0,49 3,82±0,82b 

NaCl 200mM 48,09±0,97 49,26±0,62 ND 54,43±3,71 54,15±0,34 0,30±6,16b 
NaCl 300mM 45,59±0,69 49,84±0,54 ND 57,30±1,34 64,09±0,54 ND 
NaCl 400mM 44,30±0,84 56,72±2,78 ND 51,10±0,85 54,98±1,49 ND 
Ca 0,0108 g.L-1 55,44±1,03 54,48±2,71 ND 52,78±0,51 42,73±3,76 22,12±10,6a 
Ca 0,0216 g.L-1 47,39±2,22 55,78±1,04 ND 55,07±1,46 48,99±1,41 8,93±2,77b 
Ca 0,0324 g.L-1 50,43±1,88 57,11±2,04 ND 60,09±2,14 45,29±3,13 24,65±3,79a 
Fe 0,0075 g.L-1 46,52±0,24 51,40±0,74 ND 47,94±0,47 66,51±1,69 ND 
Fe 0,015 g.L-1 45,97±1,96 51,42±0,16 ND 50,83±3,07 58,56±1,05 ND 
Fe 0,0225 g.L-1 50,67±0,71 53,39±3,28 ND 48±0,27 64,97±2,74 ND 
Mg 0,03 g.L-1 58,07±0,04 59,25±1,51 ND 53,86±2,57 70,45±,63 ND 
Mg 0,02 g.L-1 54,57±5,42 57,02±0,36 ND 54,67±0,69 69,25±0,61 ND 
Mg 0,01 g.L-1 54,64±3,59 53,02±4,27 3,01±1,44 60,52±0,53 61,77±10,54 ND 
Ca 0,006 g.L-1 59,36±0,93 63,07±9,40 ND 59,04±1,03 57,82±4,14 2,11±5,3b 
Ca 0,004 g.L-1 64,01±0,77 61,77±0,83 3,49±0,14 60,82±0,80 63,23±6,65 ND 
Ca 0,002 g.L-1 61,74±2,43 69,79±1,56 ND 67,63±1,10 69,06±1,37 ND 
Fe 0,0015 g.L-1 53,99±1,36 69,67±0,15 ND 60,02±0,45 57,89±7,60 3,51±13,39b 
Fe 0,001 g.L-1 57,47±1,32 69,92±0,00 ND 58,52±0,49 54,44±0,19 7,45±0,45b 
Fe 0,0005 g.L-1 58,18±0,31 69,71±2,06 ND 59,48±1,24 60,26±6,68 ND 
UV 6 min 61,87±3,25 64,28±1,51 ND 66,26±0,60 60,74±1,55 8,34±1,51a 
UV 4 min 54,61±4,53 67,15±0,95 ND 48,20±3,59 59,43±3,97 ND 
UV 2 min 48,77±1,73 62,01±0,96 ND 59,96±0,62 58,06±3,82 ND 
H2O2 50 mM 56,17±3,08 55,61±0,47 0,82±6,26 54,73±1,20 52,07±1,13 4,85±0,01b 
H2O2 25mM 51,54±0,27 54,97±0,49 ND 50,66±3,69 53,97±0,46 ND 
H2O2 12,5mM 52,19±0,84 64,45±0,01 ND 67,11±2,23 61,47±0,24 8,36±2,69b 

ND: não detectado. Valores médios±desvio padrão. Letras iguais na mesma coluna indicam igualdade 
estatística em um nível de 95% de confiança (p>0,05). 

 

  Philipps et al. (1991) demonstraram que a partir do aumento do crescimento celular  

se tem um aumento da viscosidade dos cultivos da Cyanospira capsulata. Este estudo 

concorda com esta pesquisa, visto que na maioria dos cultivos foi verificado um aumento das 

tensões superficiais conforme se aumentou a concentração de biomassa. 

 As determinações das atividades emulsificantes não apresentaram emulsões água/óleo. 

Observa-se que os resultados entre as tensões superficiais e as atividades emulsificantes não 

apresentaram resultado similar, isso pode ocorrer devido ao tipo de biossurfactante presente, o 
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qual apresentou afinidade em reduzir tensão superficial ao invés de gerar emulsões estáveis. 

Outra hipótese pode ser justificada pelas características dinâmicas e estruturais da membrana, 

que podem ser modificadas pelas alterações das condições ambientais, ou seja, mudança na 

composição molecular na membrana ou adição de células estranhas que interagem com a 

mesma (BENEY; GERVAIS, 2001), podendo influenciar na redução das tensões superficiais. 

 

4.3 Efeito do aumento da intensidade luminosa e variação do fotoperíodo sobre a 
cinética microalgal, composição bioquímica e produção de biossurfactantes  
 
 Nesta etapa do estudo, foram realizados ensaios a fim de verificar a influência do 

fotoperíodo e intensidade luminosa sobre o crescimento da S. platensis e sua composição 

bioquímica (carboidratos e proteínas). Para isso, os cultivos foram inicialmente realizados nos 

mesmos parâmetros dos utilizados nos demais estresses (luminosidade de 44,55 μmol fótons 

m-2.s-1, Zarrouk 50%, temperatura de 30°C). Após 18 d de cultivo, os ensaios foram colhidos 

por centrifugação, reinoculados em Zarrouk 20% e incubados em BOD, em condições 

superiores de luminosidade, sendo esta de 67,5 μmol fótons m-2.s-1, obtidas a partir de luzes 

de LED, e variação do fotoperíodo de 06h/18h, 18h/06h e 12h/12h claro/escuro.  

 As maiores taxas de crescimento foram verificadas quando utilizado fotoperíodo de 

18h/06h claro/escuro, conforme demonstrado na Figura 7 e Tabela 6 (cinética de 

crescimento). Isso ocorre devido a maior atividade de fotossíntese da microalga, que leva a 

um maior crescimento celular. A μmáx do segundo estágio foi superior ao do primeiro, sendo 

de 0,159±0,01 d-1 e tempo de geração de 4 d, tendo produtividade no segundo estágio de 

0,13±0,02 g.L-1.d-1, sendo este o melhor desempenho demonstrado até esta etapa da pesquisa. 

Quanto maior o fotoperíodo claro mais rápidas as taxas de crescimento e maiores as 

densidades celulares. O efeito de uma maior intensidade de luz na composição bioquímica da 

fotossíntese das algas é controlado por processos chamados de foto-aclimatação ou foto-

adaptação, onde ocorrem mudanças dinâmicas nas vias metabólicas, para aumentar o 

crescimento celular (HU, 2004).  
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Figura 7- Cultivos realizados em luminosidade de 67,5 μmol fótons m-2.s-1e variação do 

fotoperíodo 

 
 

Tabela 6- Velocidade específica máxima (μmáx), tempo de geração (tg) e produtividades. 

Experimento 06h/18h 18h/06h 12h/12 h 

μ máx (d-1) I estágio 0,141±0,00a 0,138±0,02a 0,132±0,02a 

II estágio 0,073±0,00b 0,159±0,01ª 0,072±0,01b 

tg (d) I estágio 5±0,07a 5±0,00a 5±0,66a 

II estágio 9±0,44b 4±0,16a 10±1,29b 

Produtividade 

(g.L-1.d-1) 

I estágio 0,07±0,01a 0,07±0,00a 0,07±0,02a 

II estágio 0,07±0,00b 0,13±0,02a 0,12±0,00a 

P. final 

(I ao II estágio) 

0,06±0,00b 0,09±0,01a 0,08±0,00ab 

Valores médios±desvio padrão. Letras iguais na mesma linha indicam igualdade estatística em um nível de 95% 
de confiança (p>0,05). 
 

A intensidade de luz e o fotoperíodo desempenham um papel importante no 

crescimento e composição bioquímica das microalgas. Sob altas intensidades de luz (100 

μmol fótons m-2.s-1) e fotoperíodo de 18h/06h claro/escuro, a microalga Nannochloropsis sp. 

foi cultivada, demonstrando resultados satisfatórios ao maximizar a concentração celular 

(6,5x107 celulas.mL-1) e os teores lipídicos (31,3%) (WAHIDIN; IDRIS; SHALEH, 2013). 

Em estudo desenvolvido por George et al. (2014), diferentes intensidades de luz e 

fotoperíodos foram utilizados na microalga Ankistrodesmus sp. a fim de avaliar a composição 

bioquímica e o crescimento da microalga. Os resultados reportam altas taxas de crescimento e 
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produtividades de biomassa, além de maiores teores de carboidratos sob alta intensidade 

luminosa (150 μmol m−2.s−1). Em função do fotoperíodo foi observado que o aumento do 

fotoperíodo a partir dos regimes de 12h/12h resultou em diminuição na taxa de crescimento. 

Mesmo nos experimentos com menor período de exposição à luz, 06h/18 h, obteve-se 

alta μmáx (0,073±0,00 d-1), quando comparado com os ensaios realizados na primeira fase 

experimental (μmáx 0,040 d-1 para o Controle 2 em Zarrouk 20%). Esse fato evidencia a 

influência de uma maior intensidade de luz sobre os cultivos com a S. platensis.  

 Muitos estudos investigaram o efeito da intensidade de luz sobre a síntese de 

compostos de interesse, mostrando diferentes tendências. Ao investigar o efeito da intensidade 

de luz (21, 42, e 63 μmol fótons m−2.s−1) e fotoperíodo (8h/16h, 12h/12h, e 16h/8h 

claro/escuro), sobre a produção de biomassa e a composição bioquímica da microalga N. 

calcícola, Khajepour et al. (2015) verificaram que a microalga prefere luz fraca. No entanto, a 

maioria dos níveis de intensidade de luz e fotoperíodo não demostraram impacto significat ivo 

na produção de biomassa. Um aumento na intensidade de luz representou uma redução nos 

conteúdos proteicos e um aumento nos teores de carboidratos. O mesmo foi observado 

quando a duração de luz (fotoperíodo) aumentou. 

 As concentrações de carboidratos e proteínas intracelulares (Figura 8a), bem como as 

produtividades destes compostos (Figura 8b) durante os cultivos, são apresentados. Os 

resultados demonstram maiores concentrações de carboidratos (31±0,20%) e produtividade de 

carboidratos (27,84±0,18 mg.L-1.d-1) para a condição de fotoperíodo com 18h/06h 

claro/escuro, sendo o melhor resultado de todos os experimentos realizados deste estudo. 

Estas concentrações demonstraram diferença estatística quando comparado aos ensaios 

submetidos as demais variações de fotoperíodo.   

Em relação a outros trabalhos utilizando a S.platensis altas produtividades de 

carboidratos foram encontradas utilizando-se fontes orgânicas no meio de cultivo, como no 

estudo proposto por Salla et al. (2016) a qual relatou produtividade de carboidratos de 60 

mg.L-1.d-1 utilizando resíduos da ultrafiltração e nanofiltração de soro de leite. Ou ainda 

utilização da limitação das fontes de nitrogênio (8,4 g de NaHCO3) ou 0,3 vvm de CO2 (5 

min) no estudo proposto por Braga et al., (2018), que resultou em concentrações de 

carboidratos de 59,1% p.p-1 e 49,3% p.p-1, respectivamente.  
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Figura 8- Concentrações de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 

Spirulina platensis ao final do segundo estágio e respectivas produtividades em carboidratos e 

proteínas (mg.L-1.d-1) 
a) Concentrações de carboidratos e proteínas (%) 

 

b) Produtividades de carboidratos e proteínas 
(mg.L-1.d-1) 

 
 

Valores médios±desvio padrão. Letras iguais em barras de cores iguais indicam igualdade estatística em um 
nível de 95% de confiança (p>0,05). Letras maiúsculas referem-se aos teores e produtividades de carboidratos e 
letras minúsculas aos teores e produtividades de proteínas. 
 

O aumento de carboidratos em maiores intensidades de luz pode ser uma maneira da 

S.platensis controlar os reservatórios de carbono e o armazenamento de energia para ajustar 

seu crescimento sob condições ambientais variáveis, como a limitação de nutrientes utilizada 

no segundo estágio do cultivo. Markou, Chatzipavlidis e Georgakakis (2012b) estudaram a 

intensidade de luz (24, 42 e 60 μE m−2.s−1) e demonstraram não haver efeito no teor de 

carboidratos da S. platensis, exceto quando outros fatores de estresse foram combinados a 

este, como a limitação de fósforo.  Esses resultados nos levam a acreditar que devem existir 

fatores combinados de estresse para se acumular maiores teores de carboidratos nas células.  

Em oposição às condições que propiciaram acúmulo de carboidratos, a maior 

concentração de proteínas foi obtida nas condições de 06h/18h claro/escuro. Entretanto, as 

melhores produtividades foram obtidas nos ensaios com maiores períodos de exposição a luz 

(18h/06h e 12h/12h), em função do efeito da variável sobre a concentração celular. Em geral, 

o conteúdo de proteínas diminui conforme se aumenta a intensidade de luz, ocorrendo um 

aumento nas concentrações intracelulares de carboidratos.  

A exposição dos cultivos no segundo estágio a níveis superiores de intensidade de luz 

e duração de luminosidade desencadearam a produções de emulsões, como pode ser 

observado na Figura 9. Verifica-se que nos dois maiores períodos de exposição de luz, 

12h/12h ou 18h/06h claro/escuro, houve um aumento nas unidades formadoras de emulsão. 
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O aumento da concentração de células apresentou relação proporcional à produção de 

biossurfactantes, determinados a partir das atividades emulsificantes. Em geral, a melhora de 

produção de um composto alvo ocorre pelas condições de estresse nos cultivos, que 

desencadeia em um desvio do metabolismo, levando a produção de compostos específicos, 

como os carboidratos, lipídios que compõe os biossurfactantes (RADMANN et al., 2015). 

A S.platensis apresenta em sua composição compostos como glicolípidios, 

fosfolipídios e lipídios neutros, que por sua vez possuem efeito biossurfactante 

(CARVALHO, 2014). Em estudo desenvolvido por Costa et al. (2019) verificou-se a presença 

de produção de biossurfactantes por Spirulina sp. LEB 18. As nanoemulsões foram obtidas a 

base de lipídios extraídos da microalga, com incorporação de biopeptídios obtidos desta 

mesma microalga.  

 

Figura 9- Atividade emulsificante dos extratos livres de células ao final do segundo estágio de 
cultivo para os ensaios submetidos a diferentes condições de luminosidade 

 

 A Tabela 7 traz a relação das tensões em ambos os estágios de cultivo. Diferente das 

atividades emulsificantes, a presença de biossurfactantes não foi verificada a partir das 

leituras das tensões superficiais.   

 
Tabela 7- Tensões superficiais para os cultivos submetidos a diferentes fotoperíodos e intensidade 

luminosa no primeiro e segundo estágio de cultivo 

Experimento 
1 ° estágio 

(inicial) 
(mN/m) 

1° estágio 
(final) 

(mN/m) 

Redução 
1° estágio 

(%) 

2° estágio 
(inicial) 
(mN/m) 

2° estágio 
(final)    

(mN/m) 

Redução    
2° estágio 

(%) 

06h/18h  52,05±0,52 61,88±7,38 ND 46,11±0,83 61,10±2,02 ND 
18h/06h 51,20±0,63 60,05±0,27 ND 48,00±1,05 60,86±0,35 ND 
12h/12h 55,16±0,71 68,67±0,21 ND 66,96±1,73 63,50±0,42 5,14±1,82 
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4.4 Definição dos melhores parâmetros de cultivo para a etapa de combinação de 
estresses celulares  
 

Na fase de aplicação de estresses celulares foram verificadas perdas de biomassa entre 

a transição do primeiro para o segundo estágio. Relacionado a isso, o cultivo em mais de uma 

fase pode consumir mais energia em comparação a sistemas em um único estágio, 

especialmente quando a colheita é um fator essencial para a realização do próximo estágio 

(DEL RÍO et al., 2008). Levando em consideração que o consumo de energia no processo de 

centrifugação é um parâmetro significativo nos custos totais da produção, podendo ainda 

causar um declínio das produtividades celulares e de carboidratos, optou-se por realizar um 

cultivo em dois estágios sem o processo de colheita da biomassa no fim do primeiro estágio. 

Em relação aos ensaios controles em meio Zarrouk diluído de 50% e 20%, verificou-se 

que a limitação de nutrientes em 20% não afetou a produtividade em células, podendo ser 

inserida desde o primeiro estágio de cultivo. É verificado que as cianobactérias como a S. 

platensis ajustam a absorção de nutrientes de acordo com a disponibilidade. Logo, elas podem 

armazenar grandes quantidades de um nutriente, como também podem crescer em condições 

limitadas destes (MARKOU; VANDAMME; MUYLAERT, 2014).  

 Outro ponto avaliado foram as concentrações de carboidratos obtidas na primeira fase 

deste estudo. Os maiores percentuais de carboidratos ocorreram para os ensaios expostos aos 

três níveis de NaCl (200mM, 300mM e 400 mM), menor concentração de magnésio (0,01 g.L-

1) e para a exposição de radiação UV em 6 min. Ainda sobre os estresses, verificou-se 

influência positiva da intensidade de luz/fotoperíodo nos parâmetros cinéticos e nas 

produtividades de carboidratos. Nos maiores tempos de exposição à luz (18h/06h 

claro/escuro) ocorreram os maiores crescimentos celulares, devido ao maior período de 

fotossíntese pela microalga, conduzindo também as maiores concentrações (31%) e 

produtividades de carboidratos (27,84 mg.L-1.d-1).  

A partir dos parâmetros avaliados, foram selecionados para a última etapa do estudo: 

modo de cultivo em dois estágios, realizando-se o crescimento da S. platensis em meio 

Zarrouk 20% com limitação de magnésio (0,01 g.L-1), intensidade de luz de 67,5 μmol m-2 s-1 

e fotoperíodo de 18h/06h claro/escuro, sendo realizada em BOD, com luz de LED. Ao final 

do estágio em 18 d, inseriu-se os estresses por NaCl 300 mM ou radiação UV por 6 min 

(segundo um delineamento fatorial completo 2²). O segundo estágio foi encerrado ao ser 

verificado a fase estacionária de crescimento. 
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 As curvas de crescimento da S. platensis cultivadas sob limitação de nutrientes 

(Zarrouk 20% na qual a concentração de Mg foi de 0,01 g.L-1) e diferentes combinações de 

estresse (NaCl e UV), selecionadas na etapa I, são mostrados na Figura 10. As velocidades 

específicas de crescimento celular, o tempo de geração e produtividades finais de biomassa de 

cada estágio são apresentadas na Tabela 8.  

Para a realização da análise de variância (ANOVA) foram utilizados os resultados dos 

tratamentos obtidos no delineamento (E1, E2, E3 e E4), submetidos a diferentes condições de 

estresse por NaCl e radiação UV. Para a comparação destes resultados com o controle (sem 

limitação de Mg) foi realizado o teste de Tukey. 

No primeiro estágio, os cultivos permaneceram em crescimento por 18 d e 

apresentaram concentração média de biomassa de 1,70±0,15 g.L-1, semelhante as 

concentrações médias encontradas nos cultivos submetidos a primeira etapa do estudo (1,64± 

0,18 g.L-1). Os diferentes tratamentos aplicados no segundo estágio resultaram em 

comportamento semelhante no crescimento celular, com exceção do experimento E4, que 

apresentou efeito negativo na concentração de biomassa.  

As menores produtividades finais em células foram encontradas nos tratamentos E2 

(NaCl) e E4 (NaCl e UV), ambos com estresse por NaCl (p<0,05). Isso demonstra o efeito 

negativo da salinidade sobre o crescimento da S. platensis. É conhecido que tanto a aplicação 

de radiação UV quanto a presença de altas taxas de NaCl retardam o crescimento celular, 

devido a formação de espécies reativas de oxigênio, que inibem o processo de fotossíntese e a 

divisão celular (SINGH et al., 2018).  

 

Figura 10- Efeito das condições de cultivo sobre a curva de crescimento da S. platensis cultivada em 
meio Zarrouk 20% 

 

Exp.1: 0 mM NaCl e 0 min UV,  Exp.2: 300mM NaCl e 0 min UV,  Exp. 3: 0 mM NaCl e 6 min UV  Exp.4: 
300 mM NaCl e 6 min UV. 
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Estudos demonstram que os tratamentos com a radiação UV predispõem independente 

da salinidade, redução na taxa de crescimento e na viabilidade celular, além de afetar os 

parâmetros morfológicos (PEREIRA et al., 2018). Quando as células são expostas a altas 

intensidades luminosas, como a radiação UV, o excesso de elétrons na cadeia de transporte 

induz a geração de espécies reativas de oxigênio, causando a inibição da fotossíntese, co-

oxidação de pigmentos, peroxidação lipídica, destruição da membrana e desnaturação de 

proteínas (HE et al., 2015). Neste estudo, foram verificadas maiores influências devido ao 

efeito da alta salinidade aos quais os cultivos foram expostos. 

 

Tabela 8-  Velocidade específica máxima (μmáx), tempo de geração (tg) e produtividade final 
para os cultivos submetidos a combinação de estresses por NaCl e radiação UV. 

Experimento μ máx (d-1) tg (d) Produtividade final (g.L-1.d-1) 
E1 0,117±0,004ª 5,94±0,20ª 0,081±0,002ª 
E2 0,110±0,007ª 6,31±0,42ª 0,068±0,002b 
E3 0,105±0,021ª 6,77±1,39ª 0,080±0,002ª 
E4 0,120±0,007ª 5,78±0,32ª 0,068±0,004b 

Controle 0,114±0,009ª 6,10±0,50ª 0,079±0,002ª 
Valores médios ± desvio padrão. Letras iguais na mesma coluna indicam igualdade estatística em um nível de 

95% de confiança (p>0,05). Exp.1: 0 mM NaCl e 0 min UV,  Exp.2: 300mM NaCl e 0 min UV,  Exp. 3: 0 mM 
NaCl e 6 min UV  Exp.4: 300 mM NaCl e 6 min UV. 

 
Embora o magnésio seja um elemento essencial para a produção de biomassa em 

microalgas, por participar de processos vitais, como reações de ATP para a fixação de 

carbono, e por ser parte constituinte do aparelho fotossintético e em partículas das clorofilas 

(MARKOU; VANDAMME; MUYLAERT, 2014), não foi verificada influência da limitação 

do micronutriente sob a taxa de crescimento celular e cinética da S. platensis. Assim como 

não foram verificadas diferenças significativas para um nível de 95% de confiança para as 

μmáx e tg para os tratamentos. Isso ocorreu porque os cultivos possuíam as mesmas condições 

de cultivo no primeiro estágio, com fase logarítmica de 16 d apresentada no primeiro estágio. 

  As determinações de carboidratos e proteínas foram realizadas a contar do 18° d, 

período em que se aplicaram os estresses por NaCl em 300 mM e radiação UV 6 min. As 

quantificações de carboidratos foram realizadas em quadro tempos (0 d, 2 d, 4 d e 6 d) a fim 

de demonstrar a evolução dos teores de carboidratos e proteínas em relação ao período de 

exposição da S. platensis aos estresses por NaCl, radiação UV e limitação de magnésio.  

As concentrações de carboidratos e proteínas e suas respectivas produtividades são 

demonstradas pelas Figuras 11 e 12. Para a comparação entre as melhores médias da 
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composição de carboidratos e proteínas obtidas no 18° d (Tempo 0d, II estágio) de cultivo, foi 

realizado o teste de Tukey. Os resultados entre as médias são demonstrados na Tabela 9. 

  

Figura 11- Concentrações de carboidratos e proteínas (%m/m) intracelulares na biomassa de 

Spirulina platensis em função do tempo no segundo estágio dos cultivos nos experimentos 

submetidos ao planejamento fatorial completo 2² e o controle (níveis normais de Mg em 

Zarrouk 20%) 

a) E1 

  

b) E2 

 
c) E3 

 

d) E4  

 
e) Controle 

 
 

E1: 0 mM NaCl e 0 min UV,  E2: 300mM NaCl e 0 min UV,  E3:300 mM NaCl e 6 min UV   E4: 0 mM NaCl 
e 6 min UV. 

 

As maiores concentrações de carboidratos foram verificadas no tempo inicial de 

exposição ao estresse celular no segundo estágio (18° d), sendo superior para o cultivo 
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controle cultivado em Zarrouk 20% com fotoperíodo de 18h/06h claro/escuro e luminosidade 

de 67,5 μmol fótons m-2.s-1, onde obteve-se 59,71±1,64% de carboidratos, seguido pelo 

cultivo E1(níveis inferiores de Mg)- 49,46%,  E2 (níveis inferiores de Mg + NaCl)- 48,96%  e 

E4 (níveis inferiores de Mg + NaCl e UV)- 45,91%. Destes tratamentos, o E1, E2 e o cultivo 

controle apresentaram igualdade estatística. Para as proteínas, as maiores concentrações foram 

encontrados no tempo de 4 d após o estresse, para os ensaios E1(39,43%), E2(35,16%) e 

E3(32,88%). 

 

Figura 12- Produtividade de carboidratos e proteínas (mg.L-1.d-1) intracelulares na biomassa 
de Spirulina platensis em função do tempo no segundo estágio dos cultivos nos experimentos 

submetidos ao planejamento fatorial completo 2² e o controle (níveis normais de Mg em 
Zarrouk 20%) 

a) E1 

  

b) E2 

 
c) E3 

 

d) E4  

 
e) Controle 

 
E1: 0 mM NaCl e 0 min UV,  E2: 300mM NaCl e 0 min UV,  E3:300 mM NaCl e 6 min UV E4: 0 mM NaCl e 

6 min UV. 
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Tabela 9- Composição bioquímica (carboidratos e proteínas) no tempo de 0d do segundo 
estágio de cultivo. 

Experimento 
 (Tempo 0d 
 II estágio) 

Carboidratos 
(%) 

Produtividade 
Carboidratos 
 (mg.L-1.d-1) 

Proteínas 
(%) 

Produtividade 
Proteínas  

(mg.L-1.d-1) 
E1 49,46±2,73ab 43,88±4,15ab 26,28±4,51ª 23,37±4,91ª 
E2 48,96±3,95ab 41,47±4,32ª 29,22±1,65ª 24,74±1,97ª 
E3 40,23±2,07ª 41,93±2,29ª 24,29±3,53ª 25,96±3,76ª 
E4 45,91±2,62ª 46,84±2,34ab 31,89±1,46ª 32,54±1,25ª 

Controle 59,71±1,64b 55,85±0,62b  27,93±3,80ª 26,07±2,55ª 
Valores médios ± desvio padrão. Letras iguais na mesma coluna indicam igualdade estatística em um nível de 

95% de confiança (p>0,05). E1: 0 mM NaCl e 0 min UV,  E2: 300mM NaCl e 0 min UV,  E3: 0 mM NaCl e 6 
min UV  E4: 300 mM NaCl e 6 min UV. 

 

As maiores concentrações de carboidratos no tempo inicial do segundo estágio podem 

ter ocorrido devido às condições de estresses ao qual a S. platensis foi submetida no primeiro 

estágio. Condições como limitação de nutrientes, aumento da intensidade luminosa e 

fotoperíodo são bem documentadas na literatura como fatores que melhoram a síntese de 

compostos como os carboidratos.  

As maiores produtividades de carboidratos foram obtidas para os cultivos controle 

(55,85 mg.L-1.d-1), E4 (46,84 mg.L-1.d-1) e E1 (43,88 mg.L-1.d-1). Em relação à etapa de 

seleção de estresses, foi verificado um aumento de aproximadamente 6 vezes nos teores de 

carboidratos para o cultivo controle (final do primeiro estágio), e de 10,4 vezes nas 

produtividades de carboidratos para este mesmo cultivo, quando comparados com o cultivo 

controle em Zarrouk 20%, da etapa anterior do estudo.  

 As aplicações de múltiplos fatores de estresse vêm sendo relatada na literatura. Chentir 

et al. (2017), que estudaram uma cepa isolada de S. platensis, demonstraram a flexibilidade 

metabólica da microalga quando exposta a diferentes faixas de intensidade de luz, 

concentrações de NaCl, nitrogênio e fósforo. As condições de culturas combinadas 

modificaram significativamente a composição da S. platensis. Sob alta intensidade de luz (120 

μmol de fótons m−2.s−1) e baixas concentrações de NaCl (1 g.L-1), NaNO3 e K2HPO4 (0,5 g.L-

1), o teor de carboidratos foi maximizado (3,55 vezes) para 26,61%. O estudo demostrou que 

múltiplos fatores de estresse podem ser uma estratégia promissora para produzir biomassa 

enriquecida de vários compostos de alto valor agregado. 

A presença de biossurfactantes a partir das medidas de redução da tensão superficial e 

formações de emulsões não foram verificadas nesta etapa da pesquisa. Uma hipótese pode ter 

sido o processo de centrifugação realizado na primeira etapa, o que pode ocasionar na ruptura 

das células e liberação do material intracelular que contém emulsificantes.  
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 A redução dos custos de produção ainda são uns dos parâmetros a serem alcançados 

nos cultivos microalgais, assim como uma melhoria nas produtividades. No entanto, foi 

verificado que é possível se otimizar as produtividades de carboidratos a partir de mecanismos 

simples. Cultivar microalgas sob condições otimizadas de estresse pode reduzir o custo do 

cultivo e maximizar o acúmulo de biocompostos de interesse, além de oferecer uma estratégia 

sustentável para melhorar a produção de biocombustíveis (CHENG; HE, 2014). A limitação 

de nutrientes combinada com maiores intensidade de luz e fotoperíodo pode ser uma 

estratégia de menor custo para atingir maiores produtividades de carboidratos. 
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5 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 Através dos ensaios com a aplicação de estresses ambientais e nutricionais foi possível 

observar diferentes resultados no crescimento microalgal e na composição bioquímica da S. 

platensis, bem como na produção de biossurfactantes extracelulares. As melhores condições 

de estresse para os cultivos em dois estágios, visando o acúmulo de carboidratos foram NaCl 

em 300 mM, radiação ultravioleta com período de exposição de 6 min, limitação de magnésio 

0,01 g.L-1 e fotoperíodo de 18h/06h claro/escuro juntamente com intensidade luminosa de 

67,5 μmol fótons m-2 s-1.  

A maior produção de biossurfactantes extracelulares observada nos extratos livres de 

células a partir da redução das tensões superficiais foi verificada na presença de maiores 

concentrações de cálcio (0,0324 g.L-1 e 0,0108 g.L-1). Já a presença de emulsões estáveis foi 

verificada nos ensaios com alterações do fotoperíodo/luminosidade. 

 A combinação de estresses do cultivo controle resultou em um aumento de 6 vezes nos 

teores de carboidratos e 10,4 vezes nas produtividades de carboidratos, quando comparado ao 

cultivo controle em meio Zarrouk 20%, da primeira etapa do estudo. A partir da combinação 

de estresses foi verificado maiores produtividades de carboidratos no tempo final do primeiro 

estágio, não sendo necessário prolongar o cultivo até o final da fase estacionária de 

crescimento. 

 A limitação de nutrientes combinada com maiores intensidade de luz e fotoperíodo 

apresentou ser uma estratégia eficaz para atingir maiores teores e produtividades de 

carboidratos em um único estágio de cultivo. 
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6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 

a) Realizar cultivos na presença de compostos oleosos e fontes orgânicas a fim de 

verificar a influência sobre a produção de biossurfactantes e composição bioquímica; 

b) Acompanhar o acúmulo e a produtividade de carboidratos durante toda a fase de 

crescimento; 

c) Realizar o aumento de escala dos cultivos com maiores potenciais de produção de 

bioetanol. 
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ANEXO A  

 

Determinação de carboidratos 

 

Para a determinação de carboidratos, uma curva padrão com concentrações entre 4 

μg.L-1 e 140 μg.L-1 de glicose foi inicialmente preparada, assim como uma solução de fenol 

5%. Para a análise, 1 mL do extrato devidamente diluído foi adicionado em tubo de ensaio, 

sendo adicionado igual volume da solução de fenol. A mistura foi posteriormente 

homogeneizada em agitador de tubos e após foi adicionado 5 mL de ácido sulfúrico 

concentrado. A reação ocorreu durante 10 min, ao final do qual foi adicionada em banho de 

água fria por 20 min. A densidade óptica foi lida em um espectrofotômetro a 490 nm. Uma 

análise contendo água destilada foi realizada para fins de comparação (DUBOIS et. al., 1956).  
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ANEXO B 

 

Determinação de proteínas 

 

Para a determinação de proteínas, uma curva de calibração com solução padrão de 

albumina de soro bovino foi preparada. No extrato devidamente diluído, foi acrescentado 0,5 

mL juntamente com 0,5mL de NAOH, sendo posteriormente levados no banho termostatizado 

em temperatura de 100ºC por 5 min. Após esse tempo, os tubos foram resfriados em banho de 

água fria por 10 min. Após adicionou-se 2,5mL de solução de tartarato de sódio e potássio em 

conjunto com sulfato de cobre, agitando-se a amostra com o auxílio de um vórtex. Após 

homogeneização, a amostra manteve-se em repouso por 10 minutos. Em seguida, 0,5mL do 

reagente folin-ciocalteau diluído em água (1:1) foi adicionada, sendo posteriormente mantido 

no escuro por 30 minutos. Após este período a absorbância da amostra foi lida em 

espectrofotômetro a 750 nm (LOWRY et al., 1951). 

 


