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RESUMO

Microalgas marinhas sao organismos ricos em lipidios e acidos graxos, de
grande interesse devido ao seu potencial biotecnoldgico. O objetivo desta tese
foi determinar possiveis efeitos sinergéticos da intensidade luminosa (40 e 400
umol fétons m?s™), temperatura (15 e 30°C), fonte de nitrogénio (NO3 e NH4")
e fase de crescimento (logaritmica e estacionaria), sobre o contetdo e a
produtividade de lipidios e acidos graxos de duas microalgas marinhas
Nannochloropsis oculata e Thalassiosira weissflogii. Além disso, foi avaliado,
também, como o uso de floculantes aniénicos e catidnicos podem influenciar a
extracao de lipidio e o perfil de acidos graxos produzidos por estas microalgas.
Os maiores contetdos e produtividade dos lipidios para ambas as espécies
ocorreram em tratamentos com maior intensidade luminosa (400 umol fétons
m? s e utilizando nitrato como fonte de Nitrogénio. N. oculata acumulou mais
lipidios na fase estaciondria, enquanto que em T. weissflogii maiores
concentracfes de lipidios s6 ocorreram na fase estacionaria de tratamentos
com menor temperatura (15° C). As duas espécies apresentaram maior
produtividade de lipidios em tratamentos com maior producdo de biomassa de
microalgas. Entretanto, células de N. oculata que cresceram no tratamento com
amonio e elevada luminosidade apresentaram grande produtividade de lipidio
devido a elevados niveis de concentracdo deste elemento nas células e néao
devido ao maior crescimento celular. Portanto uma maior produtividade pode
ser obtida empregando estratégias de cultivo que beneficiam,
simultaneamente, o crescimento celular e/ou o acumulo de lipidios nas células.

Os acidos graxos com maior conteudo em ambas as espécies foram C14:0,



C16:0, C16:1, C18:1 e C20:5. Para as duas espécies, maiores concentracoes
de acidos graxos saturados e monoinsaturados foram obtidos em tratamentos
com maior temperatura (30° C). Acidos graxos poli-insaturados (PUFAS),
especialmente o acido eicosapentaendico (C20:5), foi produzido em maior
qguantidade por N. oculata em tratamentos com baixa luminosidade e Nitrato. O
uso de floculantes ndo alterou a quantidade de lipidios extraidos de ambas as
espécies. Entretanto, o floculante aniénico diminuiu o contetdo de C20:5 em N.
oculata, enquanto que em T. weissflogii, os floculantes anibnico e catibnico

reduziram os contelidos de C18:0 e C18:1n9c

Palavras chave: algas; PUFA; biodiesel; polimeros; biomassa.

ABSTRACT

Marine microalgae are rich in lipids and fatty acids. These microorganisms are
of great interest, mainly due to their biotechnological potential. The aim of this
thesis was to determine possible synergistic effects of light intensity (40 and
400 pmol photons m?s™), temperature (15 and 30° C), nitrogen source (NO3’
and NH;"), and growth phase (logarithmic and stationary) in the productivity,
content of lipids and fatty acids in two marine microalgae: Nannochloropsis
oculata and Thalassiosira weissflogii. Moreover, it was evaluated if the use of
anionic and cationic flocculants can influence the extraction of lipids and fatty
acid profiles produced by these species. The higher lipid content and
productivity for both microalgae occurred in treatments with higher light intensity

(400 pmol photons m? s™?), and with nitrate as nitrogen source. N. oculata



accumulated more lipids in the stationary phase, while higher concentrations of
lipid in T. weissflogii occurred only in stationary phase from treatment with a
lower temperature (15° C). The two microalgae species showed higher lipid
yields in treatments with higher biomass production. However, during N. oculata
cells grown, the treatment with ammonium and high light showed large lipid
productivity due to high concentrations of this element in the cells, and not due
to increased cell growth. Therefore highest lipid productivity can be achieved
using cultivation strategies that benefit both cell growth and accumulation of
lipids in cells. The fatty acids with greater content of both species were C14:0,
C16:0, C16:1, C18:1 and C20:5. Higher concentrations of saturated and
monounsaturated fatty acids were obtained in treatments with higher
temperature (30° C) in both species. Polyunsaturated fatty acids (PUFAS),
especially eicosapentaenoic acid (C20:5), was produced in greater amounts by
N. oculata in treatments with low light and nitrate. The use of flocculants did not
alter the amount of lipids extracted from both species. However, the anionic
flocculant decreased content of C20:5 in N. oculata, while for T. weissflogii, the

cationic and anionic flocculants reduced content of C18:0 and C18:1n9c.

Key words: Algae; PUFA; biodiesel; polymers; biomass.



INTRODUCAO GERAL

As microalgas compdem um grupo heterogéneo de organismos
unicelulares e microscopicos, que apresentam clorofila e outros pigmentos
utilizados na fotossintese (Olaizola 2003). Estes microorganismos tém papel
vital na ecologia do planeta, sendo responsaveis por 45% da produtividade
global (Field et al. 1998) e sdo a base da cadeia alimentar aquatica. Nos
oceanos as microalgas sdo responsaveis pela absorcdo de uma grande parte
do CO, atmosférico (Falkowski e Raven 1997), e seu cultivo pode ser uma
alternativa para minimizar o aumento do efeito estufa, seja pela captacdo do
diéxido de carbono atmosférico durante seu crescimento (Borges et al. 2007)
ou pela possivel producdo de biocombustiveis renovaveis (Chisti 2007). Além
disso, elas podem ser utilizadas na industria farmacéutica e na industria
alimentar, como fonte suplementar de acidos graxos, proteinas, carboidratos,
pigmentos e vitaminas. Na aquicultura sdo utilizadas para a manutencdo da
qualidade da agua e como fonte alimentar complementar (Brown 2002). As
microalgas sdo também empregadas ha algum tempo no tratamento de
efluentes domésticos e industriais (Vilchez et al. 1997; Borowitzka 1995).

A biotecnologia marinha tem como objetivo desenvolver métodos para a
producdo de produtos originados de microorganismos marinhos, os quais
podem contribuir para a saide humana, para a industria de alimentos e para a
producdo de energia (Wijffels 2007). Apesar do grande potencial
biotecnoldgico, existem poucos estudos sobre a utilizacdo das microalgas. Das

centenas de milhares de espécies que se acredita existir, somente algumas mil



cepas sao mantidas em colecdes pelo mundo, e apenas algumas centenas tém
sido estudadas pelo seu potencial biotecnologico (Olaizola 2003).

O sucesso biotecnolégico das microalgas depende da escolha de
espécies com propriedades relevantes e da facilidade de seu cultivo.
Atualmente uma das maiores barreiras para os cultivos de grande escala € a
necessidade de concentrar a biomassa das algas de forma que possa ser
armazenada e transportada (Borowitzka 1997). Algumas formas para
concentrar a biomassa de uma cultura de microalgas sédo a filtracao,
centrifugacdo ou sedimentacdo. A filtracdo pode ser muito demorada e a
centrifugacdo pode romper as células, dependendo da forca gravitacional
empregada (Knuckey et al. 2006). A floculagcéo das células e sua sedimentagao
parece ser o método mais efetivo e de menor possibilidade de danos as
células. As microalgas possuem uma carga negativa que impede a agregacao
das células em suspensdo. Com a neutralizacdo dessa carga através do uso
de floculantes as células se unem formando flocos pesados que sedimentam
rapidamente.

A possibilidade de produzir concentrados de biomassa de algas a baixo
custo, sem a alteracdo de suas caracteristicas, permitiria uma maior exploracao
biotecnolégica das microalgas. Além disso, segundo Wikfors e Ohno (2001), a
pesquisa fundamental basica a respeito da bioguimica, fisiologia e sistematica
das microalgas pode revolucionar as aplicacdes praticas de maneira nunca
imaginada pelos pesquisadores.

E sabido que as microalgas podem fornecer diversos tipos de energia
renovavel, que incluem metano, produzido pela digestdo anaerdbica de sua

biomassa (Spolaore et al. 2006), biohidrogénio (Dutta et al. 2005) e biodiesel



derivado dos lipidios (Chisti 2007). A producdo de biodiesel tem recebido
consideravel atencdo nos ultimos anos por ser um combustivel biodegradavel,
renovavel e ndo-toxico e as microalgas tém sido sugeridas como potenciais
produtoras deste combustivel, por causa de sua alta eficiéncia fotossintética,
alta producdo de biomassa e rapido crescimento, quando comparadas com
outros vegetais (Miao e Wu 2006). Algumas espécies de agua doce como
Chlorella protothecoides (Miao e Wu 2006), Chlorella vulgaris (Tsukahara e
Sawayama 2005) e Botryococcus braunii (Sawayama et al. 1999) j& vem sendo
investigadas para a producao de biodiesel. A grande vantagem das microalgas
marinhas é o uso de aguas salobra e/ou salgada para o seu cultivo, liberando o
uso de agua doce para o consumo humano e agricultura. Além disso, podem
ser cultivadas intensivamente em pequenos espacos e em regides improprias
para atividades agricolas e utilizar efluentes domésticos e industriais como
fonte de nutrientes (N e P).

Para que as microalgas tenham custo competitivo como uma fonte para
biocombustiveis, a espécie utilizada precisa apresentar alta eficiéncia
fotossintética e grande rendimento na producédo de lipidios (McGinnis et al.
1997). Portanto, antes da fase de escalonamento (aumento na escala de
producdo) para a producdo de biodiesel, € necesséria a caracterizacdo do
contetdo de lipidios e acidos graxos das espécies para a identificacdo de
cepas com alto rendimento, além da determinagdo das condi¢des ideais de
cultivo que permitam a maior producao de acidos graxos.

Os lipidios nas microalgas, além de serem componentes estruturais,
exercem fungBes como produtos de reserva (Lourenco 2006). Estes lipidios

sdo incorporados aos animais marinhos através da dieta e aos humanos



através do consumo de frutos do mar (Mansour et al. 2005). Além disso, os
lipidios podem ter diferentes aplicacdes biotecnoldgicas.

Em média o conteudo de lipidios nas microalgas pode variar entre 1 e
70%, podendo alcancar 90% de seu peso seco (Metting 1996). O teor de
lipidios das microalgas pode ser alterado, dependendo do estado fisiologico
das algas, de sua fase de crescimento e das condicbes do meio, como
temperatura, salinidade e nutrientes. Segundo Thompson Jr. (1996) uma
deficiéncia de nutrientes causa um continuo decréscimo nas taxas de
crescimento. Porém, sob estas circunstancias, muitas espécies de microalgas
continuam sintetizando acidos graxos ativamente. Na falta da usual utilizacao
dessas substancias, isto é, construcdo de novas membranas, as células
convertem os acidos graxos em triglicerideos. O contetdo dos acidos graxos
das microalgas e a transformacdo deste em triglicerideos dependem né&o
somente das espécies, mas também das condicées do meio, incluindo a sua
composicdo, aeracao, intensidade luminosa, temperatura e idade da cultura

(Dunstan et al. 1993).

Lipidios e acidos graxos de microalgas

O termo “lipidio” & usado para classificar quimicamente um grupo diverso
de elementos compostos por carbono, hidrogénio e oxigénio, cuja Unica
caracteristica fisica em comum € a insolubilidade em agua (Lehninger et al.
2005). Os lipidios desempenham diferentes fun¢des podendo ser classificados
em lipidios de reserva (apolares) e lipidios de membrana (polares) (Gushina e
Harwood 2009). Outros lipidios, embora em pequenas quantidades, possuem

papel ativo no metabolismo e tem fungbes como co-fatores enzimaticos,



transportadores de elétrons, pigmentos, ancoras hidrofébicas para proteinas,
horménios e mensageiros intracelulares (Lehninger et al. 2005).

A grande maioria dos lipidios possui, pelo menos, uma cadeia de acido
graxo na sua molécula. Os acidos graxos sao acidos carboxilicos com cadeias
de hidrocarbonetos que variam de 4 a 36 carbonos, podem ser saturados (sem
dupla ligacéo) ou insaturados. A nomenclatura € simples e especifica o nimero
de atomos de carbono da cadeia e o numero de ligacdes separados por “:”. A
posicdo das ligacdes duplas é especificada por nimeros sobrescritos apostos a
letra grega mailscula delta (A). Assim um acido graxo com 20 carbonos, 2
ligagbes duplas, uma entre o carbono 9 e o 10 e outra entre 0 12 e 0 13 sera
C20:2 (A9,12). Os atomos de carbono sdo numerados do carbono da carboxila
(C1), os atomos de carbono adjacentes (2, 3, 4) sdo também conhecidos como
a, B, ey, respectivamente, e o carbono terminal é conhecido como w (Gurr et

al. 2002) (Fig. 1).

) Q)]
6 3 1
1 a 5 8 11 14 17 20

Figura 1. Cadeia do acido graxo eicosapentaendico - EPA (C20:5w3).

Fonte: http://pt.wikipedia.org/wiki/Acido_eicosapentaenoico.



Biosintese dos lipidios

As rotas respiratorias sao fundamentais para a producdo de uma grande
variedade de metabdlitos, incluindo os lipidios. Durante o processo respiratorio
sdo produzidos precursores essenciais para a biosintese de diversos
compostos, e muitos intermediarios sdo ponto de partida para outras rotas. Os
compostos organicos sdo oxidados na respiracdo onde a energia € liberada ou
armazenada na forma de ATP. As plantas usam a luz do sol como fonte
primaria de energia para produzir carboidratos e, a partir dos produtos de
degradacdo destes, sdo capazes de sintetizar os acidos graxos para a
formacdao dos lipidios (Gurr et al. 2002).

A biosintese dos lipidios comeca com a sintese “de novo” dos acidos
graxos, que nas plantas ocorre no estroma dos cloroplastos, com ativacdo da
enzima Acetil-CoA Carboxilase (ACC). Nos vegetais a ACC é ativada pelo
aumento do pH e da concentracdo de Mg*" no estroma, e ambos ocorrem
qguando a planta é iluminada. A ACC catalisa a formacdo de Malonil-CoA a
partir de Acetil-CoA e CO,, essa € considerada a primeira etapa da rota
(Schmid e Ohlrogge 2008; Gushina e Harwood 2009). A rota metabdlica
continua em ciclos, com reacdes de condensacédo e redugéo, ao final de cada
ciclo dois carbonos sdo adicionados a molécula. A sintese do acido graxo
termina com a produgédo de um C16:0 ou C18:0. Para produzir um &cido graxo
insaturado, ligacdes duplas sao introduzidas por enzimas dessaturases e para

aumentar a cadeia sdo necessarias enzimas elongases (Hu et al. 2008).



Lipidios de membrana

As moléculas de lipidio nas membranas sdo anfipaticas, ou seja, uma
das extremidades € hidrofobica e a outra hidrofilica. As interacdes hidrofobicas
entre si e as hidrofilicas com agua configuram a forma de bicamada das
membranas, que age como uma barreira impedindo a passagem de moléculas
polares e ions (Lehninger et al. 2005).

Entre os lipideos de membrana os glicerolipidos sdo o grupo mais
importante, sendo divididos em dois grupos principais: fosfolipideos e
glicolipideos (Gurr et al. 2002). Os glicerofosfolipidios (fosfolipideo) e os
galactolipideos (glicolipideos) sédo as principais classes de lipidios encontradas
nas membranas das algas (Guschina e Harwood 2009).

Os glicerofosfolipidios sdo formados por dois acidos graxos ligados em
ligacdo éster ao primeiro e segundo carbonos do glicerol, e um grupo altamente
polar é anexado através de uma ligacao fosfodiéster ao terceiro carbono.

Nos galactolipideos, além dos dois acidos graxos, uma ou duas
galactoses unem-se por uma ligacdo glicosidica ao glicerol. Galactolipideos
estdo localizadas nos tilacéides dos cloroplastos e provavelmente sdo o0s

lipideos de membrana mais abundantes na biosfera (Lehninger et al. 2005)

(Fig. 2).



Lipidios de reserva Lipidios de membrana

(apolares) (polares)
|| = 1
Fosfolipidios Glicolipidios
Triacilglicerois ] I
Glicerofosfolipidios Galactolipidios
— Acido graxo —| Acido graxo — Acido graxo
= ° S| —
8 — Acido graxo 8 —{ Acido graxo 8 — Acido graxo
O O o
— Acido graxo — PO, ~ Alcool Agucar — SO,

Figura 2. Classificacdo e configuracdo dos principais lipidios encontrados nas

microalgas. Adaptado de Lehninger et al. (2005).

Lipidios de reserva

Os lipidios de reserva usados como forma de energia sdo o0s
triacilglicerdis (TAGs), 0s quais sdo os lipidios mais simples formados por
acidos graxos. Nos TAGs uma ligacao éster (ligacdo quimica entre um acido e
um alcool) une trés moléculas de acidos graxos a uma molécula de glicerol. As
hidroxilas polares do glicerol e os carboxilatos polares dos acidos graxos estdo
ligados em ligacGes éster, tornando os TAGs moléculas apolares, hidrofébicas
e essencialmente insollveis em agua (Lehninger et al. 2005).

Na maioria das celulas eucariéticas os TAGs formam no citosol aguoso
goticulas de 6leo que funcionam como depésitos de combustivel metabdlico
(Lehninger et al. 2005). Uma das vantagens no uso de TAGs como fonte de
energia, em vez de glicogénio ou amido, esta na oxidagdo, que libera mais que
o dobro de energia que os agucares. Além disso, como sado hidrofébicos, o
organismo nao precisa carregar um peso extra de agua, geralmente associado

a hidratacdo dos polissacarideos.



Acidos graxos das microalgas

As microalgas marinhas apresentam os seus lipidios bioencapsulados
pela parede celular (Patil et al. 2007), entre eles de especial interesse estdo os
acidos graxos poliinsaturados (PUFAs), incluindo os 0megas-3,
eicosapentaendico (EPA - C20:5) e docosahexaenodico (DHA — C22:6), e os
Omegas-6 linoléico (C18:2) e aracddnico (AA — C20:4) (Vargas et al. 1998).
Estes acidos graxos sao derivados dos acidos graxos essenciais 0s quais sao
sintetizados pelos vegetais, mas ndo pelos animais (Sayanova e Napier 2004).
Diferentemente das microalgas, plantas superiores ndo sintetizam PUFAs de
cadeia muito longas como AA, EPA, e DHA (Harwood e Guschina 2009). As
microalgas contem todas as desaturases encontradas nas plantas superiores
além de diversas desaturases adicionais que podem produzir esses PUFAs de
cadeia longa (Alonso e Maroto 2000), sendo as maiores produtoras de EPA e
DHA (Patil et al. 2007).

PUFAs de cadeia longa podem ser metabolizados como moléculas
sinalizadoras, tais como eicosandides, vitais para o desenvolvimento cerebral e
benéfico para a reducéo do risco de doenca cardiovascular, além de uma série
de outras condi¢des de saude para o ser humano e animais. Essas moléculas
sdo utilizadas nas industrias farmacéuticas e alimentar, para a producdo de
suplementos alimentares, alimentos para animais, aditivos e farmacos (Dyer et
al. 2008)

Essa alta producédo de lipidios pelas microalgas vem estimulando os
pesquisadores a aumentarem o0s esfor¢gos na busca por cepas com capacidade
de acumular maiores teores de lipidios e na investigacdo das condicbes em

gue essa producgao possa ser melhorada.



Antecedentes

Atualmente existem informacfes divergentes na literatura sobre a
influéncia de fatores como a temperatura, a fonte de nitrogénio oferecida
(nitrato, nitrito ou uréia) e mesmo a fase de crescimento dos cultivos na
producdo de acidos graxos pelas microalgas (Lourenco, 2006). Segundo
Zhukova e Aizdaicher (1995), existe uma extensiva informacé&o sobre os lipidios
e acidos graxos de microalgas, entretanto os dados sdo frequentemente
contraditorios. Parte das discrepancias observadas na composicdo de acidos
graxos das microalgas em cultivo deve-se a incerteza da classificacdo
taxondbmica das espécies e da comparacdo entre cepas crescendo sob
diferentes condicfes de cultivo.

Em estudos previamente realizados no Laboratério de Ecologia do
Fitoplancton e de Microorganismos Marinhos da FURG, Borges et al. (2007)
observaram que as cepas de Nannochloropsis oculata e Thalassiosira
weissflogii mantidas no banco de cultivo, mostraram altos niveis de
produtividade primaria (variando de 17 a 165 Ton C ha’ ano™). Estas
microalgas foram entdo, selecionadas para estudos onde se pretende
determinar a importancia de fatores como luz, temperatura e nutrientes para o
seu cultivo em grande escala, bem como determinar a influéncia destas
variaveis em seus perfis de lipidios e acidos graxos.

Nannochloropsis oculata € uma eustigmatoficea marinha, importante
produtora de EPA (Sukenik et al. 1993). A composicao de lipidios de N. oculata
foi estudada em cultivos (Zhukova e Aizdaicher 1995), em diferentes

irradiancias e em culturas semi-continuas (Fabregas et al. 2004), em diferentes

concentracdes (Suen et al. 1987) e fontes de nitrogénio (Lourenco et al. 2002).



Esta espécie também foi avaliada para producdo de EPA em fotobiorreatores
(Zittelli et al. 1999), conteudo de EPA em diferentes niveis de luz (Sukenik et al.
1989, Sukenik e Carmeli 1990) e quanto a sua resposta a elevadas
concentracfes de CO, (Hoshida et al. 2005, Hu e Gao 2003, Hu e Gao 2006).
Além disso, foi determinada a sua producdo de EPA e DHA em cultivos
heterotréficos (Vazhappilly e Chen 1998) e a separacdo de PUFA de cadeia
longa em seus trigliceridios (Tonon et al. 2002).

Para melhorar a produgcdo de EPA em Nannochloropsis sp. diversas
condicbes de crescimento tém sido investigadas (Hoshida et al. 2005).
Geralmente as condi¢cdes de cultivo que aumentam a densidade celular
(condicdes 6timas para o crescimento) diminuem a producao de acidos graxos
(Sukenik et al. 1989, Sukenik, 1991, Fabregas et al. 2004).

A diatomacea Thalassiosira weissflogii (T. fluviatilis), € uma espécie
eurialina (Radchenko e I'yash 2006) que apresenta altas taxas de fixacdo de
carbono, assim como uma otima eficiéncia fotossintética (Borges et al. 2007).
Tem sido usada em estudos fisiolégicos sobre fotossintese (Parker et al. 2004;
Halac et al. 2010; Antal et al. 2011) por ser amplamente distribuida e
frequentemente contribuir para os blooms de primavera do fitoplancton (Sheng
etal. 2011).

T. weissflogii € usada na aquicultura como fonte de alimento para larvas
de camardes peneideos (Jensen et al. 2006; Silva et al. 2009; Kiatmetha et al.
2010), e seu conteudo lipidico vem sendo analisado, principalmente como fonte
de acidos graxos para copépodes (Cowie e Hedges 1996; Stattrup et al. 1999;
Breteler et al. 2005). Araujo et al. (2011) analisaram seu potencial para

producdo de 6leo e biomassa em diferentes salinidades. Ishida et al. (2000)



determinaram a composicéo de acidos graxos de T. weissflogii em cultivos com
adicdo de CO;, e Derner (2006) com diferentes fontes de carbono. Segundo
Pulz e Gross (2004) devido a alta produtividade e acumulacdo de dleos, as
diatoméaceas representam uma possivel fonte futura para combustiveis e
acidos graxos ndo usuais e as suas altas concentracfes de EPA sao de
especial interesse biotecnologico.

Como visto, estudos para determinacdo da producado de lipidios e do
perfil de &cidos graxos destas espécies vém sendo realizados, porém o0s
experimentos sdo desenvolvidos com a variagcdo de somente um fator por vez,
intensidade luminosa, temperatura, ou fontes de nitrogénio, ndo se tendo
informacéo sobre o conteudo total de lipidios e a sua composicdo de acidos
graxos considerando-se simultaneamente a interacdo de diferentes fatores
abidticos. A quantidade final de lipidios obtida em um cultivo de microalgas
pode variar enormemente, portanto, € necessario analisar a interacdo entre as
variacfes destes fatores no resultado final. Estas informacdes permitirdo uma
melhor avaliacdo do potencial destas espécies para a producéo de biodiesel.

Além do sinergismo entre as variaveis ambientais, outra possivel
interferéncia no perfil bioquimico das espécies € a escolha do processo de
colheita da biomassa. Assim, uma vez que o objetivo € o0 aproveitamento dos
lipidios e acidos graxos, é preciso garantir a integridade desses compostos
usando uma forma de colheita que ndo cause impacto no produto final.
Processos de centrifugacéo e filtragcdo podem danificar fisicamente as algas.
Entretanto, ndo existe na literatura qualquer informacao sobre o possivel efeito
de floculantes na extracdo de lipideos e no perfil de acidos graxos. Portanto,

apesar da floculagdo ser uma forma de baratear os custos de producao de



bicombustiveis de microalgas (Grima et al. 2003) € preciso conhecer de
maneira mais aprofundada os possiveis efeitos dessas substancias na

producao de lipidios e acidos graxos desses organismos.

OBJETIVOS

Objetivo geral:

Avaliar a combinacdo de fatores que propiciam a maior producdo de
lipidios e afetam o perfil de &cidos graxos de Nannochloropsis oculata e
Thalassiosira weissflogii, para cultivo destas microalgas em maior escala com
vistas a producdo de biocombustiveis e de &cidos graxos insaturados de alto

valor.

Objetivos especificos e hipbteses:

1. Determinar se o uso de floculantes na colheita da biomassa de
Nannochloropsis oculata e Thalassiosira weissflogii pode interferir no
processo de extracdo dos lipidios totais e no perfil dos acidos graxos.

v Hipétese: A adicédo de floculantes interfere na extracdo de lipidios das

microalgas.



2. Determinar o efeito simultaneo da fase de crescimento, intensidade
luminosa, temperatura e fontes de nitrogénio no teor de lipidios totais e

no perfil de &cidos graxos produzidos por N. oculata.

v' Hipbtese: A espécie apresentara uma grande variacdo na

guantidade de lipidios e no nivel de saturacéo dos acidos graxos.

3. Determinar o efeito simultaneo da fase de crescimento, intensidade
luminosa, temperatura e fontes de nitrogénio no teor de lipidios totais e

no perfil de &cidos graxos de T.weissflogii.

v' Hipbtese: A espécie apresentara uma grande variacdo na

guantidade de lipidios e no nivel de saturacéo dos acidos graxos.

MATERIAL E METODOS (Linhas Gerais)

O detalhamento dos materiais e métodos esta descrito nos capitulos 1, 2
e 3 desta Tese.

As cepas de Nannochloropsis oculata (NANN OCUL) e Thalassiosira
weissflogii (THAL WEIS) analisadas fazem parte do banco de cultivo do
Laboratério de Fitoplancton e de Microorganismos Marinhos da FURG e séo
mantidas em meio f/2 (Guillard 1975), salinidade 28, temperatura 20 °C,
intensidade luminosa de 40 pmol fétons m? s e fotoperiodo 12:12 horas

(claro/escuro).



Determinacédo da influéncia do uso de floculante na extracdo dos lipidios.

Cultivos em batelada (trés repeticdes) de N. oculata eT. weissflogii foram
montados nas mesmas condicbes em que as cepas sdo mantidas na colecao,
aeracao constante foi introduzida apos atingirem o volume de 1 litro.

Em 21 dias de aclimatacédo as culturas atingiram um volume total de 6
litros e ap6s 15 dias cada cultura foi dividida em 2 litros. Foram montados os
seguintes tratamentos: 1) sem floculante (controle); 2) Magnafloc® LT-25 —
poliacrilamida aniénico (FPA) (10 mL/L) e 3) Flopam® - um poliacrilamida
cationico (FPC) (10mL/L).

Antes da adic&o dos floculantes, alguns mL de uma solucdo NaOH 0.6N
foi adicionada até atingir pH 10. As culturas foram agitadas por 2 minutos,
quando um precipitado branco apareceu. Nos tratamentos com floculantes, a
agitacdo foi diminuida e foram adicionados os floculantes em diferentes
concentracfes de diferentes (0.05% catibnico e 0.5% anibnico). A mistura foi
cessada e as culturas foram mantidas em repouso durante aproximadamente
por 1 hora, até que a biomassa sedimentasse. Apds 0 sobrenadante foi
removido e as ceélulas foram concentradas em um filtro de celulose. As
biomassas foram levadas a uma estufa e mantidas em 60°C por 24hs para
secagem. Depois de secas foram mantidas no escuro e em refrigerador até a

extracao dos lipidios.



Determinacdo dos efeitos da fase de crescimento, fonte de nitrogénio,
intensidade luminosa e temperatura na producdo de lipideos e no perfil dos
acidos graxos:

Os tratamentos foram determinados pelas interagdes entre condicdes de
intensidade luminosa (40 e 400 pumol fétons m? s?), temperatura (15 e 30°C),
fonte de nitrogénio (nitrato e amobnia) e fase de cultivo (logaritmica e
estacionaria). A concentracéo final de Nitrogénio nos meios foi 8.8x10™ M, com
a adicdo dos sais NaNO3z e NH4Cl. Condicdes de luz e temperatura foram
mantidas em cadmara de germinagéo (347-CDG Fanem).

Para tais experimentos o volume das culturas foi aumentado de 250mL,
até a obtencédo de 5 litros para cada repeticdo (2) de cada tratamento, o que
ocorreu apos aproximadamente 21 dias. Ap6s a aclimatacdo foi iniciado o
acompanhamento da curva de crescimento através da fluorescéncia in vivo da
clorofila, a qual foi extrapolada para pug L™ através da equacdo da reta (y=
1,8304x — 49.699) (R? = 0,99) para N. oculata e (y= 7,2365x — 164,92) (R? =
0,99) para T. weissflogii. Essas equac¢des foram determinadas, previamente,
através da correlacéo entre as duas medidas.

Apos, esses resultados foram convertidos a peso seco baseados em
Reynolds (2006) que estima que aproximadamente 1% do peso seco em
microalgas corresponde ao pigmento clorofila. Assim que os cultivos
alcancavam a fase logaritmica, cerca de 2,5L eram coletados e floculados. Os
2,5L restantes eram mantidos na camara germinadora até alcancarem a fase
estacionaria, quando entédo eram floculados. As biomassas foram floculadas e

preparadas como no experimento anterior.



Extracdo e quantificacdo dos lipidios.
Lipidios foram extraidos usando o método liquido-liquido adaptado de

Bligh e Dyer (1959) (D’'Oca et al. 2011).

Determinacédo do perfil de acidos graxos:

As fracOes lipidicas dos tratamentos foram esterificadas de acordo com
Metcalfe e Schmidt (1961). O perfil dos acidos graxos foi caracterizado por
cromatografia gasosa (GC) com deteccdo por espectrdmetro de massas (MS).
Os metil ésters dos acidos graxos foram identificados pela comparagdo com

padrdes conhecidos e quantificados pelo método de padronizacdo das areas.

Analises estatisticas

Os resultados foram analisados usando a analise de variancia (ANOVA)
comparando os tratamentos com nivel de significancias de a= 0.05. O teste de
multiplas comparagbes post-hoc Tukey (a = 0.95%) foi aplicado para

determinacao das diferentes biomassas, lipidios e acidos graxos (Zar, 1996).

APRESENTACAO DOS RESULTADOS

Os resultados desta Tese estdo apresentados nos trés capitulos
seguintes. No primeiro capitulo, o trabalho intitulado “Efeitos de floculantes na
extracdo de lipidios e composicdo de &acidos graxos das microalgas
Nannochloropsis oculata e Thalassiosira weissflogii” trata do Objetivo
Especifico nimero 1. Este estudo foi publicado na Revista Biomass and

Bioenergy 35 (10) 4449 — 4454, com o titulo “Effects of flocculants on the lipid



extraction and fatty acid composition of the microalgae Nannochloropsis oculata
and Thalassiosira weissflogii”.

O Capitulo 2, “Producéo de lipidio e acidos graxos da microalga marinha
Nannochloropsis oculata sob condi¢des variadas de luz, temperatura, fonte de
nitrogénio e fase de crescimento: Importancia do crescimento celular e
conteudo de lipidio para atingir maximos rendimentos” refere-se ao objetivo
especifico namero 2. Este trabalho foi submetido a Revista Bioresource
Technology com o titulo Production of lipid and fatty acids of the marine
microalgae Nannochloropsis oculata under varying conditions of light,
temperature, nitrogen source and growth phase: The importance of growth and
cell content to reach maximum yields” e encontra-se em fase de reviséo.

Os resultados do estudo referente ao objetivo especifico 3 sao
apresentados no Capitulo 3, intitulado “Conteudo e produtividade de lipidios e
acidos graxos de Thalassiosira weissflogii (Bacilarioficea), sob diferentes
condicbes de temperatura, luminosidade, fonte de Nitrogénio e fase de

crescimento”
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CAPITULO 1

EFEITOS DE FLOCULANTES SOBRE A EXTRACAO DE LIPIDIO E A
COMPOSICAO DE ACIDOS GRAXOS DAS MICROALGAS Nannochloropsis

oculata E Thalassiosira weissflogii.

Lucelia Borges, Joaquin A. Moroén-Villarreyes, Marcelo M. D’Oca and Paulo

Cesar Abreu.

Sintese dos resultados

O objetivo deste estudo foi investigar a possivel interferéncia de
floculantes anibnicos e catidnicos na extracdo de lipidios e perfil de acidos
graxos de duas espécies de microalgas marinhas: Nannochloropsis oculata e
Thalassiosira weissflogii. As células foram cultivadas em culturas batelada com
meio /2, salinidade de 28, temperatura de 20 ° C, intensidade luminosa de 40
umol fétons m? s™ e fotoperiodo de 12/12 h (claro/escuro). As células foram
concentradas utilizando hidréxido de so6dio (controle), hidroxido de soédio e
floculante poliacrilamida aniénico Magnafloc ® LT-25 (tratamento APF) e
hidroxido de sodio, mais o floculante poliacrilamida catiénico Flopam ®
(tratamento CPF). N&do houve diferencas significativas entre os tratamentos
com relacdo a extracdo de lipidios para ambas as espécies. No entanto, N.
oculata que apresentou maiores percentuais dos acidos graxos C16:0, C16:1 e
C20:5, mostrou um aumento de C14:0 e uma diminuicdo de C20:5 com 0 uso

de floculante anidnico. A espécie T. weissflogii, que teve altos percentuais de



C16:0, C16:1, C16:3 e C20:5, mostrou um decréscimo de C18:0 e C18:1n9c
gquando ambos os floculantes foram usados e uma pequena diminuicdo de
C16:0 no tratamento APF. Os resultados indicam que a escolha do floculante
deve ser baseada no nivel de saturacdo do desejavel, ou seja, se o objetivo &
produzir biodiesel mais estavel, com baixa porcentagem de &acidos graxos
insaturados, entéo, floculantes aniénicos devem ser usados. Por outro lado, se
0 objetivo € produzir acidos graxos insaturados para usos comerciais nas
industrias de farmacia ou de alimentos, entdo polimeros aniénicos devem ser

evitados.
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ABSTRACT

The aim of this study was to investigate the possible interference of anionic and
cationic flocculants in the lipid extraction and fatty acid profiles of two species of
marine microalgae: Nannochloropsis oculata and Thalassiosira weissflogii.
Cells were grown in batch cultures (f/2 medium, salinity of 28, temperature of 20
°C, light intensity of 40 pmol m? s* and 12/12 h L/D photoperiod) and
concentrated using sodium hydroxide (control), sodium hydroxide and the

anionic polyacrylamide flocculant Magnafloc® LT-25 (APF treatment) and



sodium hydroxide plus the cationic polyacrylamide flocculant Flopam® (CPF
treatment). There were no statistically significant differences among treatments
with respect to lipid extraction for both species. However, N. oculata which
presented higher percentages of C16:0, C16:1 and C20:5 fatty acids showed an
increase of C14:0 and a decrease of C20:5 with the use of anionic flocculant.
Additionally, T. weissflogii which had high percentages of C16:0, C16:1, C16:3
and C20:5, showed a decrease of C18:0 and C18:1n9c when both flocculants
were used and a small decrease of C16:0 in the APF treatment. The results
indicate that the choice of flocculant should be based on the level of saturation
desirable, i.e., if the goal is to produce more stable biodiesel, with low
percentage unsaturated fatty acids, then anionic flocculants should be used. On
the other hand, if the aim is to produce unsaturated fatty acids for commercial
uses in the pharmacy or food industries, then anionic polymers should be

avoided.

Keywords: microalgae, lipids, fatty acids, flocculants, biodiesel.

INTRODUCTION

The interest in the use of microalgae in biotechnology is largely due to
their rapid growth and wide tolerance to environmental extremes. Furthermore,
these microorganisms can be grown in brackish and marine waters, leaving the
fresh water for other more noble uses such as human consumption and
agriculture. Similarly, high yields of microalgae can be produced in small spaces
and in areas unsuitable for agricultural activities. In aquaculture systems,

microalgae are used to maintain water quality and as additional food source [1]



and they are also employed in the treatment of domestic and industrial effluents
[2] [3].

Microalgae are efficient in converting solar energy into metabolites, such
as lipids, proteins, carbohydrates, pigments and vitamins. Moreover, these
microorganisms can provide various types of renewable energy sources, such
as methane [4], biohydrogen [5] and biodiesel [6]. The potential of microalgae
for biodiesel production is related to their high productivity rather than to their
ability to produce significant amounts of oil.

However, one of the bottlenecks of microalgae biodiesel production is the
need to concentrate the produced biomass for transport, storage and lipid
extraction [7]. Therefore, microalgae harvesting is an important research area in
order to develop an appropriate and economical process for each algal species
so that the production of this biofuel is competitive [8].The choice of the
concentration method employed depends on the size of the microalgae species,
the cell density, the culture medium, the type of final product and the cost-
benefit relationship of its production.

Currently, the methods used to concentrate microalgae, such as filtration
and centrifugation, are high-energy consumption processes, which significantly
increases the final prices of microalgae biofuels. Moreover, filtration can be very
time consuming and centrifugation may break cells, depending on the
gravitational forces employed [9]. Thus, collecting large amounts of cells by
flocculation seems to be a better method because flocculation allows the
processing of large cultures at lower costs [10]. To date, most studies of
microalgae flocculation have been conducted using freshwater species [11].

Microalgae have negative charges that prevent aggregation, keeping the



cells in suspension. Flocculants act on the cell surface, neutralizing the wall
charges, resulting in the aggregation and sinking of algae cells. Flocculants can
be inorganic or organic. Inorganic flocculants made of iron and aluminum are
effective but normally result in contamination of the microalgae biomass with
these metals and production of toxic effluents [10]. Organic flocculants, such as
chitosan, are biodegradable and are often used in low doses [12]. However,
they are more expensive [13].

Polymeric flocculants can be cationic, anionic or nonionic. Key
characteristics of polymeric flocculants that can influence the flocculation
process include the molecular weight and charge density of the polymer [14].
An increase in either of these physical properties improves the flocculant’s
binding capacity [15].

Cationic polymers act as coagulants, neutralizing the negative charges of
the microalgae cell walls and reducing the electrical repulsion between them,
thus causing the cells to aggregate and form heavy flakes that settle to the
bottom of the tanks. Anionic polymers can attach to negative surfaces despite
electrostatic repulsion if ions that act as bridges between the polymer and the
cell are present [14].

In spite of all of the advantages of flocculants, to our knowledge, no
information is available about the possible effects of these elements on the
amount and quality of lipids extracted from the microalgae. The aim of this study
was to determine whether flocculants interfere with lipid extraction and the fatty
acid profiles of two species of marine microalgae, Nannochloropsis oculata and
Thalassiosira weissflogii, both of which have great potential for biodiesel

production [16].



MATERIAL AND METHODS

The microalgae species Nannochloropsis oculata (Eustigmatophyceae)
and Thalassiosira weissflogii (Bacillariophyceae) used in this study are from the
collection of the “Ecology of Phytoplankton and Aquatic Microorganisms”
Laboratory of the Federal University of Rio Grande (Catalogue names NANN
OCUL-1 and THAL WEIS-1, respectively). The cells were grown in batch
cultures (3 replicas) with f/2 medium [17], with a salinity of 28, a temperature of
20 °C, a light intensity of 40 pmol m? s and a 12-12 h light/dark photoperiod.
Cultures were constantly aerated.

After 15 days, when the cultures reached a volume of 6 liters, each one
was divided into three 2-liter treatments as follows: 1) Control - with no
flocculant; 2) APF treatment - with the anionic polyacrylamide flocculant
Magnafloc® LT-25 (0,01dm® of solution per dm® of culture); and 3) CPF
treatment - with the cationic polyacrylamide flocculant Flopam® (0,01dm? of
solution per dm?® of culture). Before the addition of the flocculants, a few drops
of a solution having an amount-of-substance concentration of NaOH = 0.5
mol/dm? were added to all cultures until the pH reached 10.

The cultures were shaken for two min, during which time a white
precipitate appeared. In the treatments with flocculants, agitation was gradually
decreased, and then the appropriate flocculant was added (volume fraction of
0.05% cationic and volume fraction of 0.5% anionic). The shaking of the culture
was stopped when microalgae flakes were observed, which occurred after
approximately 1 min. The cultures were kept still for about 1 hour, until most of

the biomass had settled onto the bottom of the flask. Then the supernatant was



removed, and the cells were collected using a Whatman Grade 1 Qualitative
Filter Paper (15mm). The concentrated biomass was kept at 60 °C in a hot air
oven for 24 hours. After drying, the biomass was weighed and kept in a sealed

refrigerator (3 £ 1 °C — open to atmosphere) in the dark until lipid extraction.

Extraction and quantification of lipids:

Lipids were extracted using the liquid-liquid method [18]. Crushed dry
biomass (0.5 g) was put in a test tubes (three replicates) with 1.5 mL of a
chloroform:methanol (2:1) mixture. The solution was ultrasonicated in a
ultrasound bath (Unique UltraCleaner model 1400A — 40kHz; 120W) for 20
minutes. Next, the mixture was subjected to centrifugation for two minutes at50
Hz. The lipid extraction was repeated three times for each tube. The liquid
phase was transferred to previously weighed flasks. Thereafter, the solvent was
evaporated under vacuum in a rotary evaporator. The samples were then
placed in a hot air oven for complete evaporation of the solvent, and the flasks
were weighed again. The total lipid fraction was calculated after differences of

final and initial flask weights

Determination of the fatty acid profile:

Lipid samples (triplicates) were esterified according to [19]. The fatty acid
profile was characterized by gas chromatography (GC) with detection by mass
spectrometry (MS). Analyses were performed on a GCMS-QP2010Plus
chromatographic system (Shimadzu) equipped with a split/splitless injector
coupled with a mass detector. The operating temperatures of the detector were

as follows: interface, 280 °C, and the source 230 °C. Detection using a full scan



from m/z 30 to m/z 500 with a scan time of 0.20 seconds was performed. The
ionization mode used was electron impact at 70 eV. The operating conditions of
the chromatograph were as follows: injector, 250 °C; column, 80 °C (initial
temperature, 0 min), followed by gradient of 10 °C/min to 180 °C and then 7
°C/min up to a final temperature of 330 °C; He gas flow, 1.3 mL/min; pressure,
88.5 kPa; average linear velocity, 42 cm/s; and injection volume of 1 mL with a
split ratio of 1:100. We used a Crossbond 5% dimethyl polysiloxane diphenyl
95% column (30 m x 0.25 mm x 0.25 um Restek). The methyl esters of fatty
acids were identified by comparison with known standards and were quantified

by the method of standardized areas.

Statistical analysis
The results were analyzed by one-way analysis of variance (ANOVA),
comparing the three treatments with a significant level of a= 0.05. Tukey’'s

multiple comparison test was then applied [20].

RESULTS

The control treatments of Nannochloropsis oculata and Thalassiosira
weissflogii showed cell flocculation without any flocculant addition; this
aggregation was the result of the pH increase. However, the addition of
flocculant resulted in faster sedimentation of cells in comparison to the control.
The biomass collected was, on average, 1 g/L for each culture.

The percentage of lipids extracted from the dry biomass of

Nannochloropsis oculata varied between a minimum mass fraction of 3.6% of



dry biomass for the cationic (CPF) treatment and maximum mass fraction of
4.3% for the control. There were no statistically significant differences among
the treatments (Fig. 1). Thalassiosira weissflogii yielded a similar amount of
lipids, with a minimum mass fraction of 2.77% also for the CPF (Flopam®)
treatment and a maximum mass fraction of 4.12 % for the control. This
experiment also did not show any significant differences among treatments (Fig.
2).

The fatty acid profiles of N. oculata showed higher percentages of C16:0,
C16:1 and C20:5 fatty acids (Table 1). Statistical analysis revealed a significant
difference between the APF (Magnafloc®) treatment and other treatments, with
a higher amount of C14:.0 and a lower amount of C20:5 for the anionic
treatment (Table 1). T. weissflogii yielded higher percentages of C16:0, C16:1,
C16:3 and C20:5 fatty acids (Table 2). Statistically, the control treatment was
significantly different from the APF and CPF treatments, yielding higher

amounts of C16:0, C18:0 and C18:1n9c fatty acids (Table 2).

DISCUSSION

The harvest process of microalgae cultures is a major factor influencing
the cost and quality of the final products [21]. Flocculation is the most
convenient harvesting process because it allows the handling of large volumes
of culture with low energy costs. In addition, cells concentrated by flocculation
are in better physical condition than those manipulated by centrifugation or
filtration, maintaining cellular integrity with preservation of the produced
metabolites [9].

To ensure the maximum efficiency of the flocculants, pH adjustment is



required. However, in this study, the flocculation of Nannochloropsis oculata
and Thalassiosira weissflogii was achieved with only pH variation (control
treatment). Similar results for flocculation based on pH adjustment alone were
found for microalgae of different groups, including diatoms, prasinophytes and
cryptophytes [9].

Because the charge neutralization is the basis of flocculation and the
electrical charge of the microalgae cell wall is negative, the cationic
polyacrylamide flocculant would be expected to be more effective than the
anionic flocculant. However, no significant differences were observed between
these two flocculants. Several factors may have yielded this result. It is known
that polymers can act as bridges to start floc formation. However, high
concentrations of flocculant may reduce the aggregation [22]. Similarly, marine
waters inhibit flocculation with polyelectrolytes because the high ionic strength
affects the configuration and size of the polymer [23]. Conversely, the
elimination of electrostatic repulsion caused by anionic polyelectrolyte
adsorption is possible in the presence of divalent metal cations [14], such as
those found in the /2 culture medium. Nonetheless, it is more likely that the pH
variation played the major role in making the flocculation similar for cationic and
anionic flocculants.

The microalgae lipid concentration is species specific but is dependent
on conditions such as light, temperature and nutrient availability. Both tested
species yielded similar lipid contents, and no differences were found for the lipid
contents with respect to the different treatments. These results indicate that the
flocculants did not significantly interfere with the lipid extraction process. A

study with Botryococcus braunii [21] also showed similar results. The lipid



content of N. oculata was of the same magnitude as those found in other
studies [24][25], although bigger values were measured for this same
microalgae species [26][27] but in different culture conditions.

Unlike the lipid content, the fatty acid profile of the two species differed
significantly when treated with different types of flocculants. In general, the fatty
acid compositions determined for the two species in this study were similar to
those found by other authors. For N. oculata, the results showed that there were
higher percentages of C16:0, C16:1 and C20:5 fatty acids, as reported by
others [25] [26] [28]. The fatty acid profile of T. weissflogii, showed higher
percentages of C14:0, C16:0, C16:1, C16:3 and C20:5 fatty acids, similarly to
other studies [29] [30]. However, the percentages of some fatty acids changed
after the addition of flocculants relative to the control. N. oculata, for instance,
showed a greater difference in the percentages of C14:0 and C20:5, with higher
levels of C14:0 fatty acids and a lower concentration of C20:5 fatty acids in the
presence of anionic flocculant. For T. weissflogii, this flocculant caused a
significant decrease in the levels of C16:0, C18:0 and C18:1n9t. Similar results
were found for the cationic flocculant, with significant reduction in the
concentrations of these same fatty acids.

In microalgae, the amount of lipids produced, as well as the fatty acid
profile, may change based on the environmental conditions. Triglycerides are
mainly formed by saturated and monounsaturated fatty acids, while
polyunsaturated fatty acids are important components of the microalgae
membranes, which show rapid responses to environmental changes, such as
variations in temperature, light and pH [31]. The alkaline pH may lead to the

accumulation of triglycerides and a decrease in membrane lipids [32]. During



sudden environmental changes, such as a pH increase, the synthesis of
polyunsaturated fatty acids may be slower, and triglycerides rich in
polyunsaturated fatty acids can donate acyl groups to the polar lipids to allow
the reorganization of the membranes and a faster adaptive response of the cells
[33]. However, it is very unlikely that the addition of NaOH caused the
differences in the fatty acid profiles observed for treatment with anionic and
cationic flocculant because all treatments involved similar amounts of NaOH to
cause the pH increase.

It is more likely that the significant differences in the fatty acid profiles
observed for the different treatments resulted from interactions between the
flocculant, the microalgae cell walls and the extracted complex lipids rich in
these specific fatty acids. We envisage a hypothetical scenario in which cells
with flocculants attached to their cell walls would function as a trap for complex
lipids after the lipid extraction process. Flocculants would attach to the cell walls
due to strong Coulomb forces, while complex lipids would be caught by
flocculant loops through weak London forces (Fig. 3).

This model would explain why the anionic polyacrylamide flocculant
Magnafloc® LT-25 had the greatest influence on the fatty acid profiles of both
microalgae species. Polymers attach to the microalgae cell walls due to a
combination of forces, such as Coulomb, dipole-dipole, hydrogen bridging and
van der Walls forces [11], while the free parts of the polymers make loops of
different sizes. In the case of the anionic, the flocculant would attach to few
sites because the microalgae cell wall has a negative electrical charge. Thus,
the attached flocculants would be able to form more loops and, therefore collect

a greater amount of complex lipids. If complex lipids contained greater amounts



of specific fatty acids, these fatty acids would be trapped and would not appear
in the microalgae fatty acid profile. Thus, lower concentrations of fatty acids,
such as EPA (C20:5) or oleic acid (C18:1n9c) in the fatty acid profiles obtained
from N. oculata and T. weissflogii, respectively, would result from the decrease
of complex lipids, rich in these fatty acids, which were trapped by the
flocculants.

However, it is important to highlight that this model based on interactions
among flocculants, cell walls and complex lipids would not explain increases in
the levels of a specific fatty acid, as observed for myristic acid (C14:0) produced

by Nannochloropsis oculata.

CONCLUSIONS

Previous research with N. oculata and T. weissflogii has indicated that
these species present high growth and carbon fixation rates. Thus, large-scale
cultures of these microalgae would contribute not only for biodiesel production,
but also to a decrease in atmospheric carbon dioxide concentrations [16].

Regarding biodiesel production, the results of this study indicate that the
use of anionic and cationic flocculants to concentrate the cells would contribute
to the production of better biodiesel due to the removal of unsaturated fatty
acids. It is well known that the level of hydrocarbon saturation has a great
impact on the stability of the biofuel [34], since polyunsaturated fatty acids are
more susceptible to oxidation, while saturated fats produce a biodiesel with
superior oxidative stability and a higher cetane number [35].

However, if the microalgae culture is intended to produce specific

commercial fatty acids, such as EPA (C20:5) or oleic acid (C18:1n9c), the use



of flocculants should be avoided because flocculants, especially the anionic
polyacrylamide Magnafloc® LT-25, significantly contribute to a reduction of the
amount of these fatty acids in the lipid extracts produced by Nannochloropsis

oculata and Thalassiosira weissflogii.
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Table 1: Fatty acid profile of Nannochloropsis oculata (mass fraction in %) for different treatments. Different letters indicates

statistically significant differences.

Anionic Polyacrylamide Cationic Polyacrylamide
Control
Flocculant (APF) Flocculant (CPF)
Fatty Run | Run | Run Run | Run | Run Run | Run | Run
. M+ SD M+ SD M+ SD
acids 1 2 3 1 2 3 1 2 3

Cl4:0 |5.03|555|6.14 | 557 +0.6% [12.13|11.16| 9.56 | 10.95+1.3" | 5,31 | 5,33 | 5,06 | 5.23+0.1%
Cl6:1 [27.06|25.80(26.09| 26.32 +0.7 |30.91|27.7827.27| 28.65+2.0 |25,36/25,01| 25,87 | 2541 +04
C16:0 [32.34|33.24|30.15| 31.91+1.6 |31.50|33.26(31.47| 32.08+1.0 |29,66|33,88| 30,44 | 31.33+2.2
C18:1n9 | 7.29 |10.90|10.68| 9.63+2.0 | 4.70 | 8.18 | 822 | 7.03+2.0 | 7.20 {1048 9.71 9.13+1.7
C18:1n11| 3.21 | 1.82 | 235 | 2.46+0.7 | 1.65 | 1.47 | 2.07 1.73+0.3 249 | 1.90 | 1.96 212+0.3
C20:5 [25.07|22.68|24.58| 24.11+1.3% |14.77|14.17|16.42| 15.12 + 1.2° |29.98|23.40| 26.96 | 26.78 + 3.3?
Others 435|398 | 499 | 444+05




Table 2: Fatty acid profile of Thalassiosira weissflogii (mass fraction in %) for different treatments. Different letters indicates

statistically significant differences.

Control Anionic Polyacrylamide Cationic Polyacrylamide
ontro
Flocculant (APF) Flocculant (CPF)
Fatty Run | Run | Run Run | Run | Run Run | Run | Run
. M+ SD M+ SD M+ SD
acids 1 2 3 1 2 3 1 2 3

C14:0 858 | 7.17 | 474 | 683+20 |878 934|848 | 887+04 |892 961|899 | 918+04
C16:3 | 14.61 |18.90|20.66| 18.06 +3.1 |18.98|16.32|17.52| 17.61+1.3 |16.43|16.67|16.52| 16.54+0.1
Cl16:1 | 26.61 |19.55|26.60| 24.25+4.1 |24.35|15.83|23.63| 21.27 +4.7 |26.89|18.85|23.56| 23.10+4.0
C16:0 | 16.16 [19.2116.31| 17.23 +1.72 |14.08|12.98|15.04| 14.03 + 1.0° |16.23|15.77|15.92| 15.97 + 0.2%°
C18:1n9c| 6.03 | 6.47 | 510 | 5.87+0.72 | 2.65 | 1.76 | 3.48 | 2.63+0.9° | 3.45 | 1.92 | 434 | 3.24+1.2°
C18:1n9t| 3.95 | 4.07 | 438 | 4.13+0.2 |3.78 |8.17 | 437 | 544+24 |256 241|406 | 3.01+09
C18:0 1.59 | 3.48 | 2.30 | 2.46+0.952 | 0.50 | 0.70 | 0.60 | 0.60+0.1° | 1.34 | 0.43 | 0.93 | 0.90+0.5"
C20:5 |15.96 |17.78|18.05|17.26+1.1 15.85|17.47|15.93|16.42+0.9 |14.82|17.19/15.36|15.79+1.2
C22:6 |1.40 (162 |1.86 |1.63+0.3 3.32 |2.45 |3.38 |3.05+0.5 243 |1.74 |3.45 |2.54+0.9
Others |5.10 |2.20 3.65+2.0 7.71 |1497|7.59 |10.09+4.2 |6.93 |1541|6.86 [9.73+4.9
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CAPITULO 2

PRODUCAO DE LIPIDIOS E ACIDOS GRAXOS DA MICROALGA MARINHA
Nannochloropsis oculata SOB CONDICOES VARIADAS DE LUZ,
TEMPERATURA, FONTE DE NITROGENIO E FASE DE CRESCIMENTO.
Importancia do crescimento celular e contedudo de lipidios para atingir

maximos rendimentos.

Lucélia Borges, Marcelo G. Montes D’Oca, Paulo Cesar Abreu.

Sintese dos resultados

Um experimento multifatorial foi realizado com Nannochloropsis oculata
em diferentes intensidades luminosas (40 e 400 umol fétons m?s™),
temperatura (15 e 30°C), fonte de nitrogénio (NOs e NH;"), e fase de
crescimento (logaritmica e estacionaria). Os efeitos destas variaveis no
crescimento, e no contetdo e produtividade de lipidios e acidos graxos foram
testados simultaneamente. O maior crescimento foi com 15° C- NO3', enquanto
menores biomassas ocorreram com 15°C NH,*. Maiores contetidos de lipidios
ocorreram na fase estacionaria, alta luz e 15°C. Nas mesmas condi¢des foram
maiores as proporgcdes de acidos graxos saturados, enquanto 15°C e baixa
intensidade aumentaram os insaturados. A produtividade dos acidos graxos
seguiu os mesmos padrdes da producao de lipidios, sendo em alta luz e baixa
temperatura os maiores valores. Os resultados apresentados indicam que

diferentes combinacdes de conteudo de lipidios e rendimento do crescimento



podem influenciar os rendimentos de lipidios e acidos graxos. Assim, diferentes
estratégias podem ser empregadas com o objetivo de alcancar a maxima

producao de lipidios e acidos graxos.
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Abstract

A multi-factorial experiment was conducted with Nannochloropsis oculata
in different light (40-400 pmol photons m?s™), temperature (15-30°C), nitrogen
source (NO3z-NH4"), and growth phase (logarithmic-stationary). The effects of
these variables on growth, lipid and FA, content and production, were tested
simultaneously. The highest growth was at 15°C-nitrate, while lowest biomass
occurred in 15°C-ammonium. Higher lipid contents occurred in stationary
phase, high light and 15°C. Lipid production presented highest values with high
light and 15°C. The same conditions increased the saturated FA, while 15°C
and low light improved the unsaturated ones. FA production followed the same
patterns of lipid production, high light and low temperature had the greatest

influence on it. The results presented here indicate that different combinations

of lipid content and growth can influence the lipid and FA vyields. Thus, different



culture strategies can be employed in order to reach maximum lipid and FA
production.

Keywords: algae, lipid, fatty acids, Nannochloropsis oculata.

Introduction

The increasing greenhouse effect that results from the accumulation of
CO; in the atmosphere is a product of different human activities. The current
consensus in the scientific community is that atmospheric CO, concentrations
continue to increase in direct proportion to the use of fossil fuels (Huntley and
Redalje, 2007). Autotrophic organisms, which fix atmospheric CO, through
photosynthesis and furnish renewable material for the production of biofuels,
are being considered for the mitigation of greenhouse gases, and the cultivation
of marine microalgae appears to be more efficient than plants (Packer 2009).

When compared to other photosynthetic organisms, marine microalgae
have several advantages such as the possibility of being cultivated using salt or
brackish water. Moreover, sewage can be used as a nutrient source by
microalgae, promoting the cleaning of this effluent (Vilchez et al., 1997,
Borowitzka, 1995). Due to their high growth rate, microalgae can be produced in
small areas and in areas inappropriate for agriculture activities (Chisti, 2007).

Microalgae produce important polyunsaturated fatty acid (PUFA) of
particular interest to the food and pharmaceutical industries, including the
omega-3, eicosapentaenoic acid (EPA - C20:5) and docosahexaenoic acid
(DHA - C22:6) (Vargas et al., 1998) and the omega-6, y -linolenic acid (GLA -

C18:3) and arachidonic acid (AA - C20:4). More recently, the lipid production



potential of several microalgae species for use in biofuels has been investigated
(Chisti, 2007; Stephens et al., 2010). Borges et al. (2007) conducted a research
to evaluate the growth rate and lipid content of ten microalgae species currently
used in aquaculture. It was demonstrated that the species Nannochloropsis
oculata, was the most productive microalgae and that this species has high lipid
content, indicating that it may be used in the production of biofuels (Chiu et al.,
2009). Additionally, the large biomass production of this species makes it a
good candidate for carbon sequestration.

Nannochloropsis oculata is a Eustigmatophyceae, a marine green algae,
and has been considered an important source of the polyunsaturated fatty acid
EPA (Sukenik et al., 1993). Lipid production by N. oculata was studied in
cultures with different light conditions (Zhukova and Aizdaicher, 1995; Fabregas
et al., 2004), nutrient concentrations (Suen et al., 1987) and nitrogen sources
(Lourenco et al., 2002). The physiological response of the algae to high CO,
concentration was also investigated (Hoshida et al., 2005, Hu and Gao, 2003,
Hu and Gao, 2006). The production of EPA by N. oculata in photobioreactors
was studied at different light levels (Sukenik et al., 1989; Chini Zittelli et al.,
1999) and growth conditions (Hoshida et al., 2005).

In most of the previously referenced studies, the effects of different
variables on N. oculata growth, lipid production and fatty acids profile were
considered separately or in pairs. In this study, the innovative aspect was the
evaluation of possible synergism between different factors in a multi-factorial
experiment. Effects of temperature, light, nitrogen source and growth phase on

the biomass and lipid productivity, as well as on the fatty acid profile and



productivity of N. oculata were tested simultaneously in order to determine
which abiotic interactions are most suitable for channeling the metabolic flux
generated in photosynthesis to lipid biosynthesis and the production of PUFAs
by this microalgae. Moreover, we discuss how the different contribution of
microalgae production and cell lipid content can be conjugated in order to get

the highest lipid and fatty acids yields.

Material and methods

The strain of Nannochloropsis oculata (NANN OCUL-1) used in this
study belongs to the Microalgae Collection of the Ecology of Phytoplankton and
Marine Microorganisms Laboratory of the Federal University of Rio Grande
(FURG) was maintained in f/2 medium (Guillard, 1975), with a salinity of 28, a
temperature of 20 °C, a light intensity of 40 pmol photons m?s™® and a
photoperiod of 12/12 h (light / dark).

The microalgae growth, lipid content and fatty acid profiles were
determined in 16 treatments with two repetitions each. The treatments involved
different conditions of light intensity (40 and 400 pmol photons m?s™),
temperature (15 and 30 °C), nitrogen source (NOs; and NH;"), and growth
phase (logarithmic-LOG and stationary-STA), as shown in Table 1. The final
Nitrogen concentration in all media was 8.8 x 10® M, as in the f/2 medium,
added as N-NaNOj3; and N-NH4 Cl. Conditions of light and temperature were
established in germination chambers (347-CDG, Fanem), all adjusted with a

12/12 h (light / dark) photoperiod.



N. oculata was grown in batch culture. Six liters of culture were used for
each replicate in each treatment. The growth curve in acclimated cells was
determined with periodically in vivo Chlorophyll fluorescence measurements
using a calibrated fluorometer (TD-700, Turner). The fluorescence readings
were converted to Chlorophyll a (ug L™) using the equation

y = 1.8304x — 49.699 (R* = 0.99) (Eq.1)
previously defined, where y is the Chlorophyll a concentration and x the in vivo
fluorescence reading.

Chlorophyll a measurements were converted to dry weight, considering
that Chlorophyll a represents 1% of total microalgae dry biomass (Reynolds,
2006). The yield rate (or daily productivity) of N. oculata in each treatment was
calculated according to the equation (Wood et al. 2005):

Y= Ax/At (Eq. 2)
where Ax= final dry weight - initial dry weight and At = time variation (Wood et
al. 2005).

Once the cultures reached the logarithmic phase after 4 days (30 °C) and
5 days (15 °C), approximately 2.5 L were collected, and the cells were
concentrated after pH variation, according to Borges et al. (2011). The
remaining 2.5 L were kept in the germination chambers until achieving the
stationary phase (9 days - 30 °C; 10 days -15 °C), when cells were
concentrated in the same way. The concentrated biomass was kept at 60 °C in
a hot air oven for 24 hours. After, the dry biomass was kept in a refrigerator in

the dark until lipid extraction.



Extraction and quantification of lipids:

Lipids were extracted from dry biomass using the method adapted from
Bligh and Dyer (1959) (Zhu et al.,, 2002; D’Oca et al. 2011). Crushed dry
biomass (0.5 g) was put in test tubes (three replicates) with 1.5 mL of a
chloroform:methanol (2:1) mixture. The solution was ultrasonicated for 20
minutes. Next, the mixture was subjected to centrifugation for two minutes at
3000 rpm. The lipid extraction was repeated three times for each tube. The
liquid phase was transferred to previously weighed flasks. Thereafter, the
solvent was evaporated under vacuum in a rotary evaporator. The samples
were then placed in a hot air oven for complete evaporation of the solvent, and
the flasks were weighed again. The total lipid fraction was determined by
differences in flasks weight. Lipid productivity was calculated with the

percentage and yield of growth.

Determination of the fatty acid profile:

Lipid samples (three repetitions) were esterified according to the method
described by Metcalfe and Schmidt (1961). First, the sample was placed in a
tube with 2 mL of a boron trifluoride:methanol solution. The mixture was heated
in a water bath at 70 °C for 20 minutes. To recover the derivatized esters, the
mixture was poured into a separatory funnel with 15 mL of hexane and 20 mL of
distilled water. The separatory funnel was shaken vigorously and then left
undisturbed until the organic and aqueous phases separated. The aqueous
phase was drained and discarded. The organic phase containing the fatty

esters was drained and filtered, and the solvent was evaporated.



The fatty acid profile was characterized by gas chromatography (GC)
with detection by mass spectrometry (MS). Analyses were performed on a
GCMS-QP2010PIlus chromatographic system (Shimadzu) equipped with a
split/splitless injector coupled with a mass detector. The operating temperatures
of the detector were 280 °C for the interface and 230 °C for the source.
Detection using a full scan from m/z 30 to m/z 500 with a scan time of 0.20
seconds was performed. The ionization mode used was electron impact at 70
eV. The operating conditions of the chromatograph were as follows: injector,
250 °C; column, 80 °C (initial temperature, 0 min), followed by a gradient of 10
°C/min to 180 °C and then 7 °C/min up to a final temperature of 330 °C; He gas
flow, 1.3 mL/min; pressure, 88.5 kPa; average linear velocity, 42 cm/s; and
injection volume of 1 mL with a split ratio of 1:100. A Crossbond 5% dimethyl
polysiloxane diphenyl 95% column (30 m x 0.25 mm x 0.25 um Restek) was
used. The methyl esters of fatty acids were identified by comparison with known

standards and were quantified by the method of standardized areas.

Statistical analysis

The results were analyzed using analysis of variance (ANOVA),
comparing the treatments with a significance level of a= 0.05. The Tukey’'s
post-hoc multiple comparison test (a = 0.95%) was applied for the determination

of differences of lipids and fatty acids (Zar, 1996).



Results and Discussion

The microalgae growth was mainly affected by temperature, since
highest and lowest increment of biomass occurred at 15°C, while at 30°C all
treatments presented similar growth characteristics, independent of light
intensity and nitrogen source (Fig. 1; Tab. 2). Interestingly, at the lowest
temperature the nitrogen source played an important role on the
Nannochloropsis oculata growth, since highest and lowest growth yield of all
experiment were measured for treatments with nitrate and ammonium,
respectively (Fig. 1; Tab. 3).

The expected results would be a better growth in NH,*, since ammonium
uptake is energetically advantageous to phytoplankton growth due to its direct
incorporation into amino acids, different of nitrate that must be reduced to
ammonium inside the cells, at the expense of several ATP (Reynolds, 2006).
However, high nitrate uptake is normally observed during phytoplankton blooms
in waters with transient conditions of low temperature and high nitrate
concentration, as observed during spring in most temperate water bodies, or in
upwelling regions (Lalli and Parsons, 1993). According to Lomas and Glibert
(1999) hypothesis, the preferential nitrate uptake at low temperatures would be
related to the internal cellular energy balance, where nitrate would function as
an oxidant in order to dissipate the overflow of electrons generated by the
excess of light energy. This would explain the highest growth rate determined in
the 400 umol photons m?s™® — 15°C — Nitrate treatment, but not the similar
growth rate obtained for the 40 pmol photons m?s™ — 15°C — Nitrate treatment.

It is likely that nitrate, instead of ammonium, plays a more important role in the



N. oculata growth at low temperature, however the biochemical mechanisms
that lead to this advantageous growth are not clearly understood and can result
from complex interactions of Nitrogen and Carbon metabolisms in the cell
(Fidalgo et al.,1998; Lomas and Glibert, 1999).

Higher lipid content normally occurred in stationary phase, except for the
40 umol photons m?s™? — 30°C — Nitrate treatments (Fig. 2a), though highest
contents were observed in treatments with high light and low temperature (Fig.
2a). Microalgae growth in batch cultures has distinct phases in which the cells
undergo physiological and nutritional changes, directly influencing the synthesis
of lipids. When the culture is in the logarithmic phase, growth is exponential
because the medium has enough nutrients and light to maintain high production
rates. When the concentration of nutrients in the medium begins to decrease, it
causes a steady decline in growth rates, and the culture reaches the stationary
phase. However, under these circumstances, many species of microalgae are
still actively synthesizing fatty acids (Thompson Jr., 1996), leading to
accumulation of lipids that are stored as reserve substance (Fidalgo et al.,
1998; Hu et al., 2008).

The increment of lipid content at the stationary growth phase could be
the result of nutrient deficiency, characteristic of final phase of batch cultures.
Nutrient starvation would reduce the cells division, but the availability of light
energy would be channeled to the production of triacylglycerols, a reserve
substance that can also contribute as an electron sink under photo-oxidative
stress conditions (Guschina and Harwood, 2006; Hu et al., 2008). Several

studies have demonstrated the effect of nutrient starvation, especially Nitrogen,



in the lipid production by microalgae (Suen et al., 1987; Guschina and Harwood,
2006). However, Hu et al. (2008) observe that the aging of microalgae in batch
cultures may or may not be associated with nutrient depletion, since increase in
lipid was also observed in old cultures plenty of nutrients.

According to the results of the Analysis of Variance (Tab. 2) differences
found in lipid content were related to combined effects of growth phase and light
intensity. In Figure 2 it is possible to observe that highest lipid content occurred
in the stationary phase of 400 pmol photons m?s? — 15°C treatments. In
general, the synthesis of triacylglycerols is favored by high light intensity
(Thompson, 1996), while other studies have demonstrated that light intensity
has greater influence on the polarity of formed lipid, and also on the degree of
fatty acids saturation (Guschina and Harwood, 2006; Hu et al., 2008). In our
study highest lipid content was observed at high light and low temperature, but
not in treatments with high light and temperature, while treatment with 40 umol
photons m?s™ — 15°C —Ammonium also showed high lipid content. Thus, it is
likely that low temperature also contributed to the increment of lipid in the cells,
though opposite results were found by Converti et al. (2009), who observed a
significant increase (doubled) in lipid content in N. oculata after an increment of
5°C in the water temperature.

Lipid productivity, which was calculated after biomass increment and lipid
cell content, was influenced by combined actions of temperature and light and
temperature and nitrogen source (Tab. 2). The microalgae growth and lipid
content was higher in treatment with 400 umol photons m?s?, 15° C and using

nitrate as the main Nitrogen source (Figs. 1 and 2). For N. oculata, this light



intensity was considered to be its light saturation (IK), i.e., the light intensity at
which the maximum photosynthesis (Pmax) occurs (Borges et al., 2007). Also
lipid productivity was superior with 400 umol photons m?s™ and 15° C (Fig. 2b).
Thus, high lipid productivity in this case would be the result of combined high
values of growth and bigger lipid content. However, two other treatments that
either did not show highest growth (400 umol photons m?s* — 15°C —
Ammonium treatment), or lipid content (40 pmol photons m?s™ — 15°C —
Nitrate) also presented high lipid productivity (Figs. 1a and 2a). On the other
hand, the treatment 40 pmol photons m?s™® — 15°C — Nitrate, which presented
high biomass increment, did not present a high lipid productivity or yield due to
the low lipid content.

Similar patterns are observed if we consider the lipid yield, especially at
the stationary phase (Fig. 3). Note that the total lipid production varied
according the biomass production and lipid content and also the growth phase,
since N. oculata lipid yield at the end of LOG phase was considerably low (Fig.
3a). Thus, the results presented here clearly demonstrate that high lipid
production can be achieved if N. oculata is cultured at high light intensity, low
temperature and having nitrate as the main nitrogen source, since these
cultivation conditions propitiate high microalgae growth and lipid accumulation.
However, good lipid production would also be reached using Ammonium at high
or low light intensity, but with low temperature.

Usually when microalgae are submitted to stressful conditions there is a
decrease in growth rates and an increase in lipid production (Sukenik et al.,

1989; Sukenik, 1991; Fabregas et al., 2004). However, under stress conditions,



the accumulation of lipids usually does not compensate for the decrease in
biomass, resulting in low productivity.

The importance of cultivation conditions adjustment for best biomass and
lipid production was also considered by other authors studying other microalgae
species (Solovchenko et al., 2008; Courchesne et al., 2009). Courchesne et al.,
(2009) observed that one of the greatest disadvantage of the “Biochemical
engineering approach” (culture conditions manipulation) of nutrient starvation is
that the overall lipid productivity of microalgae in nutrient depleted medium can
be low, since the cell division rate decrease, also decreasing the overall energy
recovery. The authors suggest the use of the “two stage cultivation strategy”,
where high biomass would be achieved in nutrient-sufficient culture and lipid
accumulation would occur in nutrient-depleted medium. This two stage
cultivation strategy occurs in batch culture, but authors suggest the use of a
hybrid photobioreactor/open pond cultivation system.

In this study, the dominant fatty acids produced by N. oculata were
C14.0, C16:0, C16:1, C18:1 and C20:5 (Fig. 4a), as also found in other studies
(Hu and Gao, 2003, 2006; Fabregas et al. 2004). In general there was an
increase of saturated fatty acids, especially C16:0, followed the increment of
temperature, and the opposite was observed for the unsaturated fatty acids,
similarly to the reported by Guschina and Harwood (2006) and Hu et al. (2008).
It is very likely that changes in the saturation degree of fatty acids according to
the temperature results in better cell membrane stabilization. However, the
regulatory mechanisms that lead to a rapid physiological acclimatization of

microalgae cells is still unknown (Hu et al., 2008).



Unsaturated fatty acids (C16:1 and C20:5) showed highest proportion at
low temperatures. Sub-optimal temperatures generally increase the levels of
unsaturated fatty acids to maintain stability and fluidity of membrane lipids (Hu,
2004). Conversely, increased proportions of C12:0, C14:0, C15:0, C16:0 and
C18:0 were measured in treatments with higher temperatures. The increase in
saturated fatty acids in high temperature follows the same pattern as the
increase of unsaturated fatty acids at low temperatures, i.e., saturated fatty
acids maintain membrane stability at high temperatures (Thompson Jr., 1996;
Gushina and Harwood, 2006; Dowhan et al., 2008).

Percentage of unsaturated fatty acid was higher in NO3 (Fig. 4a; Tab. 2).
Studies have demonstrated an increase of lipids and PUFAs in cultures with
higher concentrations of NO3 (Lourenco et al., 2002; Feng et al., 2011). Feng et
al. (2011) proposed that if surplus nitrogen was used for protein production by
the algae, this would contribute to the production of elongase and desaturases
enzymes that are responsible for the production of polyunsaturated fatty acids.
However, this hypothesis was not tested.

Lower light intensity produced a higher proportion of unsaturated fatty
acids such as C18:2, C19:1 and C20:5 (Fig. 4a). This likely to occur because, at
sub-saturating light intensities, cells must improve their photosynthetic potential
and thus invest in the production of chloroplasts with thylakoids, that are formed
by PUFA (Schmid and Ohlrogge, 2008). The saturated fatty acids C17:0 and
C20:0 were only observed in high light intensities. Additionally, more light led to

an increase of C12:0, C14:0 and C15:0. This probably occurred because, with



the luminosity increment, the cells begin to store triacylglycerols, which are
composed mainly of saturated fatty acids (Hu, 2004).

It is noteworthy that the isomers C18:1c and C18:1t showed highest
proportions at low and high temperatures, respectively. The “cis” form is
thermodynamically less stable than the “trans”, having the lowest melting point
(Gurr et al., 2002). Thus, at higher temperatures, the trans isomers probably
ensure better membrane stability. In contrast, at lower temperatures, the cis
configuration, which is most common in nature (Gurr et al., 2002), fulfills this
role.

EPA (C20:5) is a PUFA with high economic value due to its importance
to human health and aquaculture (Hoshida et al., 2005). In this study in the
logarithmic phase cells reached the highest content of C20:5 (Fig. 3a). This
increased amount of EPA in the logarithmic phase was expected because,
during exponential growth, the synthesis of membrane lipids is increased,
especially the production of galactolipids, which are major constituents of the
cell membrane of N. oculata (Sukenik et al., 1989). The content and productivity
of EPA also was higher in NO3 and 15°C (Fig. 4), by the reasons explained
previously for unsaturated fatty acids.

The fatty acid productivity (Fig. 4b) followed the same patterns of lipid
productivity, with biggest production at high light intensity, low temperature.
Nitrate seems to play an important role to the production of EPA (C20:5) since
high levels of this fatty acid were obtained in treatments with this nitrogen

source. Note that in Fig 4b, the production of C20:5 in the 40 umol photons m”

st _ 15°C — Nitrate was bigger than in the 400 pmol photons m?s™® — 15°C —



Ammonium treatment, whereas the production of other fatty acids were bigger
in this last treatment.

In summary, the results of this study indicate that highest lipid and fatty
acid production by the microalgae Nannochloropsis oculata can be achieved if
cells are raised under high light intensity (400 pmol photons m2s™), low
temperature (15°C) and having nitrate as the main nitrogen source. However,
increased lipid yield can also be obtained with the use of Ammonium that does
not produce much biomass, but leads to higher lipid contents, even at low light
intensity. Thus, different culture strategies can be applied in order to obtain high

lipid and fatty acids yields.
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Table 1: Experimental design.

_ Nitrogen | Growth
Light Temperature
source phase
Log.
NO3
Sta.
15°C
Log.
NH4
40 pmol photons m? s Sta.
400 umol photons m?s™ Log.
NO3
Sta.
30°C
Log.
NH4
Sta.




Table 2: Statistical results (Factorial ANOVA). DF = degree of freedom, T =

temperature, L = light, N = nitrogen source, GP = growth phase.

Content (%)

Productivity (mg L™* d™)

DF F p DF F p
Intercept 1 24.311 <0.0001 | Intercept 1 18.0447 <0.0001
Lipid L*GP 1 6.553 0.0125 T*L 1 39.099 <0.0001
T*N 1 38.1964 <0.0001
Error 75 Error 83
Intercept 1 3206.43 <0.0001 | Intercept 1 3001.30 <0.0001
C14:0 L*N 1 20.06 0.0003 T*L 1 199.29 <0.0001
Error 16 T*N 1 165.53 <0.0001
Error 24
Intercept 1 3586.67 <0.0001 | Intercept 1 3412.09 <0.0001
C16:0 T*L 1 5.21 0.0364 T*L*N 1 13.18 0.0013
Error 16 Error 24
Intercept 1 7326.81 <0.0001 | Intercept 1 6456.75 <0.0001
C16:1 T 1 16.87 0.0008 T*L*N 1 62.87 <0.0001
N 1 8.1 0.0117 Error 24
Error 16
= Intercept 1 291.07 <0.0001 | Intercept 1 404.83 <0.0001
'g C18:0 T 1 26.22 0.0001 T*L*N 1 4.54 0.0435
> Error 16 Error 24
LEIi Intercept 1 4442.29 <0.0001 | Intercept 1 2640.34 <0.0001
C18:1c TL*GP 1 5.46 0.0327 T*L*N 1 158.26 <0.0001
Error 16 Error 24
Intercept 1 220.69 <0.0001 | Intercept 1 212.27 <0.0001
C18:1t T*N 1 17.8 0.0006 Light 1 17.65 0.0003
Error 16 Error 24
Intercept 1 477.77 <0.0001 | Intercept 1 246.01 <0.0001
C18:2 L*N 1 3249 <0.0001 T*L 1 25.20 <0.0001
Error 16 Error 24
Intercept 1 748.67 <0.0001 | Intercept 1 281.97 <0.0001
C20°5 L*N*GP 1 5.34 0.0343 T*L 1 18.91 0.0002
Error 16 T*N 1 15.15 0.0007
Error 24




Table 3. Biomass yield (mg L™* d?) of Nannochloropsis oculata

treatment.

NO3

NH,4"

40 pmol photons m™?s™

400 pmol photons m?s™

15°C 30°C 15°C 30°C
42.39 30.52 44.9 35.58
6.8 27.96 27.56 29.98

in each
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Figure 1. Growth curves in dry weight (g L™) of Nannochloropsis oculata in 15

and 30 °C of temperature. Light intensity (A = 40; l = 400 umol

1, nitrogen source (dark symbols = NO3; light symbols = NH,).
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Figure 2. Lipid content (A) (% dry weight) and productivity (B) (mg L™ d*) from
Nannochloropsis oculata culture in different treatments: Light (40 and 400 pumol
photons m?s™), temperature (15 and 30 °C), nitrogen source (NO3 and NH,)

and the growth phase (L= logarithmic and S = stationary).
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Figure 3. Lipid yield (mg L") at LOG phase and Stationary phase of
Nannochloropsis oculata culture in different treatments: Light (40 and 400 umol
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RESUMO

Diferentes condicdes de iluminacdo (40 e 400 umol fétons m?s™),
temperatura (15 e 30°C), fonte de nitrogénio (NOs e NH;") e fase de
crescimento (logaritmica e estacionaria) foram testadas em cultivos batelada de
Thalassiosira weissflogii. O objetivo foi analisar o efeito simultdneo dessas
variaveis no crescimento, na producdo e contetado de lipidios e de &cidos
graxos desta microalga. O maior crescimento de T. weissflogii ocorreu no
tratamento com 400 pmol fétons m? s de luz, 15° C e com nitrato. O contetido
lipidico foi mais alto nos tratamentos com maior luminosidade e menor

temperatura, independente da fonte de Nitrogénio. Maiores conteudos de

lipidio ocorreram na fase estacionaria apenas dos tratamentos com 15°C. Em



luz alta e com NO3;" a produtividade e o rendimento dos lipidios foi
significativamente maior. Os acidos graxos predominantes foram C14:0, C16:0,
C16:1, C18:1 e C20:5. As maiores propor¢cdes de AGs insaturados ocorreram
em condi¢cdes com menor luminosidade e temperatura, ja os saturados foram
mais abundantes em maior temperatura. A producdo de EPA foi favorecida
com o uso de nitrato e o conteudo de DHA foi mais alto nos cultivos com
amonio. Os resultados deste estudo demonstram que o rendimento de lipidio e
acidos graxos é mais dependente do aumento da abundancia celular, do que

do incremento de lipidio por célula.

Palavras chave: microalga, diatomacea, PUFA, biodiesel, sinergismo.

INTRODUCAO

As microalgas compdem um grupo heterogéneo de organismos
unicelulares, microscoépicos, clorofilados (Olaizola 2003) e desempenham um
papel vital para o planeta, sendo a base da maioria das cadeias alimentares
aguaticas e responsaveis por 45% da produtividade global (Field et al. 1998).
Microalgas sdo mais eficientes que plantas terrestres, uma vez que podem
converter CO, em biomassa em taxas maiores do que 0s vegetais superiores
(Kumar et al. 2010). Quando comparadas a outros organismos
fotossintetizantes, as microalgas marinhas apresentam a vantagem de crescer
em agua salgada ou salobra, que ndo pode ser usada na agricultura. Desta
forma, seu cultivo pode ser uma alternativa para minimizar o aumento do efeito

estufa, seja pela captacdo do dioxido de carbono atmosférico durante seu



crescimento (Borges et al. 2007), ou pela possivel producdo de
biocombustiveis renovaveis (Chisti 2007).

Além das altas taxas de crescimento, a rica composi¢cao bioquimica faz
com que o cultivo destes microorganismos possa ser utilizado na producéo de
varios produtos de alto valor comercial. Metabdlitos produzidos por varias
espécies de microalgas ja sao utilizados nas industrias de alimentos,
farmacéutica, cosmética e nutricdo animal (Spolaore et al. 2006). Entre estes,
os lipidios e acidos graxos tem grande interesse econémico, devido ndo s ao
seu uso nutricional, mas também como potencial fonte de bicombustivel (Chisti
2007).

A maioria dos trabalhos que analisaram o cultivo de microalgas para a
producdo de biodiesel considerou, principalmente, as taxas de crescimento e 0
conteudo lipidico das diferentes espécies (Griffiths e Harrison 2009). Porém,
outras caracteristicas precisam ser levadas em consideracdo, como O
comprimento da cadeia e nivel de saturacdo dos &cidos graxos, 0 que pode
influenciar na qualidade do biodiesel produzido.

As microalgas produzem 4&cidos graxos poliinsaturados (PUFA) de
grande interesse como os Omegas-3, eicosapentaendico (EPA — C20:5) e
docosahexaendico (DHA — C22:6), e os dmega-6 linoléico (C18:2) e aracdbnico
(AA — C20:4), (Vargas et al. 1998; Patil et al. 2007). Estes acidos graxos sao
pouco abundantes na natureza e, a0 mesmo tempo, essenciais para o
metabolismo de diversos animais (Lourenco 2006), sendo as microalgas

marinhas as maiores produtoras de EPA e DHA (Patil et al. 2007).



Sob condi¢cdes oOtimas de cultivo, microalgas sintetizam acidos graxos
principalmente para formacédo dos lipidios de membrana (polares), os quais
constituem de 5-10% do seu peso seco (Hu et al. 2008) e sédo formados
principalmente por acidos graxos poliinsaturados (PUFA) (Thompson Jr. 1996).
Quando em situacdes desfavoraveis ao crescimento, as microalgas geralmente
alteram suas vias sintéticas em direcdo a formacdo e acumulo de lipidios
apolares, como substancia de reserva.

Uma deficiéncia de nutrientes causa um continuo decréscimo nas taxas
de crescimento. Entretanto, sob estas circunstancias, muitas espécies de
microalgas continuam sintetizando acidos graxos ativamente (Thompson Jr.
1996), e a sua nao utilizacdo na formacéao de lipideos de membrana, levaria ao
acumulo de lipideos de reserva (triglicerideos) (Guschina e Harwood 2009).
Assim, o conteudo dos acidos graxos das microalgas e a transformacao destes
em triglicerideos dependem, ndo somente das espécies, mas também das
condicbes de cultura, incluindo composicdo do meio, aeracédo, intensidade
luminosa, temperatura e idade da cultura (Dunstan et al. 1993; Guschina e
Harwood 2009).

A diatomacea Thalassiosira weissflogii (T. fluviatilis), é apresenta
caracteristica eurialina (Radchenko e I'yvash 2006) e alta taxa de fixagdo de
carbono, assim como uma 6tima eficiéncia fotossintética (Borges et al. 2007). E
usada na aquicultura como fonte de alimento para larvas de camarbes
peneideos (Jensen et al. 2006; Silva et al. 2009; Kiatmetha et al. 2010), e seu

conteudo lipidico vem sendo analisado, principalmente como fonte de &cidos



graxos para copépodes (Cowie e Hedges 1996; Stattrup et al. 1999; Breteler et
al. 2005).

Araujo et al. (2011) analisaram seu potencial para producdo de 0leo e
biomassa em diferentes salinidades. Ishida et al. (2000) analisaram o efeito da
adicdo de CO;, na composicdo dos acidos graxos e Derner (2006) a influéncia
de diferentes fontes de carbono no crescimento e perfil bioquimico desta
espécie. Shifrin e Chisholm (1981) estudaram as diferencas e efeitos da
limitac&o de nitrogénio e silica no seu conteudo de lipidios.

Entretanto, ainda se conhece pouco sobre a influéncia da variacdo de
diferentes fatores abidticos atuando simultaneamente sobre na producdo de
lipidios e no perfil de acidos graxos de T. weissflogii.

O objetivo deste trabalho foi determinar as interacfes entre diferentes
niveis de intensidade luminosa, temperatura, fonte de nitrogénio e fase de
crescimento que favorecem a producdo de lipidios e acidos graxos em T.

weissflogii.

MATERIAL E METODOS

A cepa de Thalassiosira weissflogii (THAL WEIS-1) (Bacillariophyceae)
analisada faz parte da Cole¢do de microalgas do Laboratorio de Ecologia do
Fitoplancton e de Microorganismos Marinhos da FURG e € mantida em meio
f/2 (Guillard 1975), salinidade 28, temperatura 20 °C, intensidade luminosa de

40 pmol fétons m? s e fotoperiodo 12:12 horas (claro/escuro).



O conteudo lipidico e o perfil de acidos graxos foram determinados em
16 tratamentos com duas réplicas cada. Os tratamentos envolviam diferentes
condicées de intensidade luminosa (40 e 400 umol fé6tons m? s™), temperatura
(15 e 30°C), fonte de nitrogénio (NO3s e NH;") e fase de cultivo (logaritmica e
estacionaria) como apresentado na Tabela 1.
O meio utilizado foi f/2 (Guillard 1975) com nitrogénio na concentracéo
final de 8.8x10* M (ImL L™ de solucdes estoque com 75g L™* de NaNO; e
47.1g L™ em NH4CI). Condicdes de luz e temperatura foram mantidas em
camara de germinacéo (347-CDG Fanem).
O volume das culturas foi aumentado, em cultivos tipo batelada, de 250
mL até a obtencdo de 5 litros para cada réplica de cada tratamento. O
acompanhamento do crescimento dos cultivos aclimatados foi feito a partir da
coleta de amostra, retirada periodicamente e aproximadamente no mesmo
horério, para medida da clorofila (fluorescéncia in vivo), em fluorimetro
calibrado Turner modelo TD-700. As leituras de fluorescéncia foram
convertidas a Clorofila a (ng L™) pela equacéo
y = 7.2365x — 164.92 (R? = 0.99) eq. 1
previamente determinada, onde y € a concentracdo de Clorofila a e x a leitura
de fluorescéncia in vivo. Esses resultados foram convertidos a peso seco
considerando que Clorofila a representa 1% do peso seco (Reynolds 2006). O
rendimento de T. weissflogii em cada tratamento foi calculado pela equacéao
Y= AX /At eq. 2
onde Ax= peso seco final — peso seco inicial e At = tempo final - inicial (Wood et

al. 2005).



Assim que os cultivos alcancaram a fase LOG, ap6s 4 dias (30° C) e 5
dias (15° C) aproximadamente 2.5 L foram coletados e as células concentradas
por variacdo de pH conforme Borges et al. (2011). Os 2.5L restantes
permaneceram na camara germinadora até alcancarem a fase estacionaria (9
dias - 30 °C; 10 dias -15 °C), quando foram entdo concentrados da mesma
forma.

A biomassa concentrada foi mantida a 60 °C em estufa por 24 horas e

apos a secagem foi armazenada em refrigerador até a extracéo dos lipidios.

Extracdo e quantificacdo dos lipidios

Os lipidios foram extraidos usando o método adaptado Bligh e Dyer
(1959) (D’Oca et al., 2011). A biomassa seca (0.5 g) foi colocada em tubo de
ensaio (trés réplicas) com 1.5 mL de uma mistura 2:1 de cloroférmio:metanol. A
solucéo foi sonificada em um banho de ultrasom (Unique UltraCleaner model
1400A — 40kHz; 120W) por 20 minutos. Apds a mistura foi centrifugada por
trés minutos a 50 Hz. A extracao foi repetida por trés vezes para cada tubo. A
fase liquida foi transferida para frascos previamente pesados. O solvente foi
evaporado a vacuo em rotaevaporador.

As amostras foram entdo levadas a estufa para completa evaporacdo do
solvente, e apoés esfriarem foram pesados novamente. A fracéo lipidica total foi

calculada pela diferenga gravimétrica.



Determinacédo do perfil de acidos graxos

Os lipidios foram esterificados com base no método descrito por
Metcalfe e Schmidt (1961) e o perfil de acidos graxos foi caracterizado por
cromatografia gasosa (GC) com deteccédo por espectrometria de massas (MS).

As analises foram realizadas em um sistema cromatografico GCMS-
QP2010Plus (Shimadzu) equipado com um injetor split/splitless junto ao
detector de massas. A temperatura de operacdo do detector foi: 280 °C
interface e 230 °C fonte. Detec¢é&o usando um scan complete de m/z 30 a m/z
500 com um tempo de scan de 0.20 segundos foi realizada. O modo de
ionizacao usado foi impacto de elétrons a 70 eV. As condi¢des de operacdo do
cromatografo foram as seguintes: injetor, 250 °C; coluna, 80 °C (temperatura
inicial, 0 min), seguida pelo gradiente de 10 °C/min a 180 °C e entdo 7 °C/min
até uma temperatura final de 330 °C; fluxo do gés, 1.3 mL/min; pressao, 88.5
kPa; velocidade media linear, 42 cm/s; e volume de injecdo de 1 mL com uma
‘razao de split” de 1:100. Foi usado um Crossbond 5% Dimetil polissiloxano
difenil 95% coluna (30 m x 0.25 mm x 0.25 um Restek). Os metil ésters dos
acidos graxos foram identificados pela comparagcdo com padrdes conhecidos e

quantificados pelo método de padronizacéo das areas.

Andlises estatisticas

Os resultados foram analisados usando a analise de variancia (ANOVA)
comparando os tratamentos com nivel de significancias de a= 0.05. O teste de
multiplas comparacdes post-hoc Tukey (a = 0.95%) foi aplicado para contetdo

e produtividade de lipidios e acidos graxos (Zar, 1996).



RESULTADOS

O maior rendimento de Thalassiosira weissflogii ocorreu no tratamento
com luz 400 pmol fétons m? s, temperatura 15° C e nitrato como fonte de
nitrogénio (Fig. 1; Tab. 2). Ja o menor crescimento ocorreu no tratamento com
40 umol fétons m? st 30° C e ambdnio (Tab. 2). De maneira geral, 0s
tratamentos com maior luminosidade e com nitrato apresentaram maior
aumento de biomassa da microalga (Tab. 2).

A porcentagem de lipidios em relacdo ao peso seco em T. weissflogii
variou dede 1.0% + 0.2 a 4.7% + 0.9 (Fig. 2a). Os maiores valores de lipidio
ocorreram nos tratamentos com maior intensidade luminosa (400 umol fétons
m? s™). Observe-se que os maiores contetidos de lipidio s6 aconteceram na
fase estacionaria nos tratamentos com temperatura de 15° C, independente da
intensidade luminosa e fonte de nitrogénio (Fig. 2a; Tab. 3).

A produtividade dos lipidios, que leva em consideracdo o aumento do
namero de células e o conteudo celular deste elemento, foi maior nos
tratamentos com maior luminosidade e tendo nitrato como fonte de nitrogénio.
Entretanto, os tratamentos com 40 pmol fétons m? s e nitrato, e com 400
umol fétons m? s™ e aménio também apresentaram elevada produtividade (Fig.
2b; Tab. 3).

O rendimento de lipidio seguiu os mesmos padrdes da produtividade,
i.e., maiores valores foram obtidos ao final do experimento nos tratamentos
com maior luminosidade e nitrato (Fig. 3).

Os acidos graxos mais produzidos por T. weissflogii foram o C14:0,

C16:0, C16:1, C18:1t, e C20:5 (Fig. 4a).



De maneira geral houve um aumento dos acidos graxos saturados com
0 aumento da temperatura, sendo este efeito maior para os tratamentos
mantidos em baixa luminosidade (Fig. 3; Tab. 3). Acidos graxos saturados e
monoinsaturados (Fig. 4a) ocorreram em maiores propor¢cdes na maior
temperatura, enquanto que os acidos graxos poli-insaturados C16:3, C20:5 e
C22:6 ocorreram em maiores proporcdes na temperatura de 15° C.

A proporcao dos insaturados C18:1c e C18:2 foi significativamente maior
na fase logaritmica do tratamento 40 umol fétons m? s™, 15 °C e nitrato (Fig.
4a). JA na C18:0 foi significativamente maior na fase estacionaria dos
tratamentos (Tab 3).

O conteudo dos acidos graxos insaturados C16:3, C18:1c e C20:5 foi
maior em baixa intensidade luminosa. A alta luminosidade, por outro lado,
aumentou a quantidade de C16:1 e C18:1t (Tab. 3). O uso de nitrato aumentou
as concentracdes de C18:1c e C18:2. Ja com amobnio foram maiores os valores
percentuais de C14:0 e C22:6.

A produtividade dos acidos graxos seguiu o mesmo padrao da
produtividade de lipidio, com maiores valores nos tratamentos com maior
luminosidade (Fig. 4b; Tab. 3). Entretanto, alguns tratamentos que nao
alcancaram a maior produtividade de lipidios obtiveram a maior produtividade
de &cidos graxos especificos. Em 40 pmol fétons m? s, 15 °C e nitrato, C18:2
foi mais produtivo. Em 400 pumol fétons m? s™, 30 °C e nitrato ocorreram altas

produtividades de C14:0 e C20:5 (Fig. 4b).



DISCUSSAO

Em nosso estudo, Thalassiosira weissflogii apresentou um maior
rendimento quando cultivada em intensidade luminosa mais alta. Apesar de em
estudo prévio ter apresentado um melhor crescimento em intensidade luminosa
mais baixa (Borges et al. 2007). Portanto, talvez as células de T. weissflogii nos
tratamentos com maior intensidade luminosa estivessem fotorespirando, ou
produzindo lipidios como uma forma de balancear o0 excesso energético
decorrente da alta luminosidade (Hu 2004).

O maior crescimento celular observado em tratamentos com nitrato
também pode estar relacionado ao excesso de energia luminosa. Segundo
Lomas e Glibert (1999) o uso de nitrato poderia permitir uma maior dissipacao
energética, uma vez que este nutriente pode funcionar como um aceptor final
de elétrons. Da mesma forma, a maior concentracdo de lipidio em células
expostas a maior quantidade de luz pode também representar uma tentativa de
equilibrio energético, uma vez que a producdo de lipideo consome mais
NADPH do que o necessario para a sintese de carboidratos ou proteina (Hu et
al. 2008).

Por outro lado, chama a atencdo o fato de que nos tratamentos com
maior temperatura ndo houve maior acumulo de lipidio na fase estacionaria de
crescimento. Geralmente o meio em culturas que atingiram a fase estacionaria
mostra uma deficiéncia de nutrientes e, por causa disso, um aumento de lipidio
(Guschina e Harwood 2009). Entretanto, o efeito dessa limitagdo de nutrientes
em diatomaceas ndo € tdo generalizado quanto para outros grupos (Shifrin e

Chisholm 1981). Uma vez que, mesmo em privacdo de nutrientes as



microalgas continuam realizando fotossintese o fluxo de carbono é desviado de
proteinas para lipidios e carboidratos, sendo que carboidratos podem ser
acumulados sem reducdo na produtividade da biomassa, enquanto que
acumulacdo de lipidios é frequentemente associada a diminuicdo na
produtividade (Rodolfi et al. 2008). Entretanto, as diatomaceas apresentam
uma fase logaritmica rica em lipidios e nem sempre respondem a limitacao de
nutrientes com o aumento desse composto. Ao invés disso, algumas espécies
de diatomaceas acumulam carboidratos nessa situacdo (Shifrin e Chisholm
1981; Harrison et al. 1990).

Portanto, uma possivel explicacdo para a diminuicdo de lipidios na fase
estacionaria de T. weissflogii em alta temperatura pode ser a acumulacdo de
carboidratos ao invés de lipidios.

A intensidade luminosa é outra variavel que afeta a composicdo dos
lipidios (Hu et al. 2008) e, uma vez que atua no crescimento e na atividade
fotossintética, o contetdo total de lipidios refletira tais mudancas ambientais
(Guschina e Harwood 2009). Em nosso estudo, a produtividade de lipidio foi
bastante influenciada pela alta luminosidade e pela presenca de nitrato. A
produtividade leva em conta tanto a concentracdo de lipidios no interior das
células quanto a biomassa produzida por elas, portanto, € um util indicador da
producédo de lipidios para fins comerciais (Brennan e Owende 2010). No geral,
as melhores produtoras de lipidios sdo as cepas que mostram a melhor
combinacao de produtividade de biomassa e contetdo de lipidios (Rodolfi et al.

2008)



Nos nossos resultados verificou-se que altos rendimentos de lipidios
resultaram da alta produtividade nos tratamentos em que a produtividade da
biomassa também foi alta. Apesar de alguns tratamentos terem apresentado
bom crescimento (40 - 30) ou alto contetido lipidico (400 - NH;") quando se
estimou a produtividade, os valores ndo foram tdo altos. Por outro lado, o
tratamento 400-15 nitrato foi o mais produtivos porque apresentou ndo so alto
conteudo de lipidios, mas, principalmente, alta produtividade de biomassa.

Assim, analisar o contetdo de lipidios sem informar o crescimento ou a
produtividade da biomassa ndo possibilita uma boa selecdo para producao de
lipidios, uma vez que espécies com rapido crescimento podem apresentar
melhor produtividade de lipidios do que aquelas com alto percentual de lipidios
por célula (Griffiths e Harrison 2009).

Geralmente a temperatura possui um papel maior na composicdo dos
lipidios produzidos pelas microalgas do que na quantidade, devido a relacao
desses com a fluidez e estabilidade das membranas (Harwood e Guschina
2009), e a concentracao de lipidios em diferentes temperaturas € uma resposta
espécie-especifica (Guschina e Harwood 2009).

Os &cidos graxos produzidos em maior quantidade por T. weissflogii
foram C14:0, C16:0, C16:1, C18:1 e C20:5, resultado semelhante aos
encontrados em outros estudos (Ishida et al. 2000; Breteler et al. 2005; Derner
2006; Kiatmetha et al. 2010; Borges et al. 2011). Assim como para a maioria
das microalgas (Harwood e Guschina 2009), também se verificou neste estudo

gue o palmitato (C16:0) foi o &cido graxo saturado mais abundante, enquanto o



acido palmitoleico (C16:1) foi o monosaturado encontrado em maior
guantidade.

Na fase logaritmica dos cultivos com luz e temperatura mais baixas,
foram encontradas as maiores concentracfes de acidos graxos insaturados,
com predominancia de C18:2 e C18:lc, ja a fase estacionaria C18:0
apresentou maiores valores. Estes resultados podem ser explicados pelo fato
de que na fase logaritmica as microalgas investem suas energias na producao
de nova biomassa. Sendo assim, precisam sintetizar os lipidios de membrana,
ricos em acidos graxos insaturados. Ja na fase estacionaria, quando ocorreu a
diminuicdo dos nutrientes do meio, as células armazenam energia na forma de
triglicerideos, ricos em acidos graxos saturados. O acido linoleico (C18:2) é
conhecido por ser um acido graxo essencial, ou seja, apesar de ser primordial
para manter os animais em condi¢cdes saudaveis ele ndo pode ser sintetizado
por eles, devendo ser suprimido pela dieta (Gurr et al. 2002).

A temperatura mais baixa aumentou a producéo dos acidos graxos poli-
insaturados (PUFAs) C16:3, C20:5 e C22:6. De maneira geral, baixa
temperatura leva a um aumento significativo da quantidade de EPA e DHA na
maioria das microalgas (Gushina e Harwood 2009). Em microalgas crescendo
em temperatura abaixo do Otimo, geralmente ocorre um aumento da
insaturacdo dos &cidos graxos, isso garante a estabilidade e fluidez dos lipidios
de membrana, ja a temperatura mais alta favoreceu a saturacdo (Hu 2004). Os
lipidios de membrana podem existir na forma gel ou liquida dependendo da
temperatura, e a temperatura de transicdo entre uma fase e outra depende da

composicdo dos acidos graxos que formam esses lipidios (Gurr et al. 2002).



Além da baixa temperatura, a baixa intensidade luminosa também
favoreceu a producao de PUFAs (C16:3, C18:2 e C20:5), enquanto que na luz
alta aumentaram as quantidades de C16:1 e C18:1t. Em baixa intensidade
luminosa o EPA garante a fluidez da membrana do tilacdide e assim a
velocidade do fluxo elétron fazendo com que a fotossintese, nessa condicéo,
seja mais eficiente (Guschina e Harwood 2009). Geralmente, baixas
intensidades favorecem a producdo de &cidos graxos insaturados que sao
incorporados principalmente as membranas celulares (Fabregas et al. 2004),
enquanto que em altas intensidades luminosas ha um aumento de lipidios
saturados e monosaturados, formadores de lipidios neutros (Hu et al. 2008).

Em resumo, os resultados deste estudo demonstram que as melhores
condicdes para a maior produtividade de lipidios em T. weissflogii foram
intensidade luminosa de 400 umol fotons m? s e usando NOs. E importante
ressaltar que estas condi¢cdes propiciaram, principalmente, uma maior
producdo celular de Thalassiosira weissflogii, mais do que um aumento do
contetdo de lipidio celular e este aumento de biomassa gerou uma maior

producédo e rendimento de lipidio.
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Tabela 1: Desenho experimental.

Fonte de Fase de
Luz Temperatura
nitrogénio | crescimento
Log.
NO3’
Est.
15°C
Log.
NH,"
40 umol fétons m? st Est.
400 pmol fétons m? s Log.
NO3’
Est.
30°C
Log.
NH,"*

Est.




Tabela 2: Rendimento do crescimento (mg L™ d™) de Thalassiosira weissflogii
nos diferentes tratamentos. Luz (40 e 400 umol fétons ms™), temperatura (15
e 30 °C) e fonte de nitrogénio (NO3z e NH4").

40 umol fétons m?s™ | 400 pmol fétons m?s™

15°C 30°C 15° C 30°C
NO3z 16.40 33.65 40.01 32.94
NH4" 11.85 2.50 23.30 29.38




Tabela 3: Resultados estatisticos. GL = graus de liberdade, T = temperatura, L

= luz, N = fonte de nitrogénio, F = fase de crescimento.

Contetdo Produtividade
GL F p GL F p
Intercept| 1 [1537.29|<0.0001 |Intercept| 1 [453.29|<0.0001
Lipidios T*L 1 | 2296 |<0.0001| L*N 1 | 42.82 |<0.0001
T*F 1 | 90.93 |<0.0001
Error | 80 Error | 88
Intercept| 1 | 694.85 |<0.0001 |Intercept| 1 |375.61|<0.0001
C14:0 N 1 8.12 | 0.0116 T*N 1 | 582 | 0.0238
T*L 1 | 13.65 | 0.0020
Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 |1774.86|<0.0001 |Intercept| 1 |819.06|<0.0001
C16:0 T 1| 21.25 | 0.0003 L*N 1 | 9.48 | 0.0051
Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 [1080.22|<0.0001 |Intercept| 1 |685.79|<0.0001
Cl6:1 T 1 1.10 | 0.3099 L*N 1 | 29.99 |<0.0001
Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 | 295.57 |<0.0001 |Intercept| 1 | 92.08 [<0.0001
C16:3 T*L 1| 27.21 | 0.0001 L 1 | 15.26 | 0.0007
" Error | 16 Error | 24
Q Intercept| 1 | 166.70 |<0.0001 |Intercept| 1 [161.65|<0.0001
© | ci18:0 F 1| 9.39 |0.0074 | T*L*N | 1 | 14.99 | 0.0007
(3) Error | 16 Error | 24
S Intercept| 1 | 210.41 |<0.0001 |Intercept| 1 |248.13|<0.0001
‘c | Cl18:1c T*L 1| 11.30 | 0.0040 | T*L*N 1 | 6.55 | 0.0172
< Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 | 462.25 |<0.0001 |Intercept| 1 |286.76|<0.0001
C18:1t T*L 1| 12.82 | 0.0025 | T*L*N 1 | 35.41 |<0.0001
Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 | 427.84 |<0.0001 |Intercept| 1 |178.44|<0.0001
C20°5 T*L 1 | 15.31 | 0.0012 L 1 | 36.72 |<0.0001
N 1 | 18.34 | 0.0003
Error | 16 Error | 24
Intercept| 1 | 244.41 |<0.0001 |Intercept| 1 | 73.23 [<0.0001
T 1 6.10 | 0.0251 L 1 | 26.83 |<0.0001
C22:6 N 1 5.46 | 0.0328
F 1 5.05 | 0.0392
Error | 16 Error | 24
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Figura 1. Crescimento em peso seco (g L™) de Thalassiosira weissflogii nas
temperaturas de 15 e 30°C. Intensidade luminosa (A = 40; B = 400 umol
fotons m?s™) e fonte de nitrogénio (simbolos escuros = NO3 e simbolos claros

= NH4+).



Conteudo de lipidios (% peso seco)

Produtividade de lipidios (mg L d-)

Figura 2. Contetdo de lipidios (A) (% peso seco) e produtividade (B) (mg L™ d
!y de Thalassiosira weissflogii em cada tratamento. Luz (40 e 400 umol fétons
ms™), temperatura (15 e 30 °C), fonte de nitrogénio (NOs e NH,") e fase de

crescimento (L= logaritmica e E = estacionaria).



30

10 -

40

30

Rendimento lipidios(mg L")

10 -

0 NO3 NHg4 NO3 NHg
40-15 40-30 400-15 400-30

Figura 3. Rendimento dos lipidios (mg L™) em (A) fase logaritmica e (B) fase
estacionaria de Thalassiosira weissflogii em cada tratamento. Luz (40 e 400
umol fétons m?s™), temperatura (15 e 30 °C) e fonte de nitrogénio (NO3 e

NH4").



Conteldo de acidos graxos (% de lipidio)

Produtividade dos acidos graxos (mgL'd")

NO3Log
NO3 Sta
NH4 Log
NH4 Sta
NO3Log
NO3 Sta
NH4 Log
NH4 Sta
NO3Log
NO3 Sta
NH4 Log
NH4 Sta
NO3Log
NQO3 Sta
NH4 Log 20. I
NH4 Sta 15.2 8.5 I . ! 9.2

40-15

40-30

400-15

400-30

0% 10% 20% 30% 40% 50% 80% 70% 80% 20% 100%

B

0.0 0.2 0.4 0.8 0.8 1.0 1.2 1.4
uC14:0 mC16:0 mC16:1 mC16:2 nC16:3 mC18:0 mC18:1c mC18:1t mC18:2 mC20:5 = C22:6 1 C15:0+C19:1+C24:0+no ID

Figura 4: Contetdo de acidos graxos (A) (% dos lipidios) e produtividade (B)
(mg L™ d1) de Thalassiosira weissflogii em cada tratamento. Luz (40 e 400
umol fétons m2s™), temperatura (15 e 30 °C), fonte de nitrogénio (NO3 e NH4")

e fase de crescimento (logaritmica e estacionaria).
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DISCUSSAO GERAL

Nos cultivos de microalgas, a colheita da biomassa é considerada
atualmente como um gargalo tecnologico na producdo de matéria prima para a
industria, principalmente a dos combustiveis renovaveis (Chisti 2007; Griffiths e
Harrison, 2009). Entre os processos utilizados a floculagéo parece ser a mais
conveniente, e a de menor custo, pois permite recolher grandes volumes de
biomassa (Grima et al. 2003). Entretanto, como o objetivo € o aproveitamento
dos lipidios e acidos graxos, € preciso garantir a integridade desses compostos
usando um floculante que ndo cause impacto no produto final.

Como vimos, o uso de floculantes pode alterar o perfil dos &acidos
graxos, portanto deveria ser evitado especialmente se 0 objetivo maior é obter
acidos graxos poli-insaturados de cultivos de Nannochloropsis oculata e
Thalassiosira weissflogii, que sdo duas espécies ricas em &cidos graxos
polinsaturados.

As espécies estudadas, apesar de pertencerem a classes distintas,
mostram algumas respostas semelhantes frente as variagdes impostas aos
cultivos. Isto talvez se deva a capacidade de adaptacdo das microalgas a
condi¢cdes ambientais, através da producdo de uma variedade de lipidios e
acidos graxos (Thompson Jr. 1996).

O rendimento da biomassa mais alto para N. oculata e T. weissflogii
ocorreu em 15°C de temperatura. Nannochloropsis sp. pode se adaptar a um
amplo intervalo de temperatura crescendo melhor em temperaturas em torno
de 20° C (Hu e Gao 2006). Ja T. weissflogii apresenta o crescimento

relacionado diretamente com o0 aumento da temperatura (Strzepek e Price



2000). Em nosso estudo, o maior aumento de biomassa de T. weissflogii em
temperatura mais baixa deve estar relacionado ao maior peso de outros fatores
como fonte de nitrogénio e intensidade luminosa.

A intensidade luminosa pareceu afetar significativamente o crescimento
de N. oculata, e T. weissflogii, que alcancaram maiores rendimentos de

biomassa em tratamentos com 400 umol fétons m? s™.

Essa resposta é
compreensivel para N. oculata, uma espécie adaptada a intensidades maiores
de luz (Borges et al. 2007).

O conteudo de lipidios em N. oculata foi significativamente maior na fase
estacionaria e luz 400 umol fétons m? s™. Para T. weissflogii, o contetido foi
maior em 400 pmol fétons m? s™*. Porém, maiores valores de contetido de
lipidio na fase estacionéria s6 foram observados nos tratamentos com menor
temperatura (15°C). Maior contetdo na fase estacionéria € esperado devido a
diminuicdo dos nutrientes do meio e a redugdo da divisdo celular, havendo
entdo uma canalizacdo da energia fotossintética para a producdo de
substancias de reserva (Guschina e Harwood 2009).

A diferenca no conteddo lipidico em cada fase dependendo da
temperatura pode ter sido proporcionada por um ganho energético nas ceélulas
de T. weissflogii crescendo em 15° C e um gasto maior nas células em 30°C.
Além disso, ja foi observado que diatomaceas nao apresentam um acumulo de
lipidio na fase estacionaria, provavelmente porque seu metabolismo €
direcionado para a producao de carboidratos (Shifrin e Chisholm, 1981; Rodolfi

et al. 2008).



O conteudo de lipidio e a composicdo dos acidos graxos formados
durante as fases de crescimento tém relacdo direta com a disponibilidade de
nutrientes do meio. A producédo de lipidios e a composicdo dos acidos graxos
estdo sujeitas a variabilidade durante o ciclo de crescimento (Hu et al.2008).
Células que estdo crescendo e se multiplicando ndo acumulam lipidios e sdo
ricas em acidos graxos insaturados formadores de membranas (Thompson Jr.
1996). Ja as células na fase estacionaria estdo em meio com uma deficiéncia
de nutrientes o que causa um continuo decréscimo nas taxas de crescimento.
Assim na falta da usual utilizacdo dessas substancias, isto €, construcdo de
novas membranas, as células convertem os acidos graxos em triglicerideos
(Thompson Jr. 1996).

A produtividade de lipidios em N. oculata e T. weissflogii foi maior em
400 pumol fétons m? st 15° C e NO; A produtividade leva em conta tanto a
concentracdo de lipidios no interior das células quanto a biomassa produzida
por elas (Brennan e Owende 2010). Assim, cultivar microalgas em condi¢cfes
que aumentam as concentracdes de lipidios (estressantes) sem levar em conta
o efeito destas condicbes no crescimento pode levar a uma reducdo na
producéo total de lipidio. O aumento do conteudo e produtividade dos lipidios
em alta luz ja havia sido relatado para N. oculata (Su et al. 2011; Pal et al.
2011). Griffiths e Harrison (2009) observaram uma relacdo direta entre a
produtividade de lipidio e produtividade de biomassa para varias espécies de
microalgas, destacando que as que apresentaram 0S maiores conteudos de
lipidio ndo eram as maiores produtoras deste elemento devido as baixas taxas

de crescimento.



Os éacidos graxos com maior contetdo tanto em N. oculata como em T.
weissflogii foram C14:0, C16:0, C16:1, C18:1 e C20:5 A dominéancia destes
mesmos acidos graxos para estas espécies foi também relatado em outros
estudos (Hu e Gao, 2003, 2006; Fabregas et al. 2004; Derner 2006; Kiatmetha
et al. 2010).

Além disso, o perfil de acidos graxos em ambas as espécies seguiu um
padrdo esperado para microalgas no que se refere a resposta a luz,
temperatura e fase de crescimento. Em baixa Intensidade luminosa, baixa
temperatura e fase logaritmica houve um aumento nos &acidos graxos
insaturados, por outro lado em alta intensidade luminosa, alta temperatura e
fase estacionaria aumentaram os saturados e mono-insaturados (Hu et al.,
2008; Guschina e Harwood, 2009).

A intensidade luminosa atua no aumento ou diminuicdo dos &cidos
graxos formadores de membranas. Geralmente baixas intensidades favorecem
a producao de acidos graxos insaturados que sao incorporados principalmente
as membranas celulares (Fabregas et al. 2004), enquanto que em altas
intensidades luminosas ha um aumento de lipidios saturados e monosaturados,
formadores de lipidios neutros (Hu et al. 2008).

A temperatura atua no nivel de saturagdo dos acidos graxos para que as
membranas mantenham sua integridade. Em microalgas crescendo em
temperaturas abaixo do 6timo ocorre 0 aumento da insaturacdo dos acidos
graxos, o que garante a estabilidade e fluidez dos lipidios de membrana. Altas
intensidades luminosas aumentam a sintese de acidos graxos saturados que

sdo os principais formadores dos lipidios de reserva (Hu et al. 2008).



Na fase logaritmica as células estdo se reproduzindo exponencialmente
investindo energia na producdo de membranas para a construcdo de novas
células e de cloroplastos. Altas propor¢cdes de PUFAs sdo encontradas nos
monogalactosil-diacilglicerol (MGDG) e digalactosil-diacilglicerol (DGDG), que
sao os principais glicolipidios das membranas fotossintéticas das algas (Gurr et
al. 2002). Na fase estacionaria, quando ha uma diminuicdo na concentracdo
dos nutrientes, o crescimento diminui e as células passam a estocar os lipidios
produzidos na forma de triglicerideos (Thompson Jr. 1996). Devido a maioria
dos estudos serem feitos com culturas em batelada, é dificil separar o efeito
das diferentes fases de crescimento do efeito da diminuicdo dos nutrientes no
metabolismo dos lipidios (Hu et al. 2008).

Além disso, a producédo de lipidios e de acidos graxos € dependente de
outras varidveis como salinidade, pH e disponibilidade de outros nutrientes
como fosfato e silicato (Guschina e Harwood 2009). Entretanto, a habilidade de
modificar eficientemente o metabolismo dos lipidios em resposta as mudancas
ambientais, permite que as microalgas sobrevivam e se multipliguem em
diversos ambientes (Guschina e Harwood 2006). Muitos arranjos com essas
variaveis ambientais podem ser feitos para que as espécies aumentem o
conteudo de lipidios ou a producéo de &cidos graxos de interesse.

Os resultados desse trabalho pretendem ser uma contribuicdo ao
conhecimento sobre N. oculata e T. weissflogii e indicam alguns arranjos que
podem ser escolhidos dependendo do alvo de interesse, seja ele o aumento da
produtividade dos lipidios ou a producdo de &cidos graxos saturados ou

PUFAs.



PERSPECTIVAS FUTURAS
v' Comparar o contetdo de lipidios em biomassas coletadas com
diferentes métodos.
v' Testar meios de cultivo alternativos para aumentar a produc¢ao de
lipidios.
v" Avaliar o contetudo de lipidios de outras espécies presentes no

Banco de Cultivo do Laboratério.
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