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                                                              RESUMO 

O cultivo de microalgas tem sido considerado uma alternativa promissora para a obtenção de 
biomassa de alto valor agregado de importante aplicação industrial e biotecnológica. Os 
sistemas de cultivo desses micro-organismos necessitam comumente de água doce e alta 
demanda nutricional. Assim, estratégias de cultivo de caráter sustentável e de baixo custo tem 
sido investigadas, com foco na preservação dos recursos hídricos e ambientais. Nesse sentido, 
o presente trabalho teve como objetivo avaliar o emprego de água do mar (AM) e subterrânea 
salobra (AS), com e sem suplementação de nutrientes, como estratégia de aproveitamento 
hídrico para a produção de biomassa e biomoléculas a partir de microalgas. Os ensaios foram 
divididos em três etapas: (1) Cultivo de Spirulina sp. LEB 18, (2) Chlorella fusca LEB 111 
em meios preparados com AM e (3) Cultivo de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 
111 realizados em AS. Para os experimentos realizados com Spirulina sp. LEB 18 em AM, 
esta foi suplementada com 100 (AM100), 50 (AM50) e 25% (AM25) das concentrações das 
fontes de nitrogênio, fósforo, ferro e EDTA dissódico (Zarrouk). Para os experimentos com 
Chlorella fusca LEB 111, a AM foi suplementada com 100% e 50% das concentrações das 
fontes de nitrogênio, fósforo, ferro, EDTA e ácido cítrico (BG11). Além disso, a AM foi 
adicionada com todos os componentes do meio de cultivo BG11 em 100% (AM100T) e 50% 
(AM50T). Os experimentos com AS para ambas as microalgas foram suplementados com 
25% das fontes de carbono, nitrogênio, fósforo, ferro e EDTA dissódico/ácido cítrico dos 
meios Zarrouk/BG11. Nas três etapas a AM e AS também foram utilizadas como meios de 
cultivo (AM0; AS0). A condição AM0 contribuiu para aumento do teor de carboidratos na 
biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e incremento na concentração da Pcarboidratos em 203% e 
52%, respectivamente, quando comparado ao cultivo controle. C. fusca LEB 111 quando 
cultivada em AM50T apresentou os maiores resultados de Xmáx (1,72 g L-1) e Pmáx (149,4 mg 
L-1 d-1), bem como maior teor (44,6% m m-1) e Pcarboidratos (44,47 mg L-1 d-1), sendo estes 
98,2% e 118,6%, respectivamente, superiores a condição controle. Além disso, a biomassa 
obtida apresentou perfil de ácidos graxos com potencial para a produção de biodiesel e 
eficiência de remoção de Ca (>60%), NO3- (>40%) e P (>96%) do meio de cultivo. Os 
cultivos de Spirulina sp. LEB 18 e C. fusca LEB 111 realizados em AS sem adição de 
nutrientes promoveram o crescimento (Xmáx = 1,22(11ºd) g L-1 e 0,92(9ºd) g L-1, respectivamente) 
e maiores resultados no teor (68,1% m m-1) e produtividade de carboidratos (35,33 mg L-1 d-1) 
na biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e elevado teor (56,45% m m-1) e produtividade de 
lipídios (13,50 mg L-1 d-1) em C. fusca LEB 111. Portanto, a AM e AS apresentaram potencial 
para serem utilizadas associadas a reduzida demanda nutricional em cultivos de Spirulina e 
Chlorella, contribuindo para a preservação da água doce e redução de custos do processo, 
com vantagem adicional de produção de biomassa para aplicação em biocombustíveis. 
 
 
Palavras-chave: Bioprodutos. Biorremediação. Carboidratos. Cianobactérias. Clorófitas.  
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                                                                ABSTRACT 

CULTIVATION OF MICROALGAE IN MARINE AND BRACKISH GROUNDWATE 
WITH POTENTIAL IN THE PRODUCTION OF BIOCOMPOSITES 

 
Microalgae cultivation has been considered a promising alternative for obtaining high value-
added biomass of important industrial and biotechnological applications. Cultivation systems 
for these microorganisms commonly require fresh water and high nutritional demand. Thus, 
sustainable and low-cost cultivation strategies have been investigated to preserve water and 
environmental resources. In this sense, this study aimed to evaluate the use of seawater (SW) 
and brackish groundwater (BGW), with and without nutrient supplementation, as a water use 
strategy for the production of biomass and biomolecules from microalgae. The assays were 
divided into three stages: (1) Cultivation of Spirulina sp. LEB 18 and (2) Chlorella fusca LEB 
111 in medium prepared with SW, (3) Cultivation of Spirulina sp. LEB 18 and Chlorella 
fusca LEB 111 performed in BG. The experiments performed with Spirulina sp. LEB 18 in 
SW were supplemented with 100 (SW100), 50 (SW50), and 25% (SW25) of the sources 
concentrations of nitrogen, phosphorus, iron, and disodium EDTA (Zarrouk). For the 
experiments with Chlorella fusca LEB 111, SW was supplemented with 100% and 50% of 
the concentrations of the sources of nitrogen, phosphorus, iron, EDTA, and citric acid 
(BG11). In addition, SW was added with all components of the BG11 culture medium at 
100% (SW100T) and 50% (SW50T). The BGW experiments for both microalgae were 
supplemented with 25% of the sources of carbon, nitrogen, phosphorus, iron, and disodium 
EDTA/citric acid from the Zarrouk/BG11 mediums. In the three stages, SW and BGW were 
also used as culture mediums (SW0; BGW0). The SW0 condition contributed to increase the 
carbohydrate content in the biomass of Spirulina sp. LEB 18 and increase in the concentration 
of Pcarbohydrates by 203% and 52%, respectively, when compared to the control culture. C. fusca 
LEB 111 when cultivated in SW50T showed the highest results for Xmax (1.72 g L-1) and Pmax 
(149.4 mg L-1 d-1), as well as the highest content (44.6% m m-1) and Pcarbohydrates (44.47 mg L-1 
d-1), which are 98.2% and 118.6%, respectively, superior to the control condition. In addition, 
the biomass obtained showed a fatty acid profile with potential for the production and 
removal efficiency from sources of Ca (>60%), NO3- (>40%) and P (>96%) from the culture 
medium. In the cultivations of Spirulina sp. LEB 18 and C. fusca LEB 111 carried out in 
BGW, without nutrient addition promoted growth (Xmax 1.22(11ºd) g L-1 and 0.92(9ºd) g L-1, 
respectively), and higher results in the content (68.1% m m-1) and carbohydrate productivity 
(35.33 mg L-1 d-1) in the biomass of Spirulina sp. LEB 18 and high content (56.45% m m-1) 
and lipid productivity (13.50 mg L-1 d-1) in C. fusca LEB 111. Therefore, SW and BGW are 
potential sources as culture mediums associated with reduced nutritional demand for 
Spirulina sp. LEB 18 and Chlorella fusca LEB 111, contributing to preserving fresh water 
and cost reduction in culture systems, with the additional advantage of producing biomass for 
use in biofuels. 
 

 
Keywords: Bioproducts. Bioremediation. Carbohydrates. Cyanobacteria. Chlorophytes. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

O cultivo de microalgas tem despertado interesse comercial devido sua elevada 

produtividade de biomassa e de biomoléculas como lipídios, carboidratos, proteínas, ácidos 

graxos essenciais e pigmentos (SONI; SUDHAKAR; RANA, 2017). Contudo, os sistemas de 

cultivo comumente necessitam de água doce e demandam quantidade de nutrientes que 

podem representar até 35% dos custos operacionais de produção (COSTA et al 2019; 

HOFFMAN et al., 2017). Nesse segmento, pesquisas têm voltado seus objetivos para 

estratégias de cultivo que utilizem outras fontes de água e menor demanda de nutrientes 

(DUARTE et al., 2020; MATA et al., 2020).  

A preocupação com a disponibilidade e gerenciamento de água doce está atribuída 

ao seu atual cenário de estresse e escassez em escala global (WWAP, 2020). O aumento no 

padrão de consumo tende a crescer de forma constante a uma taxa de ~1% ao ano, o que 

ameaça o direito humano de acesso à água e impacta diretamente os setores econômicos, 

industriais e ecossistema. Nesse contexto, estimular o desenvolvimento de estratégias que 

minimizem a utilização desse recurso hídrico infere na sua preservação. Assim, o foco mais 

recente é explorar o oceano e outras fontes de água em culturas de microalgas de modo a 

produzir biomassa de elevado valor comercial (LIM et al., 2021; PATEL et al., 2021). 

A água do mar (salinidade >3,0%) e subterrânea salobra (salinidade 0,05-3,0%) 

possuem elevada salinidade quando comparadas a água doce (<0,05%) (BROWN et al., 1995; 

MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). Estas apresentam-se favoráveis para o 

metabolismo de microalgas devido as suas características físico-químicas (LEEMA et al., 

2010; MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). A água marinha possui em sua composição 

em maior concentração o cloreto de sódio (NaCl) e elementos como, carbono, magnésio, 

cálcio, ferro e nitrogênio (LÉCUYER, 2016). A água salobra, oriunda de subsolos, contém 

minerais inorgânicos (Cl−, Na+ e Ca2+), outros nutrientes, como nitrogênio, fósforo, e 

elementos traços (Si, K+, Mg2+ e Fe3+) (MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). 

Sob essa perspectiva, estudos destacam os gêneros Spirulina e Chlorella em 

culturas elaboradas com água do mar, bem como resultados promissores quanto ao acúmulo 

de carboidratos e lipídios na biomassa, despertando o interesse dessas matrizes biológicas 

para produção de biocombustíveis, como bioetanol e biodiesel (LEEMA et al., 2010; OTAKI 

et al., 2019). Entretanto, esses estudos evidenciam a necessidade de práticas de diluição da 

água do mar em água doce (AFFAN et al., 2015; OTAKI et al., 2019), adição de nutrientes 

(AFFAN et al., 2015; FAUCHER; COUPAL; LEDUY, 1979; LAMELA; MÁRQUEZ-
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ROCHA, 2000; LEEMA et al., 2010; MATERASSI et al., 1984; VASQUEZ-VILLALOBOS 

et al., 2014) e etapas de pré-tratamento (FAUCHER; COUPAL; LEDUY, 1979). 

O emprego de água subterrânea salobra no cultivo de microalgas ainda é limitado, 

principalmente em espécies de Chlorella. Duarte et al. (2020) cultivaram Spirulina sp. LEB 

18 com água salobra subterrânea com suplementação de diferentes concentrações de 

nutrientes (100, 75, 50 e 25%) do meio de cultivo Zarrouk. Os autores destacaram que a 

adição em 25% de todos os nutrientes resultou na produção de carboidratos 4 vezes maior que 

a cultura realizada em água doce. Cabe destacar que os trabalhos disponíveis na literatura, em 

sua maioria, empregam água salobra artificial oriunda do processo de diluição de água do mar 

em água doce, que resulta em composição físico-química diferente das originadas em subsolo 

(SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 2019; TOYOSHIMA et al. 2014). 

Dentro do contexto abordado, há lacunas a serem pesquisadas sobre a viabilidade 

do emprego de água do mar e subterrânea salobra como fonte única de nutrientes ou menor 

demanda nutricional complementar. Assim, o presente trabalho teve como objetivo avaliar o 

crescimento e conteúdo de biomoléculas das microalgas Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella 

fusca LEB 111 cultivadas em água do mar (AM) e subterrânea salobra (AS), com e sem 

suplementação de nutrientes, na perspectiva de utilizar essas alternativas hídricas como fonte 

de água e nutrientes aos meios de cultivo convencionais.  
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2 OBJETIVOS 

2.1 OBJETIVO GERAL 

 

O presente trabalho teve como objetivo avaliar o emprego de água do mar e água 

subterrânea salobra como alternativa hídrica e nutricional para a produção de biomassa e de 

biomoléculas a partir de microalgas.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

- Avaliar o crescimento e o acúmulo de biomoléculas na biomassa de Spirulina sp. 

LEB 18 quando cultivada em água do mar, com e sem suplementação de nutrientes; 

- Determinar a influência da utilização da água do mar com e sem adição de 

nutrientes nos parâmetros de crescimento e na composição da biomassa de Chlorella fusca 

LEB 111; 

- Mensurar a capacidade de dessalinização de Chlorella fusca LEB 111 quando 

cultivada em água do mar; 

- Cultivar Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 em água subterrânea 

salobra, com e sem suplementação de nutrientes, para aumentar a produtividade de biomassa e 

de macromoléculas. 
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

3.1 MICROALGAS E INTERESSE BIOTECNOLÓGICO 

 

As microalgas são micro-organismos fotossintéticos habitualmente encontrados 

em água doce e marinha. Estes micro-organismos possuem como principal pigmento a 

clorofila, o que lhes confere a capacidade de converter dióxido de carbono (CO2) em 

biomassa por meio da fotossíntese (MASOJÍDEK; TORZILLO; KOBLÍŽEK, 2013). A 

composição da biomassa de microalgas depende da espécie e das condições de cultivo 

aplicadas. Alterações na luminosidade, temperatura, concentração de sais no meio, pH e 

disponibilidade de nutrientes podem influenciar não só o crescimento, como também a 

composição bioquímica da biomassa microalgal (GROBBELAAR, 2013) (Figura 1). 

A biomassa microalgal possui elevado valor nutricional, principalmente conferido 

pela presença de carboidratos, proteínas, lipídios, ácidos graxos essenciais e pigmentos. Neste 

sentido, possui diversas aplicabilidades, podendo ser destinada à aquicultura como ração 

animal, no desenvolvimento de cosméticos e na alimentação humana como suplemento 

alimentar. Além disso, as microalgas apresentam potencial de mitigação de CO2, recuperação 

de resíduos com biorremediação simultânea (RIZWAN et al., 2018) e matéria prima de 

terceira geração para a produção de biocombustíveis (COSTA; MORAIS, 2011) (Figura 1). 

Entretanto, a produção de biomassa microalgal a nível comercial e exige, em sua maioria, 

água doce e elevadas concentrações de nutrientes que podem representar até 35% dos custos 

operacionais de produção (COSTA et al., 2019). Nessa perspectiva, pesquisas tem estimulado 

sistemas de cultivo que utilizem alternativas hídricas como água subterrânea salobra 

(DUARTE et al., 2020), marinha (OTAKI et al., 2019) e residuais (MATA et al., 2020). Entre 

as microalgas mais estudadas, os gêneros Spirulina e Chlorella se destacam (COSTA et al., 

2019; THIRUGNANASAMBANTHAM et al., 2020). 

 

3.1.1 Spirulina 

 

Spirulina é uma cianobactéria filamentosa, pertencente à classe de Cyanophyceae 

que cresce em corpos d'água tropicais e subtropicais em pH alcalino (9,0-10). Por se tratar de 

um micro-organismo procariótico, sua célula não possui núcleo delimitado por membrana, o 

material genético fica disperso por todo o citoplasma, onde realiza todas a reações 

metabólicas de síntese de carboidratos, lipídios e proteínas. Além disso, não possui esteroide 
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Figura 1- Cultivo de microalgas: fatores físico-químicos, produção de biocompostos e aplicação em diferentes setores 
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colesterol na membrana celular, sendo esta apenas composta por fosfolipídios (VONSHAK, 

1997). A biomassa de Spirulina possui importante qualidade nutricional, composta 

principalmente por proteínas (60-70 % m m-1), carboidratos, lipídios, vitaminas (A, C e E) e 

minerais (ferro, cálcio, cromo, cobre, magnésio, manganês, fósforo, potássio, sódio e zinco). 

Além disso, apresenta ácidos graxos essenciais (ácido γ-linolênico) e pigmentos (clorofila a, 

ficocianina e carotenoides) (BELAY, 2013; HABIB et al., 2008). 

Estudos demonstraram a capacidade de Spirulina em biorremediar CO2 

atmosférico (ROSA et al, 2018; ROSA et al, 2015), gases de combustão (CO2, NOX; SOX) 

(RADMANN et al., 2011) e metais pesados (SAYADI; RASHKI; SHAHRI, 2019). Essa 

microalga também tem sido aplicada no tratamento de águas residuais (CARDOSO et al., 

2020; MATA et al., 2020) e se destaca por apresentar capacidade de crescer em ambientes de 

elevada temperatura (DE JESUS et al., 2018; VONSHAK, 1997) e salinidade (>30 g L−1) 

(LEEMA et al., 2010). Essas condições adversas podem promover estresse nas células destes 

micro-organismos, que por sua vez, induzem o acúmulo de carboidratos intracelular, os quais 

vem despertando interesse biotecnológico como matriz energética para a produção de 

bioetanol (BRAGA et al., 2018; COSTA et al., 2019; MARKOU; ANGELIDAKI; 

GEORGAKAKIS, 2012; ROSA et al., 2015; SALLA et al., 2016). 

 

3.1.2 Chlorella  

 

Chlorella é uma microalga eucariótica, unicelular, esférica (circundado por duas 

membranas), microscópica (diâmetro varia de 2-10 µm), classificada como Chlorophyceae 

(algas verdes). Dependendo das condições de cultivo aplicadas, a biomassa de Chlorella pode 

apresentar até 70% (m m-1) de proteínas e acumular lipídios (>50%, m m-1), principalmente na 

forma de triacilglicerol (TAG), tornando-se um micro-organismo promissor como matéria 

prima para a produção de biodiesel (LIU; HU, 2013). Essa particularidade das células 

eucarióticas em acumular triacilglicerol, quando comparado aos organismos procariotos, é 

atribuído a presença dos cloroplastos, organela sítio de reações químicas para síntese deste 

metabólito (SENKIV et al., 2020). Além disso, o aprisionamento desse lipídio é facilitado 

pela presença de esteróis na membrana celular algal, que a torna menos permeável e favorável 

ao acúmulo deste lipídio no meio intracelular (ERDMANN; HAGEMANN, 2001; SENKIV et 

al., 2020). 

Espécies de Chlorella se destacam por apresentarem elevada produtividade de 

biomassa e de macromoléculas frente a ambientes de elevado pH (> 9,0) (ROSA; MORAIS; 
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COSTA, 2018; VAZ; COSTA; MORAIS, 2016), salinidade (20 g L−1) (SAHLE-DEMESSIE; 

HASSAN; BADAWY, 2019), limitação de nutrientes (JUNG et al., 2015; BRAGA et al., 

2019), variações de luminosidade (CASSURIAGA et al., 2018) e diferentes concentrações de 

absorventes químicos, como monoetanolamina (MEA) (ROSA; MORAIS; COSTA, 2018). 

Além disso, sob diferentes estratégias de cultivo, esse micro-organismo demonstra alta 

capacidade de biofixação de CO2 (YADAV et al., 2020) e remediação de nutrientes de águas 

residuais (MARYJOSEPH; KETHEESAN 2020; PERALTA; JEREZ; FIGUEROA, 2019), 

CO2, NOX, SOX (YADAV et al., 2020) e contaminantes químicos (MARYJOSEPH; 

KETHEESAN, 2020; SAYADI; RASHKI; SHAHRI, 2019). A partir de todas as condições 

anteriores é possível a produção de biomoléculas de alto valor agregado na biomassa de 

Chlorella que estimulam seu papel como alternativa verde e natural em produtos 

farmacêuticos, nutracêuticos, cosméticos, biofertilizantes, biopolímeros e biocombustíveis 

(BRAGA et al., 2019; CASSURIAGA et al., 2018; DEAMICI; SANTOS; COSTA, 2019). 

 

3.2 FATORES NUTRIONAIS NO CULTIVO DE MICROALGAS  

 

As microalgas demandam alguns requisitos para que o seu crescimento ocorra de 

forma adequada. Os principais fatores que influenciam o metabolismo destes micro-

organismos são o fornecimento de luz, nutrientes e a manutenção de condições de cultivo, 

como níveis de pH e temperatura (ACIÉN et al., 2017). A disponibilidade de nutrientes como 

carbono (C), nitrogênio (N), fósforo (P), potássio (K+), magnésio (Mg+2), ferro (Fe3+) e sódio 

(Na+) podem interferir no metabolismo fotossintético, produtividade e composição 

bioquímica da biomassa microalgal (HU, 2013). 

O carbono (C) está entre os elementos de maior importância para a síntese de 

compostos orgânicos como proteínas, carboidratos, vitaminas, lipídios, entre outros. A 

concentração da fonte de carbono no meio de cultivo deve ser equilibrada a outros compostos 

(nitrogênio, fósforo, enxofre), a fim de permitir sua adequada assimilação pelas microalgas e 

prevenir alterações do pH, caso um sistema de tamponamento não seja estabelecido. As fontes 

de carbono frequentemente ofertadas ao meio de cultivo de microalgas estão na forma de 

carbonato (CO32-), bicarbonato (HCO3-) e CO2 (GROBBELAAR, 2013). 

O nitrogênio (N) representa entre 7 e 10% do peso seco da biomassa microalgal, 

sendo considerado componente precursor da síntese de proteínas e pigmentos, como clorofilas 

e ficocianina. As fontes de nitrogênio comumente adicionadas aos cultivos de microalgas 
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estão na forma de nitrato (NO3-), ureia e amônia (NH3) (HU, 2013). De acordo com Raoof, 

Kaushik e Prasanna (2006), a limitação de N pode comprometer a síntese proteica, uma vez 

que essa macromolécula apresenta compostos nitrogenados em suas estruturas moleculares. 

Neste sentido, a redução da concentração de N pode estimular a produção de biomoléculas, 

como lipídios e carboidratos (BRAGA et al., 2018; HU, 2013). 

O fósforo (P) é outro nutriente essencial para o crescimento e processos 

metabólicos nas células microalgais, sendo constituinte de moléculas estruturais como 

açúcares fosfatados, ácidos nucleicos e fosfoenzimas. A fontes de P normalmente fornecidas 

aos cultivos de microalgas são os fosfatos (NaH2PO4.H2O, Na2HPO4.12H2O, K2HPO4.3H2O e 

K2HPO4) ou como pentóxido de fosfato (P2O5). Embora a biomassa contenha menos de 1% 

(m m-1) de P, é frequentemente um dos mais importantes fatores limitadores de crescimento 

na biotecnologia microalgal (GROBBELAAR, 2013; HU, 2013). Segundo Markou et al. 

(2012), a redução das fontes de fósforo (≤ 0,01 g L-1) nos cultivos de microalgas pode 

ocasionar estresse nas células de microalgas e induzir acúmulo de carboidratos e redução no 

teor proteínas na biomassa.  

O íon magnésio (Mg2+) atua na síntese de energia para o metabolismo celular das 

microalgas e compõe a estrutura molecular das clorofilas (MASOJÍDEK; TORZILLO; 

KOBLÍŽEK, 2013). Nesse sentido, a deficiência deste íon no meio de cultura pode contribuir 

para o baixo crescimento celular e síntese de clorofilas, ocasionando o fenômeno chamado 

clorose (HO et al., 2018). O ferro (Fe) possui atividade oxido redutora na célula microalgal 

que implica nos processos fotossintéticos, respiração celular, biofixação do nitrogênio e 

síntese de DNA. Assim, desempenha papel importante na composição bioquímica das 

microalgas. O excesso de ferro nas culturas de microalgas pode provocar estresse oxidativo e 

promover alterações fisiológicas celulares (HU, 2013). 

Os íons sódio (Na+) e cloreros (Cl-) participam da osmorregulação das células 

microalgais (HU, 2013). Segundo Church et al. (2017) o acúmulo dos íons Na+ e Cl- no meio 

intracelular podem degradar enzimas precursoras de proteínas e redirecionar energia para 

acúmulo de osmorreguladores como lipídios e carboidratos. A limitação de nutrientes 

associado à elevada salinidade (principalmente dos íons Na+ e Cl-) do meio podem atuar 

sinergicamente e promover alterações de produtividade de biomassa e de macromoléculas. 

Margarites et al. (2017) avaliaram o efeito sinérgico do aumento da concentração de NaCl 

(0,55 g L-1) e redução de NaNO3 (0,62 g L-1) nos cultivos de S. platensis LEB 52. Os autores 

observaram efeito de interação positivo destas variáveis no teor de carboidratos em 60,3%. 
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Cabe ressaltar que os gêneros Spirulina e Chlorella são comumente cultivados em 

meio Zarrouk (ZARROUK, 1966) e BG11 (RIPPKA et al., 1979), respectivamente (BRAGA 

et al., 2018; BRAGA et al., 2019; CASSURIAGA et al., 2018; COSTA et al., 2019; 

DEAMICI; SANTOS; COSTA, 2019). Esses meios de cultivo representam uma das maiores 

parcelas dos custos com a produção destas microalgas em larga escala (RAOOF et al., 2006). 

Neste contexto, estudos vêm sendo realizados a fim de não só substituir os componentes 

destes meios por outras fontes de nutrientes, como também reduzir as concentrações dos 

mesmos, objetivando superar a barreira econômica dos custos de produção de biomassa e 

incremento de biomoléculas (BRAGA et al., 2018; LEEMA et al., 2010; MADKOUR; 

KAMIL; NASR, 2012; MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). 

 

3.3 ÁGUA DO MAR E SUBTERRÂNEA SALOBRA: ALTERNATIVAS HÍDRICAS E 

NUTRICIONAIS PARA O CULTIVO DE MICROALGAS 

 

A disponibilidade de água doce no mundo representa 2,5% dos recursos hídricos e 

está presente em superfícies terrestres como lagos e rios, bem como em calotas polares e 

aquíferos subterrâneos (SHANNON et al., 2008). Entretanto, mudanças hidrológicas 

induzidas por ação antrópica vêm contribuindo para alterações climáticas e resultando em 

crescentes desafios à gestão desse recurso hídrico, que já evidencia um cenário alarmante de 

estresse e escassez em várias regiões do mundo (WWAP, 2020). Além disso, o aumento 

populacional, desenvolvimento econômico e mudanças nos padrões de consumo tem 

contribuído para maior demanda global de água em seis vezes nos últimos cem anos, e 

continua a crescer de forma constante a uma taxa de ~1% ao ano. Esse panorama ameaça o 

direito humano à água para bilhões de pessoas e impacta diretamente o acesso a segurança 

alimentar, saúde humana, agricultura, produção de energia, desenvolvimento industrial e 

econômico e ecossistemas (WWAP, 2020).  

Os dados do estresse hídrico são resultantes da relação entre a proporção anual de 

água doce utilizada pelos principais setores da economia e quantidade de recursos hídricos 

renováveis. Estima-se que desde 2018 mais de 2 milhões de pessoas vivem em países que 

vivenciam estresse hídrico e progridem para um quadro de escassez nos próximos anos 

(WWAP, 2019). Nessa perspectiva fica evidente a importância da realização de estudos que 

possam contribuir para a preservação e melhor gestão dos recursos hídricos. 
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Diante disso, a utilização de água do mar (AM) e salobra (AS) no cultivo de 

microalgas têm recebido atenção considerável (DUARTE et al., 2020; MATA et al., 2020). 

Entretanto, as pesquisas, em sua maioria, propõem a utilização destas fontes hídricas diluídas 

em água doce e/ou com suplementação de nutrientes (FAUCHER; COUPAL; LEDUY, 1979; 

LEEMA et al., 2010; MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). Neste sentido, há uma 

lacuna sobre os efeitos da utilização dessas águas como fonte única de nutrientes e também 

associadas à suplementação reduzida de componentes químicos, a fim de determinar a 

demanda nutricional ideal ao metabolismo de microalgas e minimizar os custos de produção 

de biomassa. 

Cabe ressaltar que a definição de água salina, salobra e doce depende da 

concentração (g L-1) de sais totais dissolvidos no meio. A água salina apresenta salinidade ≥ 

30 g L-1, a salobra < 30 e > 0,5 g L-1, abaixo de 0,5 g L-1 a fonte hídrica é classificada como 

doce (CONAMA, 2005). Os cultivos de microalgas, em sua maioria, utilizam meios sintéticos 

elaborados com água doce, a fim de evitar variações das concentrações dos nutrientes 

(AIKAWA et al. 2014; ISHIKA et al., 2018; XIE et al., 2018). Os meios convencionais 

utilizados para o crescimento de microalgas apresentam, em sua maioria, características de 

meios salobros (~1-20 g L-1) e possuem C/N e P como elementos majoritários (RIPPKA et al., 

1979; ZARROUK, 1966). Nesse contexto, para verificar a utilização de alternativas hídricas 

no cultivo de microalgas, fica evidente a importância de analisar a composição química da 

fonte hídrica utilizada, bem como a concentração ideal de nutrientes essenciais ao 

metabolismo de microalgas, como Spirulina e Chlorella. 

 

3.3.1 Água do mar 

 

A água do mar possui ampla distribuição territorial, representando 97% de toda 

água do planeta (SHANNON et al., 2008). Quanto a composição química, apresenta em 

média 35 g kg-1 de sais dissolvidos (3,5% de salinidade), estes na forma de cloreto (Cl-) e 

sódio (Na+) em maiores concentrações (18 e 10 g L-1, respectivamente), seguido de magnésio 

(Mg2+), cálcio (Ca2+), potássio (K+), sulfato (SO42-) e carbono (CO32- e HCO3-). Além disso, 

elementos traços como, manganês, fósforo, ferro, zinco, cobre, entre outros, compõem a água 

do mar. Os gases nitrogênio (N2), oxigênio (O2) e dióxido de carbono (CO2) também podem 

estar dissolvidos (BROWN et al., 1995). 

Poucos estudos realizam o cultivo de microalgas em água do mar. Estes, em sua 

maioria, se concentraram em utilizar água do mar artificial (LUANGPIPAT; CHISTI, 2017), 



33 
 

cultivo de cepas marinhas (ZHAO; QI; CHEN, 2015) e com cepas de água doce utilizam o 

processo de diluição (AFFAN et al., 2015). Além disso, não exploraram o potencial de 

emprego desta alternativa hídrica como fonte única de nutrientes, bem como a capacidade de 

dessalinização das microalgas. De acordo com Leema et al. (2010), a água do mar apresenta 

características físico-químicas promissoras para ser utilizada no cultivo de espécies de 

microalgas como Spirulina platensis. Os autores verificaram incremento de carboidratos em 

até 79% na biomassa da microalga quando cultivada em água do mar (salinidade total: 34,2 g 

L-1) com adição de 100% das fontes de C (NaHCO3; 19,5 g L-1), P (K2HPO4; 0,5 g L-1), N 

(NaNO3; 3 g L-1) e Fe (FeSO4.7H2O; 0,01 g L-1; Fe2EDTA; 0,005 g L-1) do meio de cultivo 

Zarrouk. Similarmente Arora et al. (2017), Das et al. (2016), Ho et al. (2014), Ishika et al. 

(2018) e Luangpipat e Chisti (2017) observaram aumento na produtividade de carboidratos 

e/ou lipídios na biomassa de microalgas quando cultivadas em meio salino, o que segundo 

Borowitzka e Moheimani (2013), é fundamental para viabilizar a produção de 

biocombustíveis a partir de microalgas.  

A AM utilizada no cultivo de microalgas pode ser classificada como natural e 

artificial. A AM artificial é geralmente elaborada em laboratório e detém composição química 

definida, a qual não varia ao longo do tempo, exceto pelo teor de impureza dos sais utilizados. 

A AM natural é encontrada em abundância na região costeira, porém sua composição química 

pode variar quando coletada próxima da costa, devido a sazonalidade de chuvas e 

profundidade de coleta. Além disso, a AM localizada longe da costa, por ser oligotrófica, 

apresenta composição química mais constante durante o ano com salinidades que variam de 

32 a 35 g L-1 (HARRISON; BERGES, 2005). 

A Tabela 1 apresenta a composição química da AM utilizada em alguns estudos 

no cultivo de microalgas. Sua salinidade é > 30 g L-1 e apresenta maior concentração de Na+ e 

Cl- além de Mg2+, Ca2+, K+ e SO42-. Segundo Harrison e Berges (2005) a pequena variação 

observada na salinidade dos diferentes estudos (18,9 a 35 g L-1) e na concentração dos íons: 

Na+ (5,86 a 10,57 g L-1), Cl- (10,53 a 21,01 g L-1), Mg2+ (0,67 a 1,33 g L-1), Ca2+ (0,26 a 0,44 

g L-1), K+ (0,22 a 0,41 g L-1) e SO4-2 (1,40 a 2,79 g L-1) pode ser explicada pelas diferentes 

profundidades de coletas, distâncias da costa, sazonalidade de chuvas e localidade. A AM, 

quando coletada em profundidades > 200 m, em relação a superfície é chamada de AM 

profunda e apresenta maior concentração de nutrientes como N e P, essenciais para o cultivo 

de microalgas (CHEN et al., 2013; LIN; WU, 2017). O estudo de Lin e Wu (2017) comparou 

o cultivo de Chaetoceros muelleri em água da superfície e do fundo do mar sem adição de 

nutrientes, obtendo maior taxa de crescimento (0,11 d-1) e teor de lipídios (28,23% m m-1) no 
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cultivo realizado em água coletada do fundo do mar. Os pesquisadores atribuíram esses 

resultados as concentrações de nitratos (31,9 µM), fosfatos (3,2 µM) e silicatos (5,9 ppm) 

presentes nesta água, concentrações 7,8, 5,2 e 4,6 vezes maior que as encontradas na água da 

superfície. Batyrova et al. (2015) e Jung et al. (2014) não apresentam em seus estudos 

informações sobre a concentração das fontes de NO3- e PO43-, e micronutrientes como Br, Zn 

e Cu na AM, possivelmente por estarem em concentrações muito baixas (Tabela 1).  

Cabe ressaltar que a utilização de AM no cultivo de microalgas, na maioria das 

vezes, exige um pré-tratamento para possibilitar a dissolução de nutrientes normalmente 

adicionados, como por exemplo os componentes do meio Zarrouk (FAUCHER; COUPAL; 

LEDUY, 1979). O pré-tratamento consiste na adição de NaHCO3 e ajuste do pH para 

precipitar o excesso de íons Mg+2 e Ca+2 presentes naturalmente na água do mar (FAUCHER; 

COUPAL; LEDUY, 1979). Por outro lado, estudos reportam que esta etapa de pré-tratamento 

pode ser dispensada quando a adição de nutrientes não evidenciar precipitação de sais no 

meio (MATHIMANI et al., 2018). Isso tem sido reportado em cultivos de Chlorella em água 

do mar com adição dos componentes químicos do meio de cultivo BG11 (CHEN et al., 2013). 

Além disso, métodos como esterilização podem ser exigidos a fim de permitir a redução de 

contaminantes presentes nessa água (FON SING et al. 2014; JEONG et al., 2015). Os 

métodos mais comuns utilizados para esterilização da água são: tratamento ultravioleta, 

tratamentos químicos com ozônio, cloretos ou coagulantes e tratamento com eletrólise 

(JEONG et al., 2015). 

É importante destacar que, para tornar viável o cultivo de microalgas em AM é 

importante selecionar uma cepa que apresente alta resistência à salinidade (LUANGPIPAT; 

CHISTI, 2017), tendo em vista que a maioria dos cultivos em larga escala são realizados em 

biorreatores abertos, em que há aumento gradual da salinidade devido a evaporação e 

reposição do volume utilizando água salgada (BOROWITZKA; MOHEIMANI, 2013). A alta 

salinidade do meio altera a pressão osmótica exercida sobre a célula modificando seu 

metabolismo e afetando a fluidez, estrutura e função da membrana celular (XIE et al., 2018) 

(Assunto aprofundado na seção 3.4.1). Diferentes cepas de microalgas do mesmo gênero ou 

espécie, apresentam graus de resistência à salinidade distintos. Luangpipat e Chisti (2017) 

reportaram diversos estudos que afirmaram que Chlorella vulgaris não apresenta capacidade 

de crescer em água do mar sem diluições. No entanto, estes autores cultivaram esta cepa em 

água do mar artificial (40 g L-1) e obtiveram produtividade de lipídios de ~37 mg L-1 d-1, 

sendo este valor ~2 vezes superior à condição realizada em água doce, ~18,3 mg L-1 d-1. 
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Tabela 1- Composição química da água do mar (AM) utilizada no cultivo de microalgas 

Parâmetro 

Mar Negro Gelendzhik, 
Russia 

Uslan, Koreia 
do Sul 

Kattegat, 
Denmark 

Liverpool, Reino 
Unido Taiwan 

Água da 
superfície do Mar 

Negro 

Água da superfície 
do mar  

Água da superfície 
do mar  

Água da superfície 
do mar  

Água da 
profundeza 

(>200m) do mar  
Salinidade (g L-1) 18,90 34,70 35 31 32 
Na (g L-1) 5,86 10,56 10,57  11,36 
K (g L-1) 0,22 0,38 0,41  0,38 
Ca (g L-1) 0,26 0,40 0,44  0,41 
Mg (g L-1) 0,67 1,27 1,30  1,33 
Cl (g L-1) 10,53 19 21   SO4 (g L-1) 1,40 2,65 2,79  2,69 
NO3 (mg L-1)   0,46 ˂0,01 0,75 
NH3 (mg L-1)    ˂0,01 0,03 
PO4 (μM)   100,19 0,09 2,29 
Br (mg L-1)     65,5 
Zn (mg L-1)   0,16  ˂0,01 
Cu (mg L-1)     ˂0,01 

Microalga Chlorella sp. Scenedesmus 
obliquus Rhodomonas salina 

Dunaliella salina, 
Nannochloropsis 

oculata, 
Nannochloropsis 

salina, and 
Nannochloropsis 

gaditana 

Chlorella 
sorokiniana CY1 

Referência Batyrova 
et al. (2015) Jung et al. (2014) Jepsen e Thoisen 

(2019) Liu (2015) Chen et al. (2013) 
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Estudos ressaltam que nos cultivos de microalgas em água do mar, o estresse 

osmótico/iônico (Assunto aprofundado na seção 3.4.1) pode ser responsável pela redução do 

teor de proteínas e aumento do conteúdo de carboidratos ou lipídios na biomassa algal em 

comparação com o cultivo realizados em água doce (ARORA et al., 2017; GUCCIONE et al., 

2014; LUANGPIPAT; CHISTI, 2016; UMMALYMA; SUKUMARAN; PANDEY, 2018). 

Isso reforça a viabilidade do emprego da AM na obtenção de biomassa com potencial de 

aplicação na produção de biocombustíveis. 

 

3.3.2 Água subterrânea salobra  

 

A água subterrânea é originada pelo contato prolongado entre a água da 

precipitação atmosférica e rochas cristalinas. A água da chuva penetra nas rochas e fissuras, 

carregando os minerais existentes, originando a água salobra/salinas, que devido à alta 

salinidade (comparada à água doce), torna-se imprópria ao consumo humano e utilização em 

sistemas agrícolas (CIRILO; MONTENEGRO; CAMPOS, 2010). Assim, necessita ser 

dessalinizada, resultando em altos custos operacionais com a implantação e manutenção das 

plantas dessalinizadoras (JONES et al., 2019). O processo de dessalinização separa a água de 

entrada em dois fluxos diferentes - um fluxo de água doce (água dessalinizada) e outro fluxo 

de resíduo salino (concentrado salino) (WENTEN et al., 2017). Um grande desafio desse 

processo é a geração de elevado volume de concentrado salino, que quando descartado 

inadequadamente, ocasiona impactos ambientais (JONES et al., 2019). 

No Brasil, a região Nordeste, principalmente o semiárido (SA), conhecido como 

polígono da seca, é o local mais afetado com a crise da escassez água. Essa região apresenta 

condições climáticas (secas recorrentes) e geográficas (domínio hidrogeodinâmico cristalino e 

meio aquífero fissural) favoráveis ao depósito subterrâneo de água salobra (MCMAHON et 

al., 2015). Nesta região há instalações de sistemas de dessalinização (aproximadamente 1500) 

em operação, devido ao programa governamental lançado em 2004, denominado “Água 

Doce”.  

A água subterrânea salobra apresenta minerais inorgânicos (Cl−, Na+ e Ca2+), 

outros nutrientes como nitrogênio, fósforo, e elementos traços (Si, K+, Mg+2, Fe+3) que podem 

ser metabolizados por microalgas e contribuir para seu processo de dessalinização (MATOS; 

MOECKE; SANT’ANNA, 2017). A partir disso, Duarte et al. (2020) cultivaram Spirulina sp. 

LEB 18 em AS com adição de 25, 50, 75 e 100% de todos os nutrientes do meio de cultivo 

Zarrouk. Os pesquisadores demonstraram que a AS suplementada com 25% dos nutrientes 
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resultou em biomassa com concentração de carboidratos 4 vezes superior ao cultivo em meio 

padrão. Entretanto, há poucos estudos que reportem o cultivo do gênero Spirulina nesta água, 

bem como não há relatos de sua utilização em culturas de clorófitas como Chlorella.  

Os trabalhos nesta temática têm explorado cultivos de microalgas utilizando água 

salobra artificial ou oriundas da diluição de águas salinas/hipersalinas em água doce, bem 

como sob uso do concentrado de dessalinização (CD), originado do processo de 

dessalinização de AS (MATA et al., 2020; MATOS et al., 2015; MATOS et al., 2015b). A 

partir disso, resultados de acúmulo de lipídios e carboidratos na biomassa foram evidenciados 

em resposta ao estresse salino em cepas de Dunaliella, Nannochloropsis (MATOS et al., 

2015), Spirulina (MATA et al., 2020; VOLKMANN et al., 2008) e Chlorella (MATOS et al., 

2014; MATOS et al., 2015b).  

Mata et al. (2020) demostraram que Spirulina sp. LEB 18 cultivada em CD de AS 

com adição de 25% de todos os nutrientes do meio Zarrouk foi capaz de incrementar 

carboidratos (52,29%) e lipídios (12,79%) em sua biomassa, em comparação com o ensaio 

controle (47,91 e 7,59, respectivamente). Os pesquisadores atribuíram essa alteração da 

composição química na biomassa algal ao meio de cultivo salobro (salinidade total: 10,53 g L-

1) rico em SO42- (452 mg L-1). Similarmente, Toyoshima et al. (2014) observam aumento no 

teor de carboidratos em até 52% na biomassa de Spirulina platensis quando cultivada em água 

salobra resultante da diluição de água do mar em água doce (salinidade de 7,9%), em 

comparação ao controle elaborado em água doce. Os autores justificaram que o incremento 

desta macromolécula pode estar associado a salinidade do meio que altera o equilíbrio 

osmótico na célula algal, induzindo a produção de osmorreguladores de baixo peso molecular 

como carboidratos, alteração metabólica está também descrita por Pancha et al. (2015) e 

Leema et al. (2010). Isso reforça analisar a AS como uso estratégico na produção de biomassa 

interessante a ser explorada na indústria de biocombustíveis. Sob perspectiva geral, sistemas 

inovadores de cultura de microalgas que exploram a AM e AS como alternativas hídricas 

podem ser implementados para obter produtos de alto valor comercial, com vantagem 

adicional de poupar água doce e reduzir a demanda de nutrientes (Figura 2). 

 

3.4 POTENCIAL DE BIORREMEDIAÇÃO DE NUTRIENTES POR MICROALGAS 

 

A capacidade de biorremediação de nutrientes por microalgas vem reforçando seu 

potencial para o tratamento de águas no processo de dessalinização (BOROWITZKA; 



38 

Figura 2- Emprego de água subterrânea salobra e água do mar como alternativas hídricas e nutricionais no cultivo de microalgas 
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MOHEIMANI, 2013; MATOS et al., 2017; SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 

2019; TAWALBEH et al., 2020). O conceito de biodessalinização é novo, as pesquisas são 

mais evidentes em plantas aquáticas/macroalgas (PATEL et al., 2021). Segundo Patel et al. 

(2021), dessalinização por algas ocorre principalmente por meio de biossorção e ou 

bioacumulação, dependente de fatores bióticos e abióticos, por exemplo, temperatura, pH, luz 

e disponibilidade de nutrientes. Explorar esse potencial biológico tem sido foco recente de 

pesquisas, uma vez que evidencia características ambientalmente amigáveis que podem 

substituir parcial ou totalmente os processos físico-químicos de dessalinização tradicionais 

(PATEL et al., 2021; SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 2019). 

Microalgas como Spirulina e Chlorella têm sido muito exploradas no tratamento 

de águas residuais na remoção de nutrientes orgânicos e inorgânicos (COSTA e al., 2019; 

MARYJOSEPH; KETHEESAN 2020; PERALTA; JEREZ; FIGUEROA, 2019). Além disso, 

podem ser promissoras na biorremediação de sais presentes na água do mar ou subterrânea 

salobra, por apresentam tolerância à elevada concentração e utilizam estes para o seu 

crescimento (DUARTE et al., 2020; LEEMA et al., 2010). No entanto, são limitados os 

estudos sobre a aplicação destes micro-organismos no processo de dessalinização. As 

pesquisas, em sua maioria, analisam a capacidade de remoção da salinidade total (%) do meio, 

ou se limitam em verificar apenas a remoção das concentrações de NaCl (DUARTE et al., 

2020; EL-SAYED et al., 2010; GAN et al., 2016; MATA et al., 2020; SAHLE-DEMESSIE; 

HASSAN; BADAWY, 2019). Isso seria interessante analisar, ao passo que o sistema de 

cultivo microalgal poderia ser utilizado como alternativa às tecnologias convencionais de 

dessalinização, com vantagem adicional de permitir a produção de biomassa de alto valor 

agregado e não geração de efluentes nocivos à saúde humana/animal e meio ambiente 

(SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 2019; SÁNCHEZ; NOGUEIRA; KALID et 

al., 2015). 

Sahle-Demessie; Hassan; Badawy (2019) examinaram o potencial de 

biodessalinização de espécies de Scenedesmus sp. e Chlorella vulgaris cultivadas em água do 

mar e salobra sintéticas (variação da salinidade 2 g L-1 a 20 g L-1 de NaCl). Durante a fase de 

crescimento das microalgas, o tempo de duplicação variou entre 0,63 e 1,81 dias para 

Scenedesmus sp. e 3,1 a 5,9 dias para C. vulgaris. Os autores reportam que a absorção inicial 

de sal seguiu a cinética de pseudo-primeira ordem (constante de taxa variou entre −3,58 e 

−7,68 d-1), atingindo até 30% de remoção de NaCl em um único ciclo. No estudo de El-Sayed 

et al. (2010) foi possível observar a capacidade de Scenedesmus sp. na remoção de até 25% da 

salinidade total do meio (35 g L-1). Resultado promissor foi observado por Gan et al. (2016) 
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quando cultivaram Scenedesmus obliquus em meio BG-11 sob diferentes concentrações de 

NaCl (1,2, 2,8, 4,8, 6,8 e 8,8 g L-1). Os autores observaram que o aumento da salinidade 

aumentou a taxa de dessalinização e a remoção de NaCl em até 30%.  

De acordo com Mata et al. (2020), Spirulina sp. LEB 18 apresenta alta eficiência 

na remoção de NO3- (96,99%), PO43- (83,11%) e Zn (96,43%) em CD de água subterrânea 

salobra com adição de 25% de todos os nutrientes do meio Zarrouk. Os autores justificaram a 

elevada eficiência de remoção de NO3- e PO43- a ação das enzimas nitrato e nitrito redutase, 

responsáveis pelo crescimento celular da microalga. No estudo de Luangpipat e Chisti (2017) 

a microalga Chlorella vulgaris cultivada em meio com base em água do mar apresentou taxa 

de consumo específica de PO4 (0,107 mg g-1 d-1) ~20% menor e rendimento de 

biomassa/fosfato (0,292 g mg-1) ~27% maior do que os obtidos no meio com base em água 

doce (6,83 mg g-1 d-1 e 0,229 g mg-1). Segundo os autores, isso poderia indicar que a 

utilização de água do mar no cultivo de Chlorella vulgaris pode reduzir a demanda de fosfato 

na produção de biomassa e bioprodutos como lipídios. Assim, fica evidente a influência da 

biorremediação de nutrientes e simultânea alteração da atividade metabólica e composição 

bioquímica da biomassa de microalgas. 

 

3.4.1 Processos de biorregulação osmótica em microalgas e alteração bioquímica da 

biomassa 

 

Um desafio da utilização da AM e AS no cultivo de microalgas está na elevada 

concentração de NaCl, uma vez que, que este pode contribuir para diminuição da taxa de 

crescimento celular e comprometimento do conteúdo de macromoléculas como proteínas 

(CHOKSHI et al., 2017; PANCHA et al., 2015). A salinidade é representada pela quantidade 

total de sais dissolvidos em uma amostra de água (BROWN et al., 1995). A alta salinidade, 

representada principalmente pela concentração de NaCl (>1g L-1), pode causar três tipos de 

estresse nas células das microalgas (iônico, osmótico e oxidativo) (CHOKSHI et al., 2017; 

CHURCH et al., 2017).  

O estresse osmótico limita a captação de água e desencadeia reações moduladas 

por hormônios, que dificultam a abertura estomática e assimilação fotossintética do CO2. À 

medida que os íons Na+ se acumulam no citosol é desencadeado o estresse iônico 

(desequilíbrio do balanço K+/Na+ no citosol), sendo a capacidade de adaptação associada ao 

equilíbrio destes íons no citosol (AFFENZELLER et al., 2009). A concentração de Na+, 

geralmente mais alta, pode afetar o seu crescimento e metabolismo, assim, para preservar 
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atividade metabólica, as microalgas facilitam processos de saída de Na+, sob uso intensivo de 

energia (CHEN; JIANG, 2009). Durante o processo preliminar de adaptação, o sistema K+ 

citosólico/ Na+ geralmente se torna polar, o que resulta no rápido influxo de K+ e efluxo de 

Na+ ativando a bomba de K+ (PATEL et al., 2021; CHEN et al., 2019) (Figura 3a).  

Durante o processo de dessalinização por microalgas, o efluxo dos íons Na+ é 

pausado através do declínio de produção de ATP. No entanto, a energia gerada é utilizada por 

proteínas osmorreguladoras (halorrodopsina) para influxo íons cloreto. Posteriormente, o 

potencial negativo de membrana é gerado, facilitando o influxo de Na+ intramembrana, via 

proteínas permeáveis (LIM et al., 2021) (Figura 3b). O processo de biorremediação de sais 

por microalgas parece estar mais voltado para manter o equilíbrio osmótico da célula do que 

promover dessalinização do meio. Por isso, estudos sugerem que para aumentar a eficiência 

de dessalinização por microalgas, estratégias de cultivo devem inicialmente promover alta 

densidade celular antes de utilizar a energia armazenada para o influxo de Na+ (AMEZAGA 

et al., 2014; LIM et al., 2021). 

A partir desse processo de adaptação, as células microalgais produzem sustâncias 

osmorreguladoras como lipídios e carboidratos de baixo peso molecular (SENKIV et al., 

2020) (Figura 3a). A produção destes osmorreguladores depende de características 

fisiológicas das células microalgais. Micro-organismos procarióticos como Spirulina não 

acumulam triacilgliceróis como sustância osmorreguladora, pois não possuem esteróis na 

membrana celular e nem cloroplastos, organela sítio da síntese deste metabólito. Esta 

microalga tende a acumular carboidratos como estratégia de poupar energia metabólica e 

manter o equilíbrio osmótico. Por outro lado, células eucarióticas como gêneros de Chlorella 

possuem cloroplastos, os quais viabilizam a síntese de glicerol intracelular, além de 

triacilgliceróis (esteroides) intramembrana que facilita o acúmulo deste osmorregulador 

(SENKIV et al., 2020). 

O estresse salino induz a produção de espécies reativas de oxigênio (EROS) 

levando ao estresse oxidativo (AFFENZELLER et al., 2009; CHOKSHI et al., 2017) (Figura 

3a). Esses EROS podem atuar juntamente com íons de Ca2+ presentes na célula, ativando os 

principais genes responsáveis pelo processo de adaptação celular (MAHAJAN; TUTEJA, 

2005). As microalgas desenvolvem estratégias adaptativas em resposta a esta condição de 

estresse oxidativo com a produção de moléculas sinalizadoras como aminoácidos (prolina, 

betaína e glicina), enzimas (superóxido dismutase (SOD), catalase (CAT) e ascorbato 

peroxidase (APx)) e antioxidantes (ascorbato, glutationa e polifenóis) atuantes no equilíbrio 

osmótico (CHOKSHI et al., 2017). Essas condições adaptativas promovem mudanças no 
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padrão morfológico, fisiológico e bioquímico das células microalgais, capazes de estimular 

importantes constituintes da membrana celular como lipídios, proteínas, carboidratos, 

pigmentos fotossintéticos (CHOKSHI et al., 2017; ISHIKA; MOHEIMANI; BAHRI, 2017) e 

ácidos graxos essenciais (CHURCH et al., 2017) (Figura 3a).  

Pesquisas anteriores reportaram que cultivos de microalgas em ambiente de 

elevada salinidade (>20 g L-1) podem redirecionar a energia utilizada para a síntese proteica 

para a produção e acúmulo de osmorreguladores intracelulares como lipídios e carboidratos 

de baixo peso molecular (sacarose e trealose) (LAWTON et al., 2015; LEEMA et al., 2010; 

MARKOU; ANGELIDAKI; GEORGAKAKIS, 2012). Normalmente, em condições ideais de 

crescimento, microalgas como Spirulina e Chlorella apresentam maior rendimento de 

biomassa e menores teores de lipídios (12–15%) (LIU; HU, 2013) e carboidratos (~15%) 

(DUARTE et al., 2020) quando comparado a cultivos expostos a condições de estresse salino. 

Quando cultivadas em condições de estresse salino, a biomassa pode apresentar concentrações 

de lipídios em até ~40% (m m-1) em espécies de Chlorella (SRIVASTAVA et al., 2017) e em 

até ~60% (m m-1) de carboidratos para Spirulina (DUARTE et al., 2020).  

Segundo Church et al. (2017) e Matos et al. (2015), o mecanismo 

osmorregulatório adaptativo frente a mudanças rápidas ou graduais de salinidade (0,03-0,01 

%), principalmente sob elevadas concentrações de NaCl (45 g L-1), podem modificar a 

permeabilidade da membrana celular das microalgas e contribuir para o acúmulo de lipídios e 

mudanças no perfil de ácidos graxos na biomassa. Segundo Matos et al. (2015), o cultivo de 

Chlorella vulgaris em concentrado salino resultou em biomassa com elevada concentração de 

ácidos graxos poli-insaturados, como linoleico e linolênico. No estudo de Duarte et al. (2020), 

Spirulina sp. LEB 18 cultivada em água subterrânea salobra e adição de 75% de todos os 

nutrientes do meio Zarrouk alterou o perfil lipídico na biomassa na produção de ácidos graxos 

poli-insaturados, 3,3 vezes maior que o cultivo controle realizado em água doce. De acordo 

com Kim et al. (2016), a alteração no perfil de ácidos graxos pode estar relacionada à elevada 

salinidade do meio no cultivo de Chlorella sorokiniana HS1, que em resposta a essa condição 

de estresse, as células podem estimular a síntese ou degradação de ésteres de ácidos graxos 

saturados e/ou insaturados para manter adequada permeabilidade e integridade da membrana. 

Cabe destacar que, a limitação ou redução das fontes de N, P, Mg, Ca, combinado 

ao estresse salino vem sendo ressaltada por pesquisadores como efeito sinérgico indutor de 

osmorreguladores como carboidratos e lipídios (GUCCIONE et al., 2014; MARKOU et al. 

2012; OTAKI et al., 2019). Porém, são poucos os estudos que analisam esse efeito combinado 

nas células de microalgas. No trabalho de Guccione et al. (2014), 4 cepas de Chlorella foram 
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selecionadas para cultivos outdoor em água do mar com e sem adição da fonte de nitrogênio. 

Em duas das cepas avaliadas de Chlorella foi observado aumento no teor de carboidratos 

(~50%), enquanto nas outras duas, aumento no teor de lipídios (40-45%). Isso indica a 

possibilidade de aumentar o teor de lipídios ou carboidratos nos cultivos em água do mar 

aplicando limitação de nutrientes durante o cultivo ou apenas na fase estacionária como 

realizado nos trabalhos de Lim et al. (2012) e Schwenk et al. (2013). 

Margarites et al. (2017) observaram efeito positivo de interação entre o aumento 

da concentração de NaCl (0,55 g L-1) e redução de NaNO3 (0,62 g L-1) em cultivos de 

Spirulina sp. LEB 52, comparado a condição controle. Os autores observaram acúmulo de 

carboidratos em até 60,3% (m m-1) na biomassa da microalga. Markou et al. (2012b) 

observaram incremento de carboidratos (159%) em Spirulina platensis cultivada em meio 

Zarrouk modificado com redução da fonte de fósforo (0,01 g L-1 de K2HPO4), quando 

comparado ao ensaio controle. O efeito sinérgico também foi observado por Kim et al. (2016) 

e Costa et al. (2018) ao verificaram que a alteração do perfil de ácidos graxos pode estar 

relacionada a elevada de salinidade do meio e ou a limitação de nitrogênio no cultivo de 

Chlorella sorokiniana HS1 e Spirulina sp. LEB 18, respectivamente.  

Diante destas abordagens, utilizar AM e AS no cultivo de microalgas pode 

contribuir para a preservação de água doce, até então majoritariamente empregada na cultura 

de microalgas. Somado a isso, biomassa pode ser produzida e utilizada como matriz 

energética na produção de biocombustíveis. Entretanto, essas estratégias requerem avanços 

significativos na pesquisa quanto ao uso dessas águas como substrato único e ou sob reduzida 

suplementação nutricional. 

 

3.5 HISTÓRICO DA LINHA DE PESQUISA 

 

O Laboratório de Engenharia Bioquímica (LEB), alocado na Escola de Química e 

Alimentos da Universidade Federal do Rio Grande (FURG), vem desenvolvendo pesquisas 

direcionadas a biotecnologia de microalgas desde 1996. Entre os aspectos investigados pelo 

grupo de pesquisa estão o desenvolvimento de novas estratégias de cultivo de microalgas que 

estimulem a obtenção de biomassa e biomoléculas para produção de alimentos, 

biocombustíveis e biocompostos de alto valor agregado. 

Associado a isso, estratégias de cultivo de microalgas com caráter econômico e 

sustentável também têm sido desenvolvidas e englobam desde a utilização de fontes
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Figura 3- Biorregulação (a) e biodessalinização (b) em células microalgais 

(a)                                                                                                (b) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Fonte: Adaptado de PATEL et al. (2021); PANCHA et al. (2015) 
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alternativas de nutrientes capazes de minimizar os impactos ambientais (MORAES et al., 

2019; ROSA; MORAIS; COSTA, 2018) ao uso de águas residuais como fonte de água e 

nutrientes (SALLA et al., 2016; DUARTE et al., 2020). O emprego de água subterrânea 

salobra no cultivo de microalgas faz parte de uma parceria entre a FURG e Universidade 

Federal da Bahia (UFBA) e demonstrou que sob suplementação nutricional pode promover 

incremento de carboidratos na biomassa de Spirulina sp. LEB 18, com potencial na produção 

de etanol (DUARTE et al., 2020). Nesse seguimento, torna-se interessante a realização de 

cultivos de microalgas em água do mar e subterrânea salobra sob menor demanda nutricional 

como alternativa aos cultivos convencionais a fim de contribuir para melhor gerenciamento 

dessas alternativas hídricas, até então pouco exploradas em sistemas de cultivo microalgais. 
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                                                             CAPÍTULO III 

Desenvolvimento do trabalho 
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4 DESENVOLVIMENTO DO TRABALHO 

 

Esta tese de doutorado foi dividida em três artigos, correspondentes a cada etapa 

do trabalho e destinados a responder ao objetivo geral proposto. Os dois primeiros artigos 

avaliam o emprego de água do mar (AM), com e sem suplementação de nutrientes para a 

produção de biomassa e biomoléculas de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111. O 

terceiro artigo avalia o emprego da água subterrânea salobra nos cultivos de Spirulina sp. 

LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 e seu efeito na composição da biomassa de ambas 

microalgas. A água salobra utilizada nesta etapa foi coletada durante o período de mobilidade 

acadêmica da discente junto a Universidade Federal da Bahia (UFBA). Ademais, todas as 

atividades do trabalho foram desenvolvidas no Laboratório de Engenharia Bioquímica, na 

Universidade Federal do Rio Grande (FURG).  

Artigos desenvolvidos: 

1. Cultivo de Spirulina sp. LEB 18 em água do mar e redução de nutrientes: 

estratégia de bioprocesso para aumentar carboidratos na biomassa 

Artigo publicado: BEZERRA, P. Q. M.; MORAES, L.; CARDOSO, L. G.; 

DRUZIAN, J. I.; MORAIS, M. G.; NUNES, I. L.; COSTA, J. A. V. Spirulina sp. LEB 18 

cultivation in seawater and reduced nutrients: Bioprocess strategy for increasing 

carbohydrates in biomass. Bioresource Technology, v. 316, n. 123883, 2020. 

2. Água do mar como alternativa inovadora e sustentável para o cultivo de 

Chlorella fusca. 

3. Aplicação inovadora de água subterrânea salobra em culturas de Spirulina e 

Chlorella: alternativa de bioeconomia para produção de carboidratos e lipídios. 
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                                                         ARTIGO I 

CULTIVO DE Spirulina sp. LEB 18 EM ÁGUA DO MAR E REDUÇÃO DE 

NUTRIENTES: ESTRATÉGIA DE BIOPROCESSO PARA AUMENTAR 

CARBOIDRATOS NA BIOMASSA 

 

Artigo publicado: BEZERRA, P. Q. M.; MORAES, L.; CARDOSO, L. G.; DRUZIAN, J. I.; 

MORAIS, M. G.; NUNES, I. L.; COSTA, J. A. V. Spirulina sp. LEB 18 cultivation in 

seawater and reduced nutrients: Bioprocess strategy for increasing carbohydrates in biomass. 

Bioresource Technology, v. 316, n. 123883, 2020. 

https://doi.org/10.1016/j.biortech.2020.123883 

 

Graphical abstract publicado 
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                                                                  RESUMO 

 
Este estudo teve como objetivo avaliar o crescimento e a produção de biomoléculas por 
Spirulina sp. LEB 18 cultivado em água do mar. A água do mar foi utilizada sem adição de 
nutrientes (AM0) e também suplementada com 100% (AM100), 50% (AM50) e 25% (AM25) 
das concentrações de nitrogênio, fósforo, ferro e EDTA dissódico que compõem o meio de 
cultivo Zarrouk. Quando cultivada em AM0, Spirulina sp. LEB 18 apresentou concentração 
máxima de biomassa (2,17 g L-1) no 11º dia de cultivo e incremento na concentração e na 
produtividade de carboidratos em 203% e 52%, respectivamente, quando comparado ao 
cultivo controle. Essa estratégia de cultivo demonstrou a viabilidade de utilizar a água do mar 
como alternativa à água doce nos cultivos bem como reduzir as necessidades nutricionais para 
a produção de biomassa e carboidratos. 
 
 
Palavras-chave: Biomoléculas. Água marinha. Microalgas. Nutrientes. Salinidade. 
 

1 INTRODUÇÃO 

 

A escassez de água doce é uma situação cada vez mais alarmante em todo o 

mundo (WWAP, 2019). A redução deste recurso hídrico é um fator importante quando se 

considera o cultivo de microalgas, uma vez que um alto volume de água doce é necessário 

para esse processo (MAEDA et al., 2018). Outra consideração importante é a demanda 

nutricional necessária para o cultivo de microalgas, pois representa aproximadamente 10-15% 

do custo total de produção de biomassa (HOFFMAN et al., 2017). 

A água do mar representa 97,5% de todos os recursos hídricos do planeta 

(SHANNON et al., 2008). Esta alternativa hídrica, quando comparado com a água doce, 

apresenta elevada salinidade (35 g kg-1 de sais dissolvidos) e concentração de cloreto de sódio 

(NaCl), além de traços de carbono, lítio, bário, manganês, ferro, zinco, alumínio, cobre, 

selênio, entre outros. Os gases nitrogênio (N2), oxigênio (O2) e dióxido de carbono (CO2) 

também podem estar dissolvidos (LÉCUYER, 2016). A elevada salinidade da água do mar 

limita seu uso em sistemas agrícolas, no entanto, essa mesma propriedade reforça seu uso para 

o cultivo de microalgas. 

Spirulina tem sido foco de estudos devido à resistência desta cianobactéria a 

ambientes de altas temperaturas (JESUS et al., 2018), elevada salinidade (34 g L-1) e 

alcalinidade (LEEMA et al., 2010), e por apresentar elevada produtividade de biomassa de 

importante qualidade nutricional. A biomassa de Spirulina possui quantidades consideráveis 

de proteínas (65-70% m m-1), carboidratos, ácidos graxos essenciais e pigmentos. Assim, tem 
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potencial para ser utilizada em diversas aplicações nos diferentes setores, como nutracêuticos, 

alimentício, cosmético e farmacêutico (SONI et al., 2017). 

Até o momento, poucos estudos investigaram o cultivo do gênero Spirulina em 

água do mar. Pesquisas com esse micro-organismo em água marinha vêm sendo 

desenvolvidas sob práticas de diluição de água do mar com água doce (AFFAN et al., 2015). 

Portanto, uma análise global do uso da água do mar como única fonte nutricional, bem como 

com a suplementação parcial de nutrientes para microalgas ainda é necessária. Tal análise 

poderia determinar a demanda nutricional ideal para o metabolismo de Spirulina e reforçar a 

água do mar como fonte alternativa de água para o cultivo de microalgas. 

Os limitados estudos conduzidos com água do mar no cultivo de Spirulina 

platensis demonstraram seu potencial para a produção de carboidratos (LEEMA et al., 2010). 

O incremento de carboidratos por Spirulina reforçam sua viabilidade como substrato 

alternativo para a obtenção de biocombustíveis, como o bioetanol (MARKOU; NERANTZIS, 

2013; SALLA et al., 2016). O acúmulo dessa macromolécula na biomassa foi observado em 

sistemas de cultivo com redução ou privação das fontes de nitrogênio (BRAGA et al., 2019) 

ou de fontes de fósforo (MARKOU et al., 2012b), bem como em meio de alta salinidade 

(AFFAN et al., 2015; LEEMA et al., 2010). 

Este estudo teve como objetivo avaliar o crescimento de Spirulina sp. LEB 18 em 

água do mar, com e sem suplementação de nutrientes, na perspectiva de utilizar esta água 

como fonte nutricional e alternativa aos cultivos que demandam água doce. Além disso, o 

acúmulo de biomoléculas na biomassa também foi avaliado, com foco principal no aumento 

de carboidratos. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MICRO-ORGANISMO, COLETA E PRÉ-TRATAMENTO DA ÁGUA DO MAR 

 

A microalga utilizada neste estudo foi Spirulina sp. LEB 18 (MORAIS et al., 

2008), pertencente a Coleção de Culturas do Laboratório de Engenharia Bioquímica (LEB) da 

Universidade Federal do Rio Grande (FURG). O inóculo foi mantido em meio de cultivo 

Zarrouk (ZARROUK, 1966). A água do mar (AM) (pH 8,64) foi coletada na praia do Cassino 

(32°12′23″ S − 52°10′30″ W) no Rio Grande-RS, Brasil. Após a coleta, a água do mar foi 

filtrada em membrana de acetato de celulose (0,45 µm), esterilizada (121 °C/ 1,1 atm, 30 min) 

e armazenada a -20 ºC até sua caracterização e utilização nos ensaios. Para ser utilizada no 

preparo de meios de cultivo, a AM foi pré-tratada para precipitar o excesso de cálcio (Ca2+) e 
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magnésio (Mg2+) de acordo com o método proposto por Faucher, Coupal, Leduy (1979). O 

pré-tratamento consistiu na adição de 19,2 g L-1 de bicarbonato de sódio (NaHCO3) à água do 

mar e posterior ajuste do pH para 8,6. 

 

2.2 PREPARO DOS MEIOS DE CULTIVO E CONDIÇÕES EXPERIMENTAIS 

 

Neste estudo, a água do mar pré-tratada foi suplementada com 100% (AM100), 

50% (AM50) e 25% (AM25) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo 

(K2HPO4), ferro (FeCl3.6H2O) e EDTA dissódico que constituem o meio de cultivo Zarrouk. 

Após a suplementação com nutrientes, para utilização nos ensaios, o meio de cultivo foi 

esterilizado por filtração em membrana de acetato (0,22 µm) e o pH ajustado para 8,6. Além 

disso, foram realizados ensaios com água do mar sem pré-tratamento e sem adição de 

nutrientes (AM0) e ensaio controle, realizado em meio de cultivo padrão Zarrouk. Os ensaios 

foram realizados em duplicata, em modo descontínuo, em fotobiorreatores tubulares verticais 

de 1,8 L (com volume útil de 1,5 L) e mantidos a 30 ºC, fotoperíodo de 12 h claro e 12 h de 

escuro com intensidade luminosidade de 44,8 μmol m-2 s-1, utilizando lâmpadas fluorescentes 

por 15 d. A concentração inicial de biomassa utilizada foi de 0,2 g L-1 e a agitação dos 

cultivos foi realizada por borbulhamento de ar comprimido estéril a uma vazão de 450 mLar 

min-1 (ROSA et al., 2016). 

 

2.3 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.3.1 Caracterização da água do mar  

 

A água do mar com (AM) foi avaliada de acordo com os Métodos Padrão (MP) 

para o exame de água e efluentes (APHA, 2005) quanto a concentração (mg L-1) de sódio (Na; 

SM 3120B), potássio (K; SM 3120B), cálcio (Ca; SM 3120B), magnésio (Mg; SM 3120B), 

ferro (Fe; SM 3120B) e fósforo (P; SM 4500 P). Além disso, também foram avaliadas a 

salinidade total (g L-1; SM 2520C), condutividade (mS cm-1; SM 2510A/B), alcalinidade total 

(mgCaCO3 L-1; SM 2320A/B), alcalinidade de carbonatos (mgCaCO3 L-1; SM 2320A/B), 

alcalinidade de bicarbonatos (mgCaCO3 L-1; SM 2320A/B), dureza total (mgCaCO3 L-1; SM 

2340A/B/C) e sólidos totais dissolvidos (g L-1; SM 2540C). Nitratos (NO3-) foram 

determinados por cromatografia de troca iônica e cloretos (Cl-) pelo método de Mohr (APHA, 

2005).  
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2.3.2 Concentração de biomassa, pH e características morfológicas 

 

A concentração de biomassa (Xb) foi determinada a cada 24 h mediante medida de 

densidade óptica a 670 nm em espectrofotômetro digital (Shimadzu UV/VIS UVMini-1240, 

Japão) (ROSA et al., 2016), utilizando curva padrão de Spirulina sp. LEB 18 (Xb = 0,6207 

abs - 0,0198, R2 = 0,9938). O pH dos cultivos foi determinado a cada 24 h por meio de 

medida em pH digital (Metter Toledo FiveGoTM, Suíça).  

As características morfológicas das células de Spirulina sp. LEB 18 foram 

avaliadas em 0, 6 e 15 d, para cada ensaio, em microscópio óptico (Optika B-500ABS, 

Alemanha), equipado com câmera digital (ZEISS Axiocam ERc 5s, Alemanha) e software 

ZEN 2 (Resultado apresentado como apêndice do trabalho). 

 

2.5 RESPOSTAS DO CULTIVO AVALIADAS  

 

A partir dos valores de concentração de biomassa foram obtidas a concentração 

máxima de biomassa (Xmáx, g L-1), produtividade volumétrica de biomassa (Px, g L-1 d-1), 

velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, d-1) e tempo de geração (tg, d). A 

produtividade volumétrica de biomassa foi determinada de acordo com a Equação Px = (Xt - 

X0)/ (t - t0), onde Xt é a concentração de biomassa (g L-1) no tempo t (d) e X0 é a concentração 

de biomassa (g L-1) no tempo t0 (d). A velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, d-

1) foi determinada por regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento em um 

perfil (lnX vs t), onde a inclinação da reta foi considerada o valor de μmáx. O tempo de geração 

(tg) dos cultivos foi calculado de acordo com Equação tg = ln (2)/ μmáx. 

 

2.5 RECUPERAÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA 

 

A biomassa produzida no final dos ensaios foi recuperada por centrifugação 

(Hitachi Himac CR-GIII, Tóquio, Japão) a 15200 x g, 20°C por 10 min, ressuspendida em 

água destilada e novamente centrifugada sob as mesmas condições. Esta etapa foi repetida 

duas vezes para a remoção dos sais do meio de cultivo aderidos as células. A biomassa 

microalgal concentrada foi congelada (-80 °C), liofilizada (48 h) e armazenada (-20 °C) para 

posterior caracterização (ROSA et al., 2015). 
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A concentração de proteínas total foi determinada por método descrito por Lowry 

et al. (1951), com prévia hidrólise térmica e alcalina. O teor de carboidratos foi determinado 

mediante método proposto por Dubois et al. (1956). A quantificação dos lipídios foi realizada 

de acordo com o método gravimétrico proposto por Folch, Lees e Stanley (1957). O teor de 

umidade na biomassa foi determinada de acordo com a AOAC (2000).  

A produtividade de carboidratos (Pcarboidratos, mg L-1 d-1) foi calculada de acordo 

com a Equação Pcarboidratos = Pfinal * fcarboidratos, onde, Pfinal (mg L-1 d-1) é a produtividade final de 

biomassa e fcarboidratos (mgcarboidratos mgbiomassa-1) é a concentração de carboidratos na biomassa 

final. 

 

2.6 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 

As respostas foram avaliadas por análise de variância (ANOVA), seguida por 

teste de Tukey, com nível de confiança de 95%. 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 PERFIS DE CRESCIMENTO, PARAMETROS CINÉTICOS E pH 

 

A água do mar apresentou maiores concentrações de sódio, cloretos, potássio, 

magnésio e cálcio. Além disso, outros elementos importantes para o metabolismo das 

microalgas foram detectados, como nitrato, ferro e fósforo (Figura 1). O crescimento de 

Spirulina sp. LEB 18 com os nutrientes presentes apenas na água do mar (AM0) foi possível 

até o 11º d. A partir do 11º d, o crescimento da cepa diminuiu até o fim do ensaio (Figura 2a). 

A redução do crescimento neste ensaio não pode ser atribuída apenas à limitação de nutrientes 

essenciais para o metabolismo das microalgas (nitrogênio e fósforo), mas também à alta 

salinidade do meio. Os demais ensaios apresentaram crescimento exponencial em média de 5 

dias (Tabela 1) e crescimento linear até o 15º dia de cultivo (Figura 2a).  

 

Figura 1- Composição e características físico-químicas da água do mar (AM0) 
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Figura 2- Perfil de concentração de biomassa (a) e pH (b) de Spirulina sp. LEB 18 nos 
ensaios controle, AM100, AM50, AM25 e AM0 

 

(a)                                                            (b) 

      
 

As máximas concentrações de biomassa (Xmáx) foram verificadas nos ensaios 

controle e AM100, apresentando diferença significativa dos demais tratamentos (p < 0,05). 

No ensaio AM0, o Xmáx foi semelhante a concentração de biomassa no 11º d, enquanto no 

ensaio AM100, AM50, AM25 e controle, o Xfinal = Xmáx (Figura 2a; Tabela 1). O ensaio AM0 

apresentou valores mais baixos de Xmáx (7,26%) e Pfinal (50%) em comparação com o ensaio 

de controle. No entanto, o ensaio AM0 apresentou valor Pmáx (0,18 g L-1 d-1) igual (p > 0,05) 

ao ensaio controle (Tabela 1). Os resultados da Pmáx em todas as condições avaliadas foram 
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superiores aos obtidos por Moraes et al. (2018) (Pmáx 0,097 g L-1 d-1) em cultivo de Spirulina 

sp. LEB 18 sob estresse salino (30,0 g L-1 de NaCl), redução da fonte de nitrogênio (1,25 g L-1 

de NaNO3), injeção de CO2 (12,0% v v-1, vazão 0,3 vvm) e utilizando a mesma configuração 

de fotobiorreator e condições temperatura e intensidade luminosa. 

No presente estudo, verificou-se que os ensaios com menores concentrações de 

nutrientes (AM0 e AM25) apresentaram valores de Pmáx e Pfinal superiores e semelhantes aos 

observados nos ensaios AM100 e AM50, respectivamente (Tabela 1). Nos ensaios AM100 e 

AM50, uma parte das concentrações de nutrientes pode ter se tornado quimicamente 

indisponível para serem metabolizados por microalgas, resultando na redução da 

produtividade da biomassa. Além disso, de acordo com Chokshi et al. (2017), o aumento da 

salinidade pode causar estresse osmótico e iônico nas microalgas e promover alterações na 

permeabilidade seletiva da membrana. Nesse sentido, Duarte et al. (2020) verificaram 

diminuição contínua na concentração de biomassa, mesmo com aporte elevado de nutrientes 

para Spirulina sp. LEB 18, em cultivo com água subterrânea salobra e 100% dos nutrientes do 

meio Zarrouk. Esses autores concluíram que a água subterrânea salobra e 25% da 

concentração de nutrientes que compõe o meio Zarrouk foi suficiente para aumentar o 

crescimento da microalga. 

O menor tempo de geração (tg) (p < 0,05) foi observado no ensaio de controle. Por 

outro lado, o cultivo de Spirulina sp. LEB 18 no ensaio AM0 aumentou apenas 18% do 

resultado tg, em relação ao ensaio de controle (Tabela 1). Em um estudo de Leema et al. 

(2010) os resultados de tg (3,01 d) de Spirulina platensis cultivada em água do mar pré-

tratada e suplementada com 100% de nitrogênio, fósforo e ferro foram 43,3–69,1% maiores 

do que os resultados obtidos no presente estudo. 

Os valores de pH dos cultivos variaram de 9,0–10,6 (ensaios AM100, AM50 e 

AM25), 9,6–10,5 (ensaio de controle) e 9,6-10,1 (ensaio AM0) (Figura 2b). Segundo 

Vonshak (1997), a microalga Spirulina apresenta crescimento favorável na faixa de pH de 

9,0-10,0. 

 

3.2 COMPOSIÇÃO PROXIMAL DA BIOMASSA 

 

O conteúdo de proteínas em Spirulina sp. LEB 18 foi maior no ensaio de controle 

(p < 0,05). Por outro lado, Spirulina sp. LEB 18 cultivado em água do mar (AM50, AM25 e 

AM0) apresentou aumento no teor de carboidratos na biomassa, sendo o valor máximo
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Tabela 1- Resultados médios da concentração máxima de biomassa (Xmáx), produtividade máxima de biomassa (Pmáx), produtividade final de 
biomassa (Pfinal), velocidade máxima específica de crescimento (μmáx), tempo de geração (tg), concentração de proteínas, carboidratos e lipídios 
(em base seca) e produtividade de carboidratos na biomassa de Spirulina sp. LEB 18 cultivada nos ensaios controle, AM100, AM50, AM25 e 

AM0 

Parâmetros Controle AM1001 AM502 AM253 AM04 

Xmáx (g L-1) 2,34a ± 0,08 2,30a, b ± 0,08 2,17c ± 0,03 2,24b, c ± 0,04 2,17c ± 0,05 

Pmáx (g L-1 d-1) 0,18a ± ˂0,01 0,16b ± 0,01 0,14c ±˂0,01 0,14c ± ˂0,01 0,18a ± ˂0,01 

Pfinal (g L-1 d-1) 0,14a ± 0,01 0,14a ± 0,01 0,13b ± ˂0,01 0,14a ± ˂0,01 0,07c ± ˂0,01 

µmax (d-1) 0,39a ± <0,01 0,36b ± 0,01 0,35b ± 0,01 0,36b ± ˂0,01 0,33c ± 0,01 

R2* 0,991 ± 0,004 0,972 ± 0,009 0,945 ± 0,002 0,993 ± 0,002 0,944 ± 0,003 

∆t (d)** 0-4 0-4 0-5 0-4 0-4 

tg (d) 1,78a ± 0,01 1,90b ± 0,10 1,97b ± 0,03 1,91b ± 0,03 2,10c ± 0,07 

Proteínas (% m m-1) 52,5a ± 3,1 48,4b ± 2,5 29,8c ± 2,2 30,9c ± 0,5 8,0d ± 0,1 

Carboidratos (% m m-1) 22,6c ± 0,6 20,9c ± 1,2 43,1b ± 0,5 42,4b ± 1,0 68,6a ± 2,5 

Lipídios (% m m-1) 12,1a ± 1,1 6,4c ± 0,6 5,0c ± 0,3 10,0b ± 1,0 6,7c ± 1,0 

Pcarboidratos (mg L-1 d-1) 32,5c ± 0,5 28,5d ± 0,5 57,2a ± 1,3 58,8a ± 1,9 49,4b ± 1,9 
Letras minúsculas sobrescritas iguais na mesma linha, para o mesmo parâmetro, indicam que as médias não diferem estatisticamente ao nível de 95% de 

confiança (p > 0,05); *Coeficiente de determinação da regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento no perfil ln X versus t; **Δt: início-fim da fase exponencial 
de crescimento.1-3 Água do mar suplementada com 100% (AM100), 50% (AM50) e 25% (AM25) das concentrações de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro 

(FeCl3.6H2O) e EDTA dissódico que compõem o meio de cultivo Zarrouk; 4- Água do mar sem adição de nutrientes (AM0) 
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 verificado no ensaio AM0 (68,6% m m-1) em relação aos demais tratamentos (Tabela 1). Esse 

resultado foi 203,5% superior quando comparado ao ensaio controle, cultivado com o meio de 

cultivo Zarrouk. 

O aumento da salinidade do meio (LEEMA et al., 2010) e a redução/limitação de 

nitrogênio (BRAGA et al., 2019) e fósforo (MARKOU et al., 2012b) nas culturas foram 

relatados como fatores que promovem aumento no conteúdo de carboidratos e redução nas 

proteínas na biomassa de Spirulina. Pancha et al. (2015) e Leema et al. (2010) descreveram 

que as microalgas, na tentativa de manter o equilíbrio osmótico do meio, direcionam seu 

metabolismo para a produção e acúmulo de carboidratos osmorreguladores de baixo peso 

molecular, como sacarose e trealose. Condições osmorregulatórias semelhantes às do presente 

estudo foram observadas por Leema et al. (2010) quando a Spirulina platensis foi cultivada 

em água do mar pré-tratada e suplementada com 100% de nitrogênio, fósforo e ferro, com 

aumento de 79% no teor de carboidratos da biomassa. Markou et al. (2012b) observaram 

redução de 30% no conteúdo de proteína e aumento de 159% em carboidratos na biomassa de 

Spirulina platensis quando cultivada em meio Zarrouk modificado com fonte de fósforo 

reduzida (0,01 g L-1 de K2HPO4) em oposição à cultura de controle. Braga et al. (2019) 

limitaram a concentração de nitrogênio (0,25 g L-1 de NaNO3) no cultivo de Spirulina sp. 

LEB 18, redirecionando assim o metabolismo das microalgas para aumentar os carboidratos 

(63% m m-1) e diminuir o teor de proteínas em 30%. 

Os maiores valores de produtividade de carboidratos (p < 0,05) foram observados 

nos ensaios AM50 e AM25 (Tabela 1). Por outro lado, o ensaio AM0 apresentou resultado 

promissor de produtividade de carboidratos (49,4 mg L-1 d-1), valor 52% superior ao 

verificado no ensaio controle (Tabela 1). De acordo com Salla et al. (2016), a avaliação da 

produtividade de carboidratos permite a verificação do potencial da aplicação de biomassa 

microalgal como matéria-prima para a produção de bioetanol. 

O maior teor de lipídios (p < 0,05) na biomassa de Spirulina sp. LEB 18 foi 

observada no ensaio de controle (Tabela 1). A redução do teor de lipídios totais nos cultivos 

conduzidos em água do mar, com e sem adição de nutrientes, pode ser atribuída ao desvio da 

energia metabólica em direção à produção de carboidratos para promover o equilíbrio 

osmorregulador, alterado pelas altas concentrações dos íons Na+ e Cl- nos ambientes intra e 

extracelulares. Além disso, Espécies Reativas de Oxigênio (EROS) também são produzidos 

neste ambiente estressante, desencadeando danos celulares e peroxidação lipídica (PANCHA 

et al., 2015). Assim, é possível que, no presente estudo, a alta salinidade e o reduzido aporte 

de nitrogênio e fósforo possam ter agido de forma sinérgica, ocasionando o aumento dos 
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carboidratos e comprometendo o conteúdo proteico e lipídico na biomassa de Spirulina sp. 

LEB 18. 

 

4. CONCLUSÃO 

 

O cultivo de Spirulina sp. LEB 18 em água do mar sem adição de nutrientes 

apresentou crescimento (Xmáx = 2,17 g L-1) e aumento no teor e produtividade de carboidratos 

em 203% e 52%, respectivamente, quando comparado ao cultivo controle. Portanto, o estudo 

apresentou uma estratégia inovadora da água do mar como meio de crescimento para o cultivo 

da Spirulina como alternativa a sistemas que demandam grandes quantidades de água doce e 

nutrientes, com vantagens adicionais para a produção de biomassa e carboidratos. 
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                                                              ARTIGO II 

ÁGUA DO MAR COMO ALTERNATIVA INOVADORA E SUSTENTÁVEL PARA O 

CULTIVO DE Chlorella fusca 

Resumo gráfico 
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                                                                 RESUMO 

 
O objetivo do estudo foi avaliar o emprego de água do mar (AM), com e sem suplementação 
de nutrientes para a produção de biomassa e biomoléculas por Chlorella fusca LEB 111. A 
AM foi utilizada como meio de cultivo (AM0), e suplementada com 50% (AM50P) e 100% 
(AM25P) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro 
(C6H5FeO7.H2O), EDTA dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) do meio de cultivo BG11. Além 
disso, foram elaborados meios de cultivo com AM suplementada com 100 (AM100T) e 50% 
(AM50T) de todos os nutrientes do meio BG11. C. fusca LEB 111 cultivada em AM50T 
apresentou os maiores resultados de concentração máxima de biomassa (1,72 g L-1) e 
produtividade máxima de biomassa (149,4 mg L-1 d-1). Além disso, nesta condição de cultivo 
foram verificados maiores resultados de teor e produtividade de carboidratos, sendo estes 
valores superiores a condição controle em 98,2% e 118,6%, respectivamente. Os principais 
ácidos graxos verificados na biomassa de C. fusca LEB 111 em AM50T foram ácido 
palmítico, ácido esteárico, ácido oleico e ácido linoleico, demonstrando perfil com potencial 
para a produção de biodiesel. Esta condição também foi capaz de remover as concentrações 
das fontes de N, Ca, e P do meio (40-97,3%). A utilização de AM com adição de 50% de 
todos os nutrientes do meio BG11 foi capaz de promover o crescimento de C. fusca LEB 111, 
como também incrementar a concentração e produtividade de carboidratos e lipídios na 
biomassa, com potencial aplicação para produção de biocombustíveis. 

 
 

Palavras-chave: Água marinha. Biocombustível. Lipídios. Produtividade. Remoção de 
nutrientes. 

 

1 INTRODUÇÃO 

 

O cultivo de microalgas pode resultar na produção de biomassa com relevantes 

teores de proteínas, carboidratos, lipídios, ácidos graxos e pigmentos de elevado interesse para 

aplicação comercial. Nessa perspectiva, estudos tem estimulado o cultivo destes micro-

organismos sob utilização de fontes alternativas de água e nutrientes a fim de minimizar a 

problemática da escassez de água doce no mundo, redução de custos com o processo e maior 

aproveitamento da biomassa e dos biocompostos produzidos (DUARTE et al., 2020; OTAKI 

et al., 2019; ZHAI et al., 2020).  

Entre as principais alternativas hídricas favoráveis para o cultivo destes micro-

organismos fotossintéticos, a água do mar vem apresentando destaque por conter em sua 

composição íons dissolvidos como: cloreto, sódio, magnésio, cálcio e sulfato (JUNG et al., 

2015), interessantes para o metabolismo das microalgas (OTAKI et al., 2019; ZHAI et al. 

2020). Entretanto, estudos vem relatando que a elevada concentração de Na+, Cl-, Ca2+ e Mg2+ 

na água do mar promovem precipitação de nutrientes nos meios de cultivo, exigindo assim 
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etapas de pré-tratamento (FAUCHER; COUPAL; LEDUY, 1979; LEEMA et al., 2010), bem 

como podem demandar práticas de diluições com água doce (AFFAN et al., 2015; OTAKI et 

al., 2019). Zhai et al. (2020) demostraram a viabilidade de cultivar Chlorella sp. em água do 

mar sem demanda prévia de pré-tratamento, porém sob práticas de diluições. Os 

pesquisadores concluíram que a utilização desta alternativa hídrica suplementada com 

nutrientes do meio F/2 e diferentes concentrações de bicarbonato de sódio (0-7 g L-1) foi 

capaz de elevar a produtividade de biomassa (0,470 g L−1 d−1) e favorecer o acúmulo de 

carboidratos (42% m m-1) e lipídios (21% m m-1) na biomassa da microalga.  

Espécies de Chlorella kessleri (OTAKI et al., 2019), Chlorella sorokiniana 

(CHEN et al., 2013) e Chlorella vulgaris (LUANGPIPAT; CHISTI, 2017; MATHIMANI et 

al., 2018) apresentaram potencial de crescimento e obtenção de coprodutos de alto valor 

comercial quando cultivadas em água do mar. Estes estudos utilizam essa fonte de água 

diluída em água doce. No entanto, o emprego da água do mar como alternativa hídrica e fonte 

nutricional, associada a suplementação de nutrientes (total/parcial) continua sendo pouco 

investigada na produção de microalgas do gênero Chlorella. Além disso, pesquisas ressaltam 

que o estresse osmótico conferido pela elevada salinidade do meio pode promover o acúmulo 

de biomoléculas de interesse para produção de biocombustíveis, no entanto pode 

comprometer a produtividade de biomassa (BOROWITZKA; MOHEIMANI, 2013; 

LUANGPIPAT; CHISTI, 2017; PAL et al., 2011; PANDIT; FULEKAR; KARUNA, 2017; 

ZHAI et al., 2020). Sendo assim, torna-se necessário a realização de novas estratégias de 

cultivo para minimizar esta problemática.  

Entre as espécies de Chlorella, C. fusca se destaca por apresentar elevada 

produtividade de biomassa e macromoléculas e potencial na biorremediação de nutrientes 

como nitrogênio (N) e fósforo (P) de águas residuais (PERALTA; JEREZ; FIGUEROA, 

2019). Além disso, Duarte et al. (2017) reforçam a elevada adaptação desta microalga em 

ambientes alcalinos (pH > 9,0), uma vez que seu isolamento ocorreu em lagoas de 

sedimentação de cinzas de uma usina termoelétrica, o que a torna diferente de outras espécies 

de Chlorella, favoráveis ao crescimento em ambientes próximo da neutralidade (pH ~7,0 a 

8,0). Isto estimula verificar a tolerância dessa microalga em cultivos com água do mar frente a 

ausência ou limitação de nutrientes e possível contribuição na produção de biocombustíveis 

(BRAGA et al., 2019), ração animal, fertilizantes (DUARTE et al., 2017) ou na biofixação de 

CO2 (DEAMICI; SANTOS; COSTA, 2019). 

Diante deste cenário, o presente trabalho teve como objetivo avaliar o emprego de 

água do mar, com e sem suplementação de nutrientes para o crescimento de Chlorella fusca 
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LEB 111. Além disso, foi avaliado o incremento do conteúdo de carboidratos, lipídios e perfil 

de ácidos graxos na biomassa microalgal a fim de verificar o potencial de aplicação dessa 

matéria-prima para a produção de biocombustíveis. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MICRO-ORGANISMO E COLETA DA ÁGUA DO MAR  

 

A microalga utilizada neste estudo foi Chlorella fusca LEB 111 (DUARTE et al., 

2016), pertencente à Coleção de Culturas do Laboratório de Engenharia Bioquímica (LEB) da 

Universidade Federal do Rio Grande (FURG). O inóculo foi mantido em meio de cultivo 

BG11 (RIPPKA et al., 1979) a 30 ºC, fotoperíodo 12h: 12 h claro/escuro e intensidade 

luminosa de 44,8 μmol m-2 s-1 por até 90 d, sem suplementação de nutrientes e adicionado de 

água destilada para compensar a evaporação. A água do mar (AM) foi coletada na praia do 

Cassino (32°12′23″ S − 52°10′30″ W) em Rio Grande-RS, Brasil. Após a coleta, a AM foi 

filtrada em membrana de acetado (0,45 µm), esterilizada (121 °C/ 1,1 atm, 30 min) 

(salinidade 37,8 g L-1; pH 8,64) e armazenada a -20 ºC para posterior caracterização e 

utilização nos ensaios. 

 

2.2 CONDIÇÕES DE CULTIVO 

 

Os ensaios com Chlorella fusca LEB 111 foram realizados com meio de cultivo 

preparado com AM suplementada com 50% (AM50P) e 100% (AM100P) das concentrações 

das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro (C6H5FeO7.H2O), EDTA 

dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de cultivo BG11. Além disso, foram 

elaborados meios de cultivo com AM suplementada com 100 (AM100T) e 50% (AM50T) de 

todos os nutrientes do meio BG11. AM também foi avaliada como meio de cultivo (AM0) e 

um ensaio controle em meio de cultivo BG11 padrão foi elaborado (Figura 1). Cabe ressaltar 

que, todos os meios de cultivo elaborados com AM não foram suplementados com os 

micronutrientes que compõem o meio de cultivo controle. 

Os ensaios foram conduzidos em duplicata (modo descontínuo) em 

fotobiorreatores tubulares verticais de 1,8 L (com volume útil de 1,5 L), com agitação 

promovida pela injeção de ar comprimido por meio de aspersor do tipo pedra porosa, com 

vazão específica de 0,3 mLar mLmeio-1 min-1. A concentração inicial de biomassa utilizada foi 
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0,2 g L-1. Ao longo dos 15 d de ensaio os cultivos foram mantidos a 30 ºC, fotoperíodo 12: 

12h claro/ escuro e intensidade luminosa de 44,8 μmol m-2 s-1 (MORAES et al. 2020). 

 

Figura 1- Esquema experimental da elaboração dos meios de cultivo com água do mar (AM) 
para os ensaios com Chlorella fusca LEB 111. BG11 total (g L-1): Nitrogênio (1,5; NaNO3), 

fósforo (0,04; K2HPO4), sulfato de magnésio (0,075; MgSO4), cloreto de cálcio (0,036; 
CaCl2) ferro (0,006; C6H5FeO7.H2O), EDTA dissódico (0,001), carbonato de sódio (0,02; 

Na2CO3) e ácido cítrico (0,006; C6H8O7) + micronutrientes: H3BO3: 2,86 g L-1; MnCl2.4H2O: 
1,81 g L-1; ZnSO4 .7H2O: 0,222 g L-1; Na2MoO4.2H2O: 0,39 g L-1; CuSO4.5H2O: 0,079 g L-1; 

Co(NO3)2 .6H2O: 0,0494 g L-1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.3 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.3.1 Caracterização dos meios de cultivo e eficiência de remoção de nutrientes 

 

A água do mar (AM) e as frações de entrada (meios de cultivo) e saída (após o 

cultivo) dos ensaios foram avaliados de acordo com os métodos padrão (MP) para o exame de 

água e efluentes (APHA, 2005) quanto a concentração (mg L-1) de sódio (Na; SM 3120B), 

potássio (K; SM 3120B), cálcio (Ca; SM 3120B), magnésio (Mg; SM 3120B) e fósforo (P; 

SM 4500 P). A concentração de nitrogênio em forma de nitrato (NO3-) foi determinada por 

cromatografia de troca iônica, enquanto os cloretos (Cl-) foram quantificados pelo método de 

Mohr (APHA, 2005). A eficiência de remoção (ER, %) dos nutrientes pelos cultivos foi 

calculada de acordo com a Equação ER = ((Ci - Co)/Ci) *100, em que Ci e Co são as 

concentrações dos nutrientes nas frações de entrada e saída do meio de cultivo, 

respectivamente, representando assim a redução da concentração de nutrientes na saída 

(ROMERO VILLEGAS et al. 2017). 
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2.3.2 Concentração de biomassa e pH 

 

Diariamente os cultivos foram avaliados quanto a concentração de biomassa e pH. 

A concentração de biomassa (Xb) foi determinada por medida da densidade óptica a 670 nm 

em espectrofotômetro digital (Shimadzu UV/VIS UVMini-1240, Japão), utilizando curva 

padrão de Chlorella fusca LEB 111 (Xb = 0,3273 abs - 0,0055, R2= 0,9996), relacionando a 

densidade óptica e o peso seco de biomassa (COSTA et al., 2002). O pH dos cultivos foi 

determinado por medida direta em pHmetro digital (Metter Toledo FiveGoTM, Suíça). 

 

2.4 DETERMINAÇÃO DE PARÂMETROS DE CRESCIMENTO 

 

A partir dos valores de concentração de biomassa de Chlorella fusca LEB 111, em 

cada condição experimental, foram obtidos os resultados de concentração máxima de 

biomassa (Xmáx, g L-1), produtividade volumétrica de biomassa (Px, mg L-1 d-1), velocidade 

específica máxima de crescimento (µmáx, d-1) e tempo de geração (tg, d). A produtividade 

volumétrica de biomassa foi determinada de acordo com a Equação Px = (Xt - X0) / (t - t0), 

onde Xt é a concentração de biomassa (mg L-1) no tempo t (d) e X0 é a concentração de 

biomassa (mg L-1) no tempo t0 (d). A velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, d-1) 

foi determinada por regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento em um perfil 

(lnX vs t), onde a inclinação da reta foi considerada o valor de μmáx. O tempo de geração (tg) 

dos cultivos foi calculado de acordo com Equação tg = ln (2) / μmáx. 

 

2.5 RECUPERAÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA 

 

Ao final dos cultivos a biomassa de C. fusca LEB 111 foi recuperada por 

centrifugação (Hitachi Himac CR-GIII, Tóquio, Japão) a 15,200 x g, 20°C por 10 min, 

ressuspendida em água destilada e novamente centrifugada sob as mesmas condições. Esta 

etapa foi realizada por duas vezes para a retirada de sais remanescentes do meio de cultivo 

que pudessem estar aderidos as células. A biomassa microalgal concentrada foi congelada (-

80 °C), liofilizada (48 h) e armazenada (-20 °C) para posterior caracterização (ROSA et al., 

2018). 
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2.5.1 Determinação de proteínas, carboidratos, lipídios e umidade 

 

A concentração de proteínas foi determinada de acordo com o método proposto 

por Lowry et al. (1951), a partir do pré-tratamento térmico e alcalino da biomassa microalgal. 

Os teores de carboidratos e lipídios na biomassa foram determinados de acordo com os 

métodos propostos por Dubois et al. (1956) e Folch, Lees e Stanley (1957), respectivamente. 

O teor de umidade na biomassa foi determinado de acordo com a AOAC (2000). 

A produtividade de carboidratos e lipídios (PCarboidratos ou PLipídios, mg L-1 d-1) nos 

cultivos foi calculada de acordo com a Equação PM = (Pf * fm), onde Pfinal (mg L-1 d-1) é a 

produtividade final de biomassa, fmacromolécula (mgCarboidratos/Lipídios mgbiomassa-1) é a concentração 

de carboidratos ou lipídios na biomassa final. 

 

2.5.2 Identificação e quantificação de ácidos graxos 

 

Os lipídios totais extraídos da biomassa microalgal (item 2.5.1) foram 

esterificados à metil ésteres de ácidos graxos por saponificação (2% m v-1 de NaOH em 

metanol P.A (99,8%)) e metilados (catalisador trifluoreto de boro-dietil-eterato (BF3 – 12% v 

v-1 em metanol)). A separação e quantificação dos ésteres metílicos foi realizada em 

cromatógrafo a gás equipado com detector de ionização de chama (FID) e coluna capilar de 

sílica fundida DB-FFAP (30 m × 0,32 mm × 0,25 mm), com temperaturas do injetor e 

detector de 250 °C e 280 °C, respectivamente. O hélio foi usado como o gás de arraste uma 

taxa de fluxo de 1,3 mL min-1. Para identificação dos ácidos graxos, os tempos de retenção 

relativos dos picos de FAME das amostras foram comparados com os de padrões autênticos 

(C4-C24, 18, 919-AMP; Sigma-Aldrich®, EUA). As áreas dos picos foram determinadas 

usando software de estação de trabalho de cromatografia Clarus® para normalizar a 

concentração (%, m m-1) total de ácidos graxos (NASCIMENTO et al., 2013). 

 

2.6 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 

As respostas foram avaliadas por análise de variância (ANOVA), seguida por 

teste de Tukey, com nível de confiança de 95%. 

 



72 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 PERFIS DE CRESCIMENTO, PARÂMETROS CINÉTICOS, pH E EFICIÊNCIA DE 

REMOÇÃO DE NUTRIENTES NOS MEIOS CULTIVOS DE Chlorella Fusca LEB 111 

 

A composição nutricional dos meios elaborados com água do mar suplementada 

com 100% e 50% das concentrações parciais (AM100P e AM50P) e totais (AM100T e 

AM50T) dos componentes do meio de cultivo BG11, permitiu o crescimento de C. fusca LEB 

111 até o 15º d de cultivo reforçando assim o potencial da utilização da água do mar como 

fonte de água e nutrientes para o cultivo desta cepa de água doce (Figura 2a; Tabela 1). C. 

fusca LEB 111 quando cultivada em AM100P, AM50P, AM50T, AM0 e em condição 

controle não apresentou fase de adaptação, enquanto os cultivos da cepa em AM100T 

apresentaram fase lag de apenas 1 d. Quanto a fase exponencial de crescimento, essa ocorreu 

entre 0 e 4º d nos ensaios controle, AM100P e AM50P e AM0, entre 1º e 6º d para o cultivo 

AM100T e entre o 0 e 5º d para o ensaio AM50T (Figura 2a; Tabela 1).  

O cultivo de C. fusca LEB 111 realizado somente com água do mar (AM0) 

apresentou crescimento até o 8º d (Figura 2a, Tabela 1), demostrando assim o potencial desta 

água como fonte de nutrientes para este micro-organismo. Contudo, ficou evidente a 

necessidade do fornecimento adicional de nutrientes essenciais (N e P) para a manutenção do 

crescimento da microalga. Sob esta perspectiva, Jung et al. (2015) adicionaram diferentes 

volumes de água do mar (10, 20 e 30% v v-1) ao meio BG11 (elaborado com água doce) 

resultando em ensaios com diferentes concentrações das fontes de MgSO4, CaCl2 e Na2CO3 

(S0: BG11 sem MgSO4, CaCl2 e Na2CO3: S1: 10%, S2: 20% e S3: 30% desses nutrientes). Os 

autores reportaram que os meios de cultivos elaborados com água do mar, sob estas 

condições, foram suficientes para manter o crescimento de Scenedesmus obliquus UTEX 393, 

podendo substituir suficientemente as fontes desses nutrientes do meio BG11.  

No cultivo de C. fusca LEB 111 realizado em água do mar com adição de 50% de 

todos os nutrientes do meio BG11 (AM50T) foram verificados os maiores resultados (p < 

0,05) de Xmáx (1,72 g L-1), Pmáx (149,4 mg L-1 d-1) e Pfinal (100 mg L-1 d-1), sendo estes valores 

~6,2, 26,9 e 10,8% superiores aos verificados no ensaio controle (Tabela 1). Resultados 

similares foram observados por Luangpipat e Chisti (2017) em cultivo de Chlorella vulgaris 

(Pfinal =111 mg L-1 d-1) em água do mar artificial (40 g L-1) com adição de 100% dos 

nutrientes do meio BG11. Isso sugere que a cepa de Chlorella utilizada, mesmo sendo isolada 
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Figura 2- Perfil de crescimento (X) (a), produtividade de biomassa (Px) (b) e pH (c) dos cultivos de C. fusca LEB 111 em função do tempo. 

                                  (a)                                                                          (b).                                                                    (c)  
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Tabela 1- Resultados de concentração máxima de biomassa (Xmáx), produtividade máxima (Pmáx) e final de biomassa (Pfinal), velocidade 
específica máxima de crescimento (μmáx) e tempo de geração (tg) dos cultivos de Chlorella fusca LEB 111 nos ensaios controle, AM100P, 

AM50P, AM100T, AM50T e AM0 

Parâmetros  Controle AM 100P1 AM 50P2 AM 100T3 AM 50T4 AM 05 

Xmáx (g L-1) 1,62b ± 0,01(14d) 1,54c ± 0,01(14d) 1,50c ± 0,02(15d) 1,59b ± 0,05(15d) 1,72a ± 0,05(15d) 1,04d ± <0,01(8d) 

Pmáx (mg L-1 d-1) 117,7c ± 1,94 95,8e ± 0,94 102,0d ± 2,37 95,5e ± 0,35 149,4a ± 3,56 138,1b± 3,73 

Pfinal (mg L-1 d-1) 90,2bc ±<0,01 87,1cd ±<0,01 85,6d ±<0,01 91,3b ±0,03 100,0a ±<0,01 42,7e ±<0,01 

µmáx (d-1) 0,28c ± <0,01 0,23e ± <0,01 0,26d ± 0,01 0,18f ± <0,01 0,29b ± <0,01 0,30a ± <0,01 

R2* 0,981 ± 0,005 0,986 ± 0,004 0,999 ± <0,001 0,986 ± 0,002 0,981 ± 0,001 0,970 ± 0,003 

∆t (d)** 0-4 0-4 0-4 1-6 0-5 0-4 

tg (d) 2,48d ± 0,03 3,03b ± 0,06 2,66c ± 0,07 3,91a ± 0,05 2,38e ± 0,02 2,32e ± 0,02 
Letras minúsculas sobrescritas iguais na mesma linha, para o mesmo parâmetro, indicam que as médias não diferem estatisticamente ao nível de 95% de confiança (p > 0,05); 
*Coeficiente de determinação da regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento no perfil ln X versus t; **Δt: início-fim da fase exponencial de crescimento. 1-4 

AM100P, AM50P: AM com 50% (AM50P) e 100% (AM100P) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro (C6H5FeO7.H2O), EDTA 
dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de cultivo BG11; AM100T e AM50T: AM suplementada com 100 (AM100T) e 50% (AM50T) de todos os nutrientes do 

meio BG11; 5- AM0: Água do mar sem adição de nutrientes. (d) tempo em que foi obtida a máxima concentração celular. 
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de água doce foi capaz de crescer em água do mar, assim como a cepa de Chlorella fusca 

LEB 111 utilizada no presente estudo. Dessa forma, fica evidente a vantagem da estratégia 

proposta no presente estudo em reduzir a demanda de nutrientes do meio BG11 em 50% e 

produzir biomassa em concentrações similares a de sistemas de cultivo que demandam 

maiores aportes nutricionais.  

Os demais ensaios AM100P e AM50P apresentaram resultados de crescimento 

abaixo da condição AM50T (p < 0,05) porém, próximos ao ensaio controle (Tabela 1). Isso 

pode ser verificado pelos valores de Xmáx do ensaio AM50P, ~ 7,4% inferior ao controle e 

Pmáx dos ensaios AM100P e AM100T, ~ 18,9% inferiores ao controle. Contudo, cabe ressaltar 

que o ensaio AM100T apresentou menor (p < 0,05) velocidade específica de crescimento 

(µmáx: 0,18 d-1), ~ 35,7% inferior ao controle (Figura 2a-b; Tabela 1). Este resultado pode 

estar associado a elevada salinidade do meio atribuída a combinação de todos os componentes 

do meio BG-11 e sais (principalmente NaCl), naturalmente presentes na água do mar. 

Luangpipat e Chisti (2017) observaram esta problemática quando cultivaram Scenedesmus sp. 

em água do mar artificial (40 g L-1) com adição de 100% dos nutrientes do meio BG11. Esta 

condição limitou o crescimento da microalga e causou redução da produtividade da biomassa 

em até 39% (0,086 g L-1 d-1), quando comparado ao cultivo realizado em água doce. Os 

autores atribuem o comprometimento do crescimento ao em estresse osmótico salino. 

Os ensaios realizados em água do mar (AM100P, AM50P, AM100T, AM50T e 

AM0) apresentaram valores de pH na faixa de 8,6-10,5, sendo estes próximos ao ensaio 

controle (9,9-10,9) (Figura 2c). Segundo Duarte et al. (2017), C. fusca LEB 111 apresentou 

crescimento favorável em pH acima de 9,0, pois esta cepa foi isolada em lagoa de 

sedimentação de cinzas de uma usina termoelétrica (pH acima de 9,0). Os autores afirmam 

que as condições do local onde a cepa foi isolada podem contribuir para a adaptação desta 

microalga a ambientes alcalinos, diferente de outras espécies de Chlorella que apresentam pH 

ideal próximo da neutralidade (pH ~7,0 a 8,0). Assim, os resultados de pH do presente estudo 

mostram-se ideais para o metabolismo da microalga. 

O ensaio controle, por apresentar menor concentração de sais, apresentou maior 

eficiência de remoção para todos os nutrientes avaliados (Figura 3). Por outro lado, quando 

cultivada em água do mar, C. fusca LEB 111 mostrou maior eficiência na remoção de Ca 

(>60%) e NO3- (>40%) nos ensaios AM100P, AM50P, AM50T e AM0. Além disso, 

independente da concentração de fósforo (P) adicionada aos ensaios AM100P, AM50P, 

AM100T e AM50T, a eficiência de remoção de P por C. fusca LEB 111 foi superior a 96% 

(Figura 3). Chu et al. (2013) reportaram que espécies de Chlorella, como C. vulgaris, podem 
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acumular fósforo (na forma de polifosfato) e garantir seu metabolismo energético por longo 

prazo.  

Luangpipat e Chisti (2017) avaliaram a remoção de fosfato e nitrato por C. 

vulgaris cultivada em água do mar com adição de 100% de todos os componentes do meio 

BG11. Os autores atribuíram o elevado consumo da fonte de fósforo a capacidade desta 

microalga acumular fosfato no meio intracelular e sugerem que o uso de água do mar pode 

reduzir substancialmente a demanda para fosfato na produção de biomassa de C. vulgaris. 

Além disso, reportaram que a concentração de nitrato do meio excedeu a necessidade 

metabólica da microalga para este nutriente, ao passo que a quantidade de nitrato inicial foi 

semelhante a observada no final do cultivo, não evidenciando assim consumo deste 

componente. Assim, os autores supõem que a concentração deste nutriente pode ser reduzida 

em formulações de BG11 com água do mar sem comprometer a produção de biomassa. 

Embora estudos suponham que o uso da água do mar no cultivo de microalgas pode alterar 

sua capacidade de remoção de nutrientes, são identificadas lacunas quanto a estudos que 

reportem as reações metabólicas específicas associadas a eficiência de remoção de nutrientes 

por microalgas em ambiente marinho (BOROWITZKA; LUANGPIPAT; CHISTI, 2017; 

MOHEIMANI, 2013; PAL et al., 2011; PANDIT; FULEKAR; KARUNA, 2017; ZHAI et al., 

2020). 

Church et al. (2017) avaliaram o efeito da concentração de NaCl (0-45 g L-1) na 

capacidade de remoção de fósforo e nitrogênio pela microalga Chlorella vulgaris cultivada 

em meio Basal Bold (BBM). Os autores verificaram que o NaCl (15-45 g L-1) podem atuar no 

cotransporte de P, aumentando a eficiência de remoção (>50%) deste nutriente pelas células 

da microalga. Além disso, a partir desta mesma faixa de concentração de NaCl, esta microalga 

foi capaz de reduzir em até 22% a concentração de NH4Cl do meio de cultivo. Porém, os 

autores ressaltaram que o aumento gradual da concentração de NaCl do meio foi capaz de 

promover redução da velocidade de remoção das fontes de P e N. Assim, é possível que a 

alteração das concentrações dos íons Na+ e Cl- seja um fator importante para remoção de 

nutrientes por microalgas. 

É importante ressaltar a vantagem adicional da remoção de nutrientes por C. fusca 

LEB 111 do ensaio realizados em água do mar, pois, no momento em que os nutrientes são 

consumidos pelo micro-organismo, a salinidade do meio é reduzida e simultaneamente 

biomassa de alto valor agregado pode ser produzida. Isso é vantajoso em termos de redução 

dos custos dos nutrientes e utilização de água como alternativa hídrica durante o cultivo em 

comparação aos sistemas convencionais que utilizam água doce e adição total dos 
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Figura 3- Eficiência de remoção de nutrientes por C. fusca LEB 111 nos ensaios controle, AM100P, AM50P, AM100T, AM50T e AM0. 
AM100P, AM50P: com 50% (AM50P) e 100% (AM100P) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro 

(C6H5FeO7.H2O), EDTA dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de cultivo BG11; AM100T e AM50T: AM suplementada com 100 
(AM100T) e 50% (AM50T) de todos os nutrientes do meio BG11; AM0: Água do mar sem adição de nutrientes 
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componentes químicos do meio BG11.  

 

3.2 COMPOSIÇÃO PROXIMAL DA BIOMASSA 

 

O conteúdo de proteínas na biomassa de C. fusca LEB 111 foi estatisticamente 

menor (p < 0,05) em todos os ensaios cultivados em água do mar (AM100P, AM50P, 

AM100T, AM50T e AM0), sendo mais acentuada a redução no ensaio AM0, que foi 

aproximadamente 3,2 vezes menor quando comparado com condição controle (48,6% m m -1) 

(Figura 4a). Essa alteração do conteúdo de proteínas pode estar associada a elevada 

concentração dos íons Na+ e Cl- nos cultivos realizados com água do mar, quando comparado 

a condição controle. Alyabyev et al. (2007) reportaram que o estresse osmótico afeta o 

metabolismo de Chlorella vulgaris, devido a toxicidade dos íons Na+ que podem degradar 

enzimas e ácidos nucleicos. A célula gasta ATP constantemente para transportar os íons Na+ 

para o meio extracelular através da bomba de prótons. Provavelmente essa utilização 

constante de ATP leva a célula da microalga a acumular carboidratos e lipídios em detrimento 

do conteúdo proteico como forma de adaptação ao meio com elevada salinidade. Kim et al. 

(2016) avaliaram o efeito da salinidade (NaCl: 0-60 g L-1) em Chlorella sorokiniana HS1 e 

verificaram redução do teor de proteínas (~60%; 30 g L-1 de NaCl) na biomassa. Os autores 

atribuíram as alterações na composição da biomassa devido ao estresse osmótico e iônico 

causados pelo excesso de NaCl no meio extracelular.  

Outro fator que pode ter contribuído para o comprometimento da síntese proteica 

nos ensaios AM0 e AM50P conduzidos no presente estudo foi a limitação e/ou redução das 

concentrações de nutrientes como N disponíveis do meio de cultivo. Miller et al. (2010) 

observaram que a privação de N em cultivos de clorófitas promoveu redução na transcrição de 

proteínas (50-30%) que codificavam ribossomos nos cloroplastos das microalgas.  

Os maiores conteúdos lipídicos na biomassa de C. fusca LEB 111 foram 

verificados nos ensaios AM100P (20,8% m m-1), AM50P (17,6% m m-1) e AM50T (16,3% m 

m-1) (p < 0,05), sendo observado incremento de 48%, 25% e 16%, respectivamente, em 

comparação a condição controle (14,1% m m-1) (Figura 4a). As alterações do conteúdo de 

macromoléculas na biomassa podem estas associadas à elevada concentração dos íons Na+ e 

Cl- do meio, quando comparado a condição controle. De acordo com Church et al. (2017), 

quando esses íons estão em excesso no meio extracelular, podem promover estresse nas 
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células microalgais, que na tentativa de manter o equilíbrio osmótico, sintetizam 

osmorreguladores, como lipídios e/ou carboidratos. 

Otaki et al. (2019) verificaram redução do teor proteínas em 42% e incremento de 

lipídios em até 273% na biomassa de Chlorella kessleri quando cultivada sob estresse salino 

(NaCl: 0,15 M) associado a redução de 99,75% das fontes de N ((NH₄)₂ SO₄), Ca (CaCl2), Mg 

(MgSO4), K (KNO3) e P (NaH2PO4) do meio Gamborg B5 (GB5). Os autores relatam que o 

comprometimento da síntese proteica pode ser justificado pela degradação dos complexos PSI 

e/ou PSII, principais proteínas da membrana tilacóide da microalga. Além disso, neste estudo 

também foi verificado alteração dos genes accA e KASII, os quais codificam a subunidade de 

acetil-CoA carboxilase (ACCase) (enzima essencial na síntese de ácidos graxos) e β-cetoacil-

ACP sintase (subunidade de um complexo de proteína de síntese de ácidos graxos), 

respectivamente. Assim, o efeito sinérgico destes dois fatores pode ter induzido o acúmulo 

lipídico na biomassa de Chlorella kessleri. 

Os maiores valores de produtividade de lipídios (p < 0,05) foram verificados nos 

ensaios AM100P (18,2 mg L-1 d-1), AM50P (15,1 mg L-1 d-1) e AM50T (16,6 mg L-1 d-1), 

sendo estes 43,6; 19,0 e 31,1% superiores a condição controle (12,7 mg L-1 d-1) (Figura 4a). 

De acordo com Chu et al. (2013), esse é um importante parâmetro a ser avaliado, pois 

demonstra a viabilidade da utilização de biomassa microalgal como matriz biológica na 

produção de biodiesel. Luangpipat e Chisti (2017) obtiveram melhor resultado de 

produtividade lipídica no cultivo de C. vulgaris em água do mar artificial (40 g L-1) de 37,1 

mg L-1 d-1, aproximadamente o dobro da obtida do ensaio controle em água doce. Nesse 

contexto, o presente estudo destaca o diferencial da condição AM50T por conferir simultânea 

produtividade final de biomassa (Pfinal 100 mg L-1 d-1) e de lipídios (16,60 mg L-1 d-1) (Tabela 

1; Figura 4a). 

Com relação ao perfil de ácidos graxos na biomassa de C. fusca LEB 111 foi 

possível observar maior incremento (73,7 e 17,6%) do conteúdo de ácidos graxos saturados 

nos ensaios AM0 (59,2% m m-1) e AM50T (40,1% m m-1), principalmente do ácido esteárico 

(C18:0) e ácido palmítico (C16:0), quando comparados aos demais tratamentos (Figura 4b). 

As concentrações totais de ácidos graxos insaturados foram superiores nos ensaios AM100P 

(69,0% m m-1), AM50P (65,3% m m-1) e AM50T (57,1% m m-1), decorrente principalmente 

do conteúdo dos ácidos linoleico (18:2ω6c) e α-linolênico (18:3ω3), sendo estes 

estatisticamente (p < 0,05) superiores aos verificados nos demais ensaios (Figura 4b).  

Kim et al. (2016) observaram que o conteúdo de ácidos graxos na biomassa de 

Chlorella sorokiniana HS1 pode ser alterado pela variação da concentração de NaCl 
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Figura 4- Concentração de proteínas, carboidratos e lipídios (em base seca) (%, m m-1), produtividade de carboidratos e lipídios (mg L-1 d-1) (a) 
Perfil de ácidos graxos (%, m m-1) (b) da biomassa de Chlorella fusca LEB 111 nos ensaios controle, AM100P, AM50P, AM100T, AM50T e 

AM0. AM100P, AM50P: com 50% (AM50P) e 100% (AM100P) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro 
(C6H5FeO7.H2O), EDTA dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de cultivo BG11; AM100T e AM50T: AM suplementada com 100 

(AM100T) e 50% (AM50T) de todos os nutrientes do meio BG11; AM0: Água do mar sem adição de nutrientes. 16:0 (Ácido palmítico); 18:0 
(Ácido esteárico); 17:1 ω5 (Ácido heptadecanóico); 18:2ω6c (ácidos linoleico); 18:3ω3(α-linolênico) 

 

(a)                                                                                                                               (b) 
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 (0-60 g L-1) presentes na água do mar artificial. Os autores observaram diminuição dos níveis 

de linoleatos e atribuíram esse resultado à condição de estresse salino. No presente estudo, a 

limitação de N dos ensaios AM0 e AM50P também pode ter contribuído para modificações 

do conteúdo dos ácidos graxos na biomassa da microalga. Guarnieri et al. (2011) relataram 

alteração do perfil lipídico quando limitaram N no cultivo de Chlorella vulgaris UTEX 395. 

Os autores observaram incremento no teor de ácido oleico (C18:1ω9) em até 9 vezes e 

redução de 4 vezes de α-linolênico (18:3ω3). Assim, é possível atribuir às alterações no perfil 

de ácidos graxos na biomassa de C. fusca LEB 111 ao efeito sinérgico entre a elevada 

concentração de sais do meio, principalmente Na+ e Cl- e ou redução da concentração das 

fontes de N. 

De acordo com Ramos et al. (2009), para produção de biodiesel de boa qualidade 

é preciso que haja balanço entre as concentrações de ácidos graxos saturados e insaturados 

(até 50:50). Os autores ressaltam que este equilíbrio é interessante pois, a estabilidade 

oxidativa deste combustível diminui com o aumento da concentração de ácidos graxos poli-

insaturados. Do mesmo modo, a propriedade de fluxo a frio é comprometida com o aumento 

da concentração de ácidos graxos saturados. Nesse sentido, o perfil de ácidos graxos da 

biomassa do ensaio AM50T mostrou-se promissor para produção de biodiesel. Essa estratégia 

de cultivo pode favorecer a produção deste biocombustível uma vez que apresentou 

incremento da produtividade lipídica em até 31,1%, quando comparado ao cultivo em água 

doce e adição de todos os nutrientes do meio BG11. Além disso, utiliza água do mar como 

alternativa hídrica, importante incentivo devido a problemática de escassez global de água 

doce. 

Os maiores teores de carboidratos em C. fusca LEB 111 foram verificados nos 

ensaios realizados em água do mar com e sem adição de nutrientes, com destaque para o AM0 

(60% m m-1) (p < 0,05), o qual apresentou incremento de 167% quando comparado com a 

condição controle (Figura 4a). O ensaio AM0, por apresentar redução da produtividade de 

biomassa (8º d de cultivo), não resultou na melhor estratégia de cultivo de C. fusca LEB 111 

para obtenção de carboidratos. Contudo, a condição AM50T mostrou-se como importante 

estratégia de cultivo para este fim, pois não só apresentou elevado conteúdo de carboidratos 

(44,6 % m m-1), como também elevado valor de produtividade dessa macromolécula (44,47 

mg L-1 d-1), resultado este superior (p < 0,05) aos verificados no ensaio controle, AM50P, 

AM100P e AM0 (Figura 4b). Neste sentido, a condição AM50T pode ser empregada visando 

à obtenção de biomassa com elevado teor e produtividade de carboidratos, com redução da 
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concentração de nutrientes em cultivos de espécies de C. fusca, essa favorável para a 

produção de bioetanol.  

Cabe ressaltar que há poucos relatos na literatura que reportem o cultivo de 

espécies Chlorella em água do mar com potencial para o acúmulo de carboidratos na sua 

biomassa. Estudos similares com cepas de Chlorella kessleri (OTAKI et al., 2019), Chlorella 

sorokiniana (CHEN et al., 2013), Chlorella pyrenoidosa (HE et al., 2015), Chlorella vulgaris 

(LUANGPIPAT; CHISTI, 2017; MATHIMANI et al., 2018) se destacaram por apresentar 

potencial no acúmulo de lipídios em resposta ao estresse salino.  

No presente estudo, o acúmulo de carboidratos pode estar associado à elevada 

concentração de Na+ e Cl- e/ou redução/privação das fontes de N e P no meio extracelular. 

Otaki et al. (2019) avaliaram o efeito sinérgico da concentração de NaCl (0,15 M) combinado 

a redução de 99,75% das fontes de N ((NH₄)₂SO₄), Ca (CaCl2), Mg (MgSO4), K (KNO3) e P 

(NaH2PO4) do meio Gamborg B5 (GB5) em cultivos de Chlorella kessleri. Os autores 

observaram o efeito de interação destas variáveis no incremento de carboidratos na forma de 

amido em até 175%, acúmulo de triacilgliceróis e alteração genética nas células. Os genes 

alterados foram APL, responsável por codificar a subunidade de ADP-glucose pirofosforilase 

(enzima essencial na síntese de amido), e gene AMY que codifica α-amilase (enzima 

envolvida na degradação de amido).  

Assim, é possível que no presente estudo, a elevada concentração dos íons Na+ e 

Cl-, associado as limitações de nutrientes como nitrogênio e fósforo, comparado o meio 

convencional, tenham influenciado sinergicamente na redução do conteúdo proteico e desvio 

metabólico para a síntese e incremento conjunto de carboidratos e lipídios (Figura 4a). Em 

análise conjunta de todos parâmetros, a condição AM50T apresenta-se como alternativa de 

sistema de cultivo de C. fusca LEB 111, uma vez que nesta condição a microalga foi capaz de 

crescer em água do mar com adição de apenas 50% de todos nutrientes do meio BG11 e 

induzir incremento simultâneo de biomassa, lipídios e carboidratos interessantes para 

produção de biocombustíveis. 

 

4 CONCLUSÃO  

 

A utilização água do mar com adição de 50% das concentrações de todos os 

nutrientes do meio de cultivo BG11 (AM50T) resultou em elevadas produtividades de 

biomassa (Pmax: 149,4 mg L-1 d-1), de lipídios (16,60 mg L-1 d-1) e de carboidratos (44,47 mg 
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L-1 d-1) por Chlorella fusca LEB 111. Além disso, foram verificadas reduções nas 

concentrações de Ca (~60%), P (97,3%) e NO3 (41,5%) do meio de cultivo pela microalga e 

produção de biomassa com teores de ácidos graxos saturados (40,1%, m m-1) e poli-

insaturados (57,9%, m m-1) favoráveis à produção de biodiesel. Portanto, foi possivel 

estabelecer uma estratégia de cultivo com potencial de produção de biomassa, lipídios e 

carboidratos como alternativa às matrizes energéticas convencionais na obtenção de 

biocombustíveis e aos sistemas de cultivo que demandam água doce e elevada demanda 

nutricional. 
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                                                             ARTIGO III 

APLICAÇÃO INOVADORA DE ÁGUA SUBTERRÂNEA SALOBRA, SEM ADIÇÃO 

DE NUTRIENTES, EM CULTURAS DE Spirulina E Chlorella: ALTERNATIVA DE 

BIOECONOMIA PARA PRODUÇÃO DE CARBOIDRATOS E LIPÍDIOS 

Resumo gráfico 
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                                                                  RESUMO 

 
A água subterrânea salobra (AS) possui limitação para o consumo humano e aplicação 
agrícola, contudo, apresenta composição química interessante para o cultivo de microalgas. O 
objetivo do estudo foi avaliar a utilização de AS, com e sem suplementação de nutrientes, no 
cultivo de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 e seu efeito no perfil de 
crescimento e produção de macromoléculas. A AS foi utilizada como meio de cultivo (AS0) 
e, a partir de ensaio de seleção, foi suplementada com 25% das fontes de carbono, nitrogênio, 
fósforo, ferro e EDTA dissódico/ácido cítrico dos meios Zarrouk/BG11. O cultivo de 
Spirulina sp. LEB 18 e C. fusca LEB 111 em AS0 promoveu o crescimento (Xmáx = 1,22(11ºd) 
g L-1 e 0,92(9ºd) g L-1, respectivamente) e maiores resultados de teor (68,1% m m-1) e 
produtividade de carboidratos (35,33 mg L-1 d-1) na biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e 
elevado teor (56,45% m m-1) e produtividade de lipídios (13,50 mg L-1 d-1) em C. fusca LEB 
111, quando comparados às condições controle. Portanto, a utilização de AS como meio de 
cultivo para Spirulina sp. e Chlorella fusca mostrou-se com uma alternativa inovadora na 
obtenção de biomassa rica em carboidratos/lipídios, interessantes para produção de 
biocombustíveis. 
 
 
Palavras-chave: Água subterrânea. Biocombustível. Escassez de água. Macromoléculas. 
Microalgas. 
 

1 INTRODUÇÃO 

 

A disponibilidade de água doce vem configurando uma problemática de caráter 

mundial resultante das mudanças climáticas, elevado crescimento populacional e ação 

antrópica (UNESCO, 2020). O sertão brasileiro, conhecido como polígono da seca, é um dos 

locais mais afetado com a crise da escassez água. Esta região apresenta condições climáticas 

(secas recorrentes) e geográficas (domínio hidrogeodinâmico cristalino e meio aquífero 

fissural) favoráveis ao depósito subterrâneo de água salobra (IBGE, 2016).  

A água subterrânea salobra (AS) possui elevada salinidade quando comparada a 

água doce (> 0,5 g L-1) (CONAMA, 2005; MATOS; MOECKE; SANT’ANNA, 2017). A 

origem de AS ocorre pelo contato prolongado entre água de precipitação atmosférica e rochas 

cristalinas, o qual a confere composição química em minerais inorgânicos (Cl−, Na+ e Ca2+), 

nitrogênio, fósforo, e elementos traços (Zn, K+, Mg2+ e Cu) (DUARTE et al., 2020). Essa 

composição química pode variar em função da geologia, hidrologia e processos geoquímicos 

locais (MCMAHON et al., 2015). 

A salinidade da água subterrânea salobra a torna imprópria para o consumo 

humano e para a utilização em sistemas agrícolas (CIRILO; MONTENEGRO; CAMPOS, 
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2010). Assim, para que possa ser utilizada, esta necessita ser dessalinizada, resultando em 

altos custos operacionais com a implantação e manutenção das plantas dessalinizadoras e 

elevado volume de resíduo gerado durante o processo (JONES et al., 2019). Nesse sentido, 

torna-se interessante encontrar alternativas mais viáveis e de menor custo para mitigar os 

efeitos do uso de água salobra subterrânea.  

Spirulina e Chlorella estão entre as microalgas mais estudadas na produção de 

biocombustíveis (COSTA et al., 2019; THIRUGNANASAMBANTHAM et al., 2020) e 

tratamento de efluentes (COSTA et al., 2019; LIM et al., 2021). Este destaque é atribuído à 

elevada capacidade destes micro-organismos em biorremediar componentes tóxicos (SERRÀ 

et al., 2020), CO2 atmosférico (>80%) (SERRÀ et al., 2020; YADAV et al. 2019) e gases de 

combustão (YADAV et al. 2019). Além disso, por apresentarem elevada produtividade de 

biomassa e capacidade de crescer em ambientes de elevada salinidade (6-20 g L−1) (DUARTE 

et al., 2020; SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 2019) e pH (9-10) (DUARTE et 

al., 2017; VAZ; COSTA; MORAIS, 2016; VONSHAK, 1997). O acúmulo de carboidratos e 

lipídios na biomassa dessas microalgas caracteriza potencial de utilização como matriz 

energética na produção de etanol e biodiesel, como alternativa aos combustíveis fósseis 

(MORAIS JUNIOR et al., 2020). 

Um grande desafio no cultivo de microalgas está na limitada produção de 

biomassa em escala comercial, uma vez que os custo do processo excedem os dos 

combustíveis e biocompostos produzidos de fontes vegetais (KHAN; SHIN; KIM, 2018; 

SERRÀ et al., 2020). Isso está relacionado principalmente a elevada demanda de nutrientes 

para o cultivo destes micro-organismos, o qual pode representar até 35% dos custos 

operacionais de produção (COSTA et al., 2019; HOFFMAN et al., 2017; LIM et al., 2021). 

Neste contexto, o emprego da AS, como alternativa hídrica e nutricional, pode contribuir para 

a redução dos custos da produção de biomassa de alto valor agregado (AUDU et al. 2018; 

DUARTE et al. 2020). Sob este propósito, Duarte et al. (2020) cultivaram Spirulina sp. LEB 

18 em AS com diferentes quantidades de nutrientes do meio de cultivo Zarrouk. Os autores 

destacaram que o cultivo da cianobactéria em AS suplementada com 25% de todos os 

nutrientes do meio de cultivo resultou na produção de biomassa com concentração de 

carboidratos 4 vezes superior ao cultivo em meio padrão. Isso encoraja a realização de 

cultivos de microalgas utilizando a AS como único meio de nutrientes, tendo em vista sua 

composição em sais e outros compostos. Contudo, a maioria dos estudos cultivam microalgas 

utilizando água salobra artificial ou oriundas da diluição de águas salinas/hipersalinas em 

água doce (SAHLE-DEMESSIE; HASSAN; BADAWY, 2019; TOYOSHIMA et al. 2014), 
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que consequentemente destoam das particularidades físico-químicas das águas subterrâneas 

salobras. 

Não há relatos sobre o uso de águas subterrâneas salobras do sertão brasileiro para 

o crescimento das culturas do gênero Chlorella, bem como há poucos estudos que reportem o 

cultivo de Spirulina nesta água. Os trabalhos nessa linha de pesquisa relatam cultivos de 

microalgas com o concentrado de dessalinização (CD), originado do processo de 

dessalinização de AS (MATA et al., 2020; MATOS et al., 2015; MATOS et al., 2015b). A 

partir desses estudos cepas de Dunaliella, Nannochloropsis (MATOS et al., 2015), Spirulina 

(MATA et al., 2020; VOLKMANN et al., 2008) e Chlorella (MATOS et al., 2014; MATOS 

et al., 2015b) se destacaram por apresentarem potencial no acúmulo de compostos de reserva 

como lipídios e carboidratos, em resposta ao estresse salino. 

Mata et al. (2020) relataram que o cultivo de Spirulina sp. LEB 18 em CD de AS, 

com adição de 25% de todos os nutrientes do meio Zarrouk foi capaz de promover aumento 

do teor de carboidratos (52,29%) e lipídios (12,79%) em comparação com o ensaio controle 

(47,91 e 7,59, respectivamente). Os pesquisadores atribuem essa alteração da composição 

química na biomassa algal ao meio de cultivo salobro (salinidade total: 10,53 g L-1) rico em 

SO42- (452 mg L-1).  

Diante deste panorama, é possível observar a carência de estudos que analisem a 

AS como substrato único e associada à suplementação reduzida de nutrientes, a fim de 

determinar a demanda nutricional ideal ao metabolismo de microalgas. Sendo assim, o 

presente estudo teve como objetivo avaliar a utilização de AS, com e sem suplementação de 

nutrientes, no cultivo de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 e seu efeito no 

perfil de crescimento e produção de macromoléculas. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MICRO-ORGANISMOS E COLETA DA ÁGUA SUBTERRÂNEA SALOBRA (AS)  

 

As microalgas utilizadas neste estudo foram Spirulina sp. LEB 18 (MORAIS et 

al., 2008) e Chlorella fusca LEB 111 (DUARTE et al., 2016) pertencentes à Coleção de 

Culturas do Laboratório de Engenharia Bioquímica (LEB) da Universidade Federal do Rio 

Grande (FURG). Os inóculos foram mantidos em meios de cultivo Zarrouk (ZARROUK, 

1966) e BG-11 (RIPPKA et al., 1979) a 30 ºC, fotoperíodo 12 h: 12 h claro/escuro e 

intensidade luminosa de 44,8 μmol m-2 s-1, sem suplementação de nutrientes e adionado de 

água destilada para compensar a evoporação. A água subterrânea salobra (AS) foi coletada na 
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comunidade de Mandassaia II, município de Riachão do Jacuípe, (11°54'25.8"S − 

39°23'38.8"W) Bahia, Brasil. Após a coleta, a AS foi filtrada em membrana de acetado de 

celulose (0,45 µm) (salinidade 5,5 g L-1; pH 8,40) e armazenada a -20 ºC para posterior 

caracterização e utilização nos ensaios. 

 

2.2 CONDIÇÕES DE CULTIVO 

2.2.1 Ensaios de seleção 

 

Para a realização dos ensaios com Spirulina sp. LEB 18, os meios de cultivo 

foram preparados com AS suplementada com 50% (AS50) e 25% (AS25) das concentrações 

das fontes de carbono (NaHCO3), nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro 

(FeSO4.7H2O) e EDTA dissódico presentes no meio de cultivo Zarrouk. Ademais, foi 

realizado um ensaio somente com água subterrânea salobra sem adição de nutrientes (AS0) e 

um ensaio controle em meio de cultivo Zarrouk completo (Figura 1). 

Os ensaios com Chlorella fusca LEB 111 foram realizados com meios de cultivo 

preparados com AS suplementadas com 50% (AS50) e 25% (AS25) das concentrações das 

fontes de carbono (Na2CO3), nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro (C6H5FeO7.H2O), 

EDTA dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de cultivo BG-11. Além disso, 

foi realizado um ensaio somente com AS, sem adição de nutrientes (AS0) e um ensaio 

controle em meio de cultivo BG11 completo (Figura 1). Cabe ressaltar que, todos os meios de 

cultivo elaborados com AS, para ambas as microalgas, não foram suplementados com os 

micronutrientes que compõem o meio de cultivo controle. 

Os cultivos foram conduzidos em duplicata, modo descontínuo, em 

fotobiorreatores do tipo Erlenmeyer de 200 mL de volume útil, a 30 ºC, iluminância de 44,8 

μmol m-2 s-1, fotoperíodo 12 h claro: 12 h escuro, por 7 d, com agitação promovida pela 

injeção de ar comprimido esterilizado por filtros contendo lã de vidro. 

 

2.2.2 Ensaios em fotobiorreatores tubulares verticais (FBRTv) 

 

Para ambas as microalgas, os cultivos que apresentaram os melhores resultados de 

produtividade volumétrica de biomassa (Px, g L-1 d-1) foram conduzidos e FBRTv de 1,8 L 

(com volume útil de 1,5 L). Os cultivos foram realizados em duplicata (modo descontínuo), 

com agitação promovida pela injeção de ar comprimido por meio de aspersor do tipo pedra 



93 

porosa, com vazão específica de 0,3 mLar mLmeio-1 min-1. A concentração inicial de biomassa 

utilizada foi 0,2 g L-1 e ao longo dos 15 d os cultivos foram mantidos a 30 ºC, fotoperíodo 12 

h: 12 h claro/ escuro e intensidade luminosa de 44,8 μmol m-2 s-1 (MORAES et al. 2020). 

 

Figura 1– Meios de cultivo elaborados com água subterrânea salobra (AS) paras as culturas 
de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.3 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.3.1 Caracterização da água subterrânea salobra (AS) 

 

A água subterrânea salobra (AS) caracterizada no laboratório LEPETRO, 

localizado no Instituto de Geociências (IGEO) na Universidade Federal da Bahia (UFBA, 

Brasil), onde foi avaliada de acordo com os métodos padrão (SM) para o exame de água e 

efluentes (APHA, 2005) quanto a concentração (mg L-1) de sódio (Na; SM 3120B), potássio 

(K; SM 3120B), cálcio (Ca; SM 3120B) e magnésio (Mg; SM 3120B), ferro (Fe; SM 3120B) 

e fósforo (P; SM 4500 P). Além disso, foi avaliado a salinidade total (g L-1), condutividade 

(mS cm-1), alcalinidade total (mgCaCO3 L-1), alcalinidade de carbonatos (mgCaCO3 L-1), 

alcalinidade de bicarbonatos (mgCaCO3 L-1), dureza total (mgCaCO3 L-1) e sólidos totais 

dissolvidos (g L-1). A concentração de nitrogênio em forma de nitrato (NO3-) foi determinada 

por cromatografia de troca iônica (APHA, 2005) e cloretos (Cl-) pelo método de Mohr 

(APHA, 2005).  
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2.3.2 Concentração de biomassa, alcalinidade, pH e Carbono Inorgânico Dissolvido 

(CID) 

 

A concentração de biomassa (Xb) foi determinada diariamente por medida da 

densidade óptica a 670 nm em espectrofotômetro digital (Shimadzu UV/VIS UVMini-1240, 

Japão), utilizando curva padrão de Spirulina sp. LEB 18 (Xb = 0,6207 abs - 0,0198, com R2= 

0,9938) e Chlorella fusca LEB 111 (Xb = 0,3273 abs - 0,0055, com R2= 0,9996), relacionando 

a densidade óptica e o peso seco de biomassa (COSTA et al., 2002). A alcalinidade dos 

cultivos foi determinada a cada 72 h por titulação potenciométrica e o pH, a cada 24 h, em 

pHmetro digital (Metter Toledo FiveGoTM, Suíça). A concentração de CID foi calculada a 

partir dos valores de alcalinidade e pH seguindo as equações de equilíbrio (BRUNE; 

NOVAK, 1981; RUBIO et al., 1999) como demonstrado por Rosa et al. (2015). 

 

2.4 DETERMINAÇÃO DE PARÂMETROS DE CRESCIMENTO  

 

A partir dos valores de concentração de biomassa das microalgas em estudo, em 

cada condição experimental, foram obtidos os resultados de concentração máxima de 

biomassa (Xmáx, g L-1), produtividade volumétrica de biomassa (Px, g L-1 d-1), velocidade 

específica máxima de crescimento (µmáx, d-1) e tempo de geração (tg, d). A produtividade 

volumétrica de biomassa foi determinada de acordo com a Equação Px = (Xt - X0) / (t - t0), 

onde Xt é a concentração de biomassa (g L-1) no tempo t (d) e X0 é a concentração de 

biomassa (g L-1) no tempo t0 (d). A velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, d-1) 

foi determinada por regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento em um perfil 

(lnX vs t), onde a inclinação da reta foi considerada o valor de μmáx. O tempo de geração (tg) 

dos cultivos foi calculado de acordo com Equação tg = ln (2) / μmáx. 

 

2.5 RECUPERAÇÃO E CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA 

 

Ao final dos cultivos a biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e C. fusca LEB 111 foi 

recuperada por centrifugação (Hitachi Himac CR-GIII, Tóquio, Japão) a 15,200 x g, 20°C por 

10 min, ressuspendida em água destilada e novamente centrifugada sob as mesmas condições. 

Esta etapa foi realizada por duas vezes para a retirada de sais remanescentes do meio de 

cultivo que pudessem estar aderidos as células. A biomassa microalgal concentrada foi 
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congelada (-80 °C), liofilizada (48 h) e armazenada (-20 °C) para posterior caracterização 

(ROSA et al., 2018). 

 

2.5.1 Determinação de proteínas, carboidratos e lipídios 

 

A concentração de proteínas foi determinada de acordo com o método proposto 

por Lowry et al. (1951), a partir do pré-tratamento térmico e alcalino da biomassa microalgal. 

Os teores de carboidratos do extrato da biomassa e lipídios na biomassa foram determinados 

de acordo com os métodos propostos por Dubois et al. (1956) e Folch, Lees e Stanley (1957), 

respectivamente. O teor de umidade na biomassa foi determinado de acordo com a AOAC 

(2000). 

A produtividade de carboidratos e lipídios (PCarboidratos ou PLipídios, mg L-1 d-1) nos 

cultivos foi calculada de acordo com a Equação PM = (Pf * fm), onde Pfinal (mg L-1 d-1) é a 

produtividade final de biomassa, fmacromolécula (mgCarboidratos/Lipídios mgbiomassa-1) é a concentração 

de carboidratos ou lipídios na biomassa final. 

 

2.6 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 

As respostas foram avaliadas por análise de variância (ANOVA), seguida por 

teste de Tukey, com nível de confiança de 95%. 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 PERFIS DE CRESCIMENTO, PARÂMETROS CINÉTICOS, pH E CID NOS MEIOS 

CULTIVOS DE Spirulina sp. LEB 18 E Chlorella fusca LEB 111 

 

A água subterrânea salobra (AS) possui em sua composição sódio (Na), potássio 

(K), magnésio (Mg) e nitrogênio (N), sendo estes importantes para o metabolismo de 

microalgas (Tabela 1). Composição diferente de AS foram observadas por Duarte et al. (2020) 

quando verificaram concentrações inferiores de Na (0,83 g L-1), Mg (0,01 g L-1) e N (0,04 g L-

1), contudo, foi identificado similar teor de salinidade total (5,49 g L-1) e sólidos totais 

dissolvidos (4,67 g L-1). No presente estudo, os resultados dos experimentos de seleção 

demonstraram o potencial da utilização desta água como meio de cultivo (AS0) para produção 

de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 em até 7 d (Figura 2). Além disso, a 

suplementação em 25% das fontes de carbono, nitrogênio, fósforo, ferro e EDTA 
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dissódico/ácido cítrico dos meios Zarrouk/BG11 tornou-se a estratégia de cultivo mais 

promissora, quando comparada a suplementação com 50% destes componentes nutricionais. 

Isso pode ser observado pelos resultados de Pfinal, tanto nos cultivos de Spirulina sp. LEB 18, 

quanto nos de Chlorella fusca LEB 111 (Figura 2).  

 

Tabela 1- Composição e características físico-químicas da água subterrânea salobra (AS) 

Parâmetro AS LQ Método 
Sódio (Na) (g L-1) 1,5 < 0,25 SM-3120B 

Potássio (K) (g L-1) 0,01 < 0,25 SM-3120B 
Cálcio (Ca) (g L-1) 0,004 < 0,25 SM-3120B 

Magnésio (Mg) (g L-1) 0,41 < 0,25 SM-3120B 
Nitrato (NO3

-) (g L-1) 0,15 < 0,25 Cromatografia iônica 
Cloretos (Cl-) (g L-1) N.D < 1,00 Mohr 

Ferro (Fe) (g L-1) < 0,01 < 0,10 SM-3120B 
Fósforo total (P) (g L-1) N.D < 0,10 SM 4500 P 
Salinidade total (g L-1) 5,5 < 0,10 SM 2520 C 

Condutividade (mS cm-1) 9,83 < 1 SM 2510 A/B 
Alcalinidade HCO3

- (mgCaCO3 L-1) 630 < 2 SM 2320 A/B 
Alcalinidade CO3

2- (mgCaCO3 L-1) <LQ < 2 SM 2320 A/B 
Alcalinidade total (mgCaCO3 L-1) 630 < 2 SM 2320 A/B 

Dureza total (mgCaCO3 L-1) 1962,7 < 1 SM 2340 A/B/C 
Sólidos totais dissolvidos (g L-1) 4,91 < 1 SM 2540 C 

pH 8,4 
  LQ= Limite de Quantificação do método; SM= Standard Methods for the Examination of Water and 

Wastewater, 21st. Edition, 2005; ND= Não detectado 
 

A água subterrânea salobra (AS0) foi capaz de promover o crescimento de 

Spirulina sp. LB 18 em até 11º d (Xmáx= 1,22 g L-1) e de C. fusca LEB 111 (Xmáx= 0,92 g L-1) 

em até 9º d de cultivo (Figura 3a e 4a; Tabela 2) em cultivos conduzidos em FBRTv. Isso 

sugere que, nesses intervalos de tempos, ambas as microalgas podem prosperar em AS sem a 

suplementação das fontes de carbono, nitrogênio, fósforo, ferro e EDTA dissódico/ácido 

cítrico dos meios Zarrouk/BG11. A redução do crescimento de ambas as microalgas pode 

estar associada a baixas concentrações de nutrientes como nitrogênio e/ou limitação de 

fósforo combinado a elevada concentração de íons Na+, quando comparado aos meios de 

cultivo padrão (Tabela 1). Ao cultivar Spirulina sp. LEB 18 em concentrado de dessalinização 

com adição de 25% de todos os nutrientes do meio Zarrouk (salinidade total: 10,5 g L-1), Mata 

et al. (2020) observaram redução nos resultados de crescimento da microalga em apenas 9%, 

em comparação ao ensaio controle. Os autores destacaram que isso pode estar relacionada 
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com a alta concentração de sais encontrado no concentrado salino associado a 25% dos 

constituintes do meio de cultivo Zarrouk, resultando no estresse salino da microalga. 

Figura 2- Concentração máxima de biomassa (Xmáx) e produtividade final de biomassa (Pfinal) 
de Spirulina sp. LEB 18 (a) e Chlorella fusca LEB 111 (b) nos ensaios (teste) controle, AS50, 

AS25 e AS0. (a) - AS50 e AS25: água subterrânea salobra (AS) suplementada com 50% e 
25% das concentrações das fontes de C, N, P, Fe e EDTA do meio Zarrouk. (b) - AS50 e 

AS25: água subterrânea salobra (AS) suplementada com 50% e 25% das concentrações das 
fontes de C, N, P, Fe, EDTA e ácido cítrico do meio BG11; AS0: Água subterrânea salobra 

sem adição de nutrientes 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

O meio de cultivo Zarrouk comumente utilizado para o crescimento do gênero 

Spirulina (YUAN et al., 2018), quando comparado com AS apresenta concentração das fontes 

de N (NaNO3) ~12 vezes maior e de Na+ (NaCl), Ca2+ (CaCl2) e Mg (MgSO4) ~3,8, 7 e 20, 

vezes menor, respectivamente. Por outro lado, o meio BG-11 (RIPPKA et al., 1979), 

usualmente utilizado no cultivo do gênero Chlorella, possui concentração das fontes de N 

(NaNO3) ~7,3 vezes maior e de Na+ (NaNO3), Ca2+ (CaCl2) e Mg (MgSO4) ~3,7, 10 e 55, 

vezes menor, respectivamente. Além disso, o meio Zarrouk possui concentração total de sais 

de ~22,13 g L-1 (ZARROUK, 1966), enquanto o meio BG11 possui salinidade total de ~1,7 g 

L-1 (RIPPKA et al., 1979). Assim, a salinidade total da água subterrânea salobra (5,55 g L-1) 

utilizada para o cultivo das cepas pode não ter resultado em um impacto negativo nas células 

microalgais adaptadas, o que explica a ausência de uma fase de adaptação das culturas quando 

cultivadas em água salobra sem e com suplementação de nutrientes (Figura 3a e 4a; Tabela 1 

e 2). 
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A adição de 25% dos nutrientes na água subterrânea salobra (AS25) promoveu 

crescimento exponencial de Spirulina sp. LEB 18 em média de 3 d e crescimento linear até o 

15º d (Figura 4a; Tabela 1). Comportamento semelhante foi observado nos cultivos de C fusca 

LEB 111, apresentando 4 d de fase log e posterior crescimento linear até o 15º d (Figura 4a; 

Tabela 2). Os cultivos de Spirulina sp. LEB 18 na condição AS25 e controle apresentaram os 

maiores resultados (p < 0,05) de Xmáx, Pmáx, e Pfinal, além de maiores valores de µmáx e 

menores tg (Figura 3b; Tabela 2). O ensaio AS25 com C. fusca LEB 111 também resultou nas 

melhores respostas de crescimento da microalga, quando comparado a condição controle e 

AS0, apresentando Xmáx, e Pfinal 8,12 e 7,7% maiores que a condição controle (Figura 4b; 

Tabela 2). Resultados similares foram observados por Duarte et al (2020) quando cultivaram 

Spirulina sp. LEB 18 em água subterrânea salobra com adição de 25% de todos os 

componentes presentes no meio Zarrouk. Os autores verificaram resultados de Xmáx (0,94 g L-

1) e Pmáx (0,12 g L-1 d-1) similares a condição controle (1,07 g L-1; 0,15 g L-1 d-1) e reforçaram 

a significativa redução em 75% dos nutrientes.  

Ressaltamos o diferencial do presente estudo com a suplementação parcial da AS, 

a fim de estimular a utilização nutrientes existentes naturalmente nesta água. Nessa 

perspectiva, ausentamos a adição das fontes de potássio, sódio, cloreto, magnésio e cálcio dos 

meios preparados com AS, contribuindo assim para menor requerimento de nutrientes na 

realização dos cultivos de ambas as microalgas. 

Os perfis de pH para os ensaios realizados em água subterrânea salobra (AS25 e 

AS0) apresentaram valores na faixa de 9,1-10,7 para Spirulina sp. LEB 18 e 8,8-10,1 para 

Chlorella fusca LEB 111, sendo estes próximos aos ensaios controles (9-11 e 9,9-10,5, 

respectivamente) (Figura 3d e 4d). Isso evidencia pHs ideais aos processos metabólicos de 

cada microalga estudada. Cabe destacar que C. fusca LEB 111 apresenta crescimento 

favorável em pH alcalino (acima de 9,0). De acordo Duarte et al. (2017) isso pode ser 

justificado pela origem do seu isolamento partir de uma lagoa de sedimentação de cinzas de 

uma usina termoelétrica (pH acima de 9,0), o que a diferencia de outras cepas de Chlorella 

(crescimento favorável em pH próximo da neutralidade ~7,0 a 8,0).  

Com relação ao CID nas culturas de Chlorella fusca LEB 111, a água subterrânea 

salobra sem adição de nutrientes (AS0) apresentou maiores médias das concentrações de CID 

quando comparado a condição controle menores médias que AS25 (Figura 4c). Esta 

observação confirma esta água como fonte natural de carbono, o que a torna interessante ao 

metabolismo desta espécie de microalga. De acordo com Grobbelaar (2013), o bicarbonato é 

uma das formas preferidas de carbono absorvido por células microalgas. Nos cultivos 
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realizados com Spirulina sp. LEB 18, os ensaios AS0 e AS25 apresentaram as menores 

médias de CID, quando comparadas ao ensaio controle (Figura 3c). Isso já era esperado, uma 

vez que o meio de cultivo Zarrouk apresenta elevada concentração de bicarbonato (HCO3-) 

em sua composição.  

 

3.2 COMPOSIÇÃO PROXIMAL DA BIOMASSA 

 

Um dos interesses biotecnológicos atribuídos as espécies do gênero Spirulina e 

Chlorella justifica-se devido aos elevados teores de proteínas presentes na biomassa destas 

microalgas até 60% e 50% (m m-1), respectivamente (DUARTE al., 2016; ROSA et al., 2015). 

Entretanto, a composição bioquímica da biomassa destas microalgas pode variar de acordo 

com as condições de cultivo aplicadas que podem envolver alterações na luminosidade, 

temperatura, concentração de sais, pH e disponibilidade de nutrientes (GROBBELAAR, 

2013; LIM et al., 2021).  

 No presente estudo foi possível observar redução do conteúdo proteico na 

biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e C. fusca LEB 111 nos ensaios cultivados em água 

subterrânea salobra (AS25 e AS0) (Figura 5a). 

O mecanismo evidenciado por Mata et al. (2020) pode ter ocorrido no presente 

estudo, onde o conteúdo reduzido de proteínas na biomassa de Spirulina sp. LEB 18 cultivada 

em concentrado dessalinização de AS foi induzido pelo redirecionamento da energia 

disponível para um processo adaptativo de osmorregulação, frente a estresse osmótico e 

iônico, na produção de carboidratos.  

No presente estudo também foi verificado que os cultivos de C. fusca LEB 111 na 

condição experimental AS0 apresentou maior conteúdo lipídico, sendo observado incremento 

de 265,1%, em comparação ao ensaio controle (Figura 5a). Sob estratégia semelhante, o 

tratamento AS0 realizados com Spirulina sp. LEB 18 promoveu incremento de carboidratos 

em 224,3% e redução do conteúdo de lipídios de 64,0%, em comparação ao ensaio controle. 

Os carboidratos produzidos por microalgas apresentam função estrutural como constituintes 

da parede celular e juntamente com os lipídios atuam como componente de armazenamento 

dentro da célula. Quando expostas ao estresse osmótico, as células microalgais são induzidas 

a armazenar essas macromoléculas a fim de fornecer a energia (ATP) necessária para manter 

o seu metabolismo frente a condições adversas (CHURCH et al. 2017). De acordo com Shetty 

et al. (2019) a energia necessária à manutenção do equilíbrio osmótico é impulsionada pela 
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Figura 3- Perfil de concentração de biomassa (a), produtividade de biomassa (Px) (b), Carbono Inorgânico Dissolvido (CID) (c) e perfil de pH 
(d) de Spirulina sp. LEB 18 nos ensaios controle, AS0 e AS25. AS25: água subterrânea (AS) suplementada com 25% das concentrações de 

Zarrouk; AS0: Água subterrânea salobra sem adição de nutrientes 
                                        (a)                                                       (b).                                                        (c)                                                 (d) 
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Figura 4- Perfil de concentração de biomassa (a), produtividade de biomassa (Px) (b), Carbono Inorgânico Dissolvido (CID) (c) e perfil de pH 
(d) de Chlorella fusca LEB 111 nos ensaios controle, AS0 e AS25. AS25: água subterrânea salobra (AS) suplementada com 25% das 

concentrações dos nutrientes dos meios de cultivo BG11; AS0: Água subterrânea salobra sem adição de nutrientes 

                                        (a)                                                       (b).                                                        (c)                                                 (d) 
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Tabela 2– Resultados de concentração máxima de biomassa (Xmáx), produtividade final de biomassa (Pfinal) e produtividade máxima de biomassa 
(Pmáx), velocidade específica máxima de crescimento (μmáx) e tempo de geração (tg) dos cultivos de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 

111 nos ensaios controle, AS25 e AS0 

Spirulina sp. LEB 18 
Parâmetros  Controle AS25 AS0 
Xmáx (g L-1) 2,14a(15ºd) ± 0,03 2,16a(15ºd) ± 0,02 1,22b(11ºd) ± <0,01 

Pfinal (g L-1 d-1) 0,13a ± <0,01 0,13a ± <0,01 0,05b ± <0,01 
Pmáx (g L-1 d-1) 0,17a ± <0,01 0,17a ± <0,01 0,15b ± <0,01 

µmáx (d-1) 0,41a ± <0,01 0,40a ± 0,01 0,37b ± <0,01 
R2* 0,992 ± 0,002 0,984 ± 0,003 0,980 ± 0,004 

∆t **(d) 0-3 0-3 0-3 
tg (d) 1,70b ± 0,01 1,72b ± 0,02 1,86a ± <0,01 

Chlorella fusca LEB 111 
Parâmetros  Controle AS252 AS0 
Xmáx (g L-1) 1,47b(15ºd) ± < 0,01 1,60a(15ºd) ± 0,01 0,92c(9ºd) ± 0,01 

Pfinal (g L-1 d-1) 0,08b ± <0,01 0,09a ± <0,01 0,02c ± <0,01 
Pmáx (g L-1 d-1) 0,12a ± 0,02 0,13a ± <0,01 0,11b ± <0,01 

µmáx (d-1) 0,25c ± <0,01 0,29a ± <0,00 0,26b ± <0,01 
R2* 0,974 ± 0,011 0,989 ± 0,002 0,985 ± 0,005 

∆t **(d) 0-4 0-4 0-4 
tg (d) 2,76a ± 0,01 2,40c ± 0,02 2,66b ± 0,01 

Letras minúsculas sobrescritas iguais na mesma linha, para o mesmo parâmetro, indicam que as médias não diferem estatisticamente ao nível de 95% de confiança (p > 0,05); 
*Coeficiente de determinação da regressão linear aplicada à fase logarítmica de crescimento no perfil ln X versus t; **Δt: início-fim da fase exponencial de crescimento. 

AS25: água subterrânea salobra (AS) suplementada com 25% das concentrações dos nutrientes dos meios de cultivo Zarrouk e BG11, respectivamente, AS0: Água 
subterrânea salobra sem adição de nutrientes. (d) tempo em que foi obtida a máxima concentração celular. 
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Figura 5- Concentração de proteínas, carboidratos e lipídios (em base seca) (%, m m-1) (a) e produtividade de carboidratos e lipídios (mg L-1 d-1) 
da biomassa de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 nos ensaios controle, AS25 e AS0 (b). AS25: água subterrânea salobra (AS) 

suplementada com 25% das concentrações dos nutrientes dos meios de cultivos Zarrouk e BG11; AS0: Água subterrânea salobra sem adição de 
nutrientes 

                (a)                                                                                                                        (b) 
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elevada concentração de Na+ extracelular, assim as células microalgais facilitam processos de 

extrusão de Na+ sob energia intensa para manter os processos metabólicos celulares.  

Segundo Church et al. (2017) a partir dessa tensão osmótica, as célulasmicroalgais 

são estimuladas a acumular osmorreguladores como lipídios e carboidratos no interior das 

células. Toyoshima et al. (2014) observam aumento na reserva de carboidratos em até 52% na 

biomassa de Spirulina platensis cultivada em água salobra resultante da diluição de água do 

mar em água doce (salinidade de 7,9‰) em comparação ao controle realizado em água doce. 

Os autores atribuem esse acúmulo a produção de osmorreguladores como carboidratos de 

baixo peso molecular como descrito também por Pancha et al. (2015) e Leema et al. (2010). 

Taher et al. (2014) cultivando Chlorella sp. em uma salinidade de 460 mM obtiveram 

concentração e produtividade de lipídios 50 e 65% maiores, respectivamente, do que quando 

cultivada em salinidade de 0,49 mM. Os pesquisadores atribuíram esse incremento lipídico ao 

aumento da salinidade do meio. 

Em particular, cepas de Spirulina e Chlorella foram capazes de suportar altas 

concentrações das fontes de Na entre 5-20 g L-1 (DUARTE et al., 2020; SAHLE-DEMESSIE; 

HASSAN; BADAWY, 2019). Isto sugere que, no presente estudo, a concentração das fontes 

de Na (1,5 g L- 1) em ambos os cultivos, quando comparado a condição controle (≤ 1 g L- 1) 

não deve ser considerada como uma condição isolada indutora de estresse osmótico e capaz 

de ter desencadeado o acúmulo de carboidratos/lipídios nas células das microalgas. Assim, o 

efeito sinérgico promovido pela maior concentração das fontes Na, Mg e Ca e limitação de N 

e P em AS, comparado aos meios padrão, parece melhor justificar a indução ao estresse na 

produção desses osmorreguladores intracelulares em ambas as cepas (Tabela 1).  

O N é essencial na síntese de proteínas, enquanto o P é o principal responsável 

pela transferência de energia e síntese de ácido nucléico (GROBBELAAR, 2013). A limitação 

destes componentes em conjunto a elevada concentração de NaCl tem estimulado a produção 

de lipídios por espécies de Chlorella (OTAKI et al., 2019) e carboidratos em Spirulina 

(MARGARITES et al., 2017; MARKOU et al., 2012b). No presente estudo a concentração de 

Ca2+ dos meios elaborados em água salobra foi aproximadamente 10 vezes maior que a do 

meio BG11 padrão, o que possivelmente contribuiu para o aumento da concentração de 

lipídios na biomassa de C. fusca LEB 111. Srivastava et al. (2017) observaram aumento no 

teor de lipídios de 12,6 para 40,02% na microalga Chlorella sorokiniana CG12(KR905186) 

ao aumentar a concentração de Ca2+ no meio em 5 vezes. Os autores sugerem que o Ca2+ tem 

um papel importante em sinalizar caminhos metabólicos para acúmulo de lipídios neutros 

como uma resposta ao estresse osmótico causado. 
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Cabe ressaltar que no presente estudo, ainda que cultivada sob as mesmas 

condições experimentais, a microalga Spirulina sp. LEB 18 acumulou carboidratos na sua 

biomassa e Chlorella fusca LEB 111 lipídios (Figura 5a). Pesquisas anteriores reforçam a 

preferência de espécies dos gêneros Spirulina e Chlorella em acumular carboidratos e 

lipídios, respectivamente, quando expostas a condições de estresse similares ao presente do 

estudo (DUARTE et al., 2020; MATA et al., 2020; MATOS et al., 2014; MATOS et al., 

2015b; TOYOSHIMA et al. 2014; VOLKMANN et al., 2008). Isso pode ser justificado pela 

diferença nas características fisiológicas específicas às espécies dos gêneros Spirulina e 

Chlorella. Estudos reportam a capacidade da microalga Chlorella em acumular lipídios na 

forma de triacilglicerol como principal agente osmorregulador intracelular, uma vez que sua 

síntese demanda menor custo energético comparado aos demais osmorreguladores 

(ERDMANN; HAGEMANN, 2001; KIM et al., 2016; METHA et al., 2018; PANDIT et al., 

2017). Esse acúmulo de glicerol é viável pela ocorrência de esteróis na membrana celular dos 

eucariotos, os quais tornam a membrana menos permeável e facilitam o aprisionamento do 

glicerol no meio intracelular (ERDMANN; HAGEMANN, 2001; SENKIV et al., 2020). 

Segundo Kim et al. (2016) e Salama et al. (2013), o aumento na concentração de glicerol está 

associado ao acúmulo de lipídios na biomassa como os triacilglicerol. Por outro lado, por ser 

procarionte, a cianobactéria Spirulina não possui a capacidade de acumular glicerol como 

osmorregulador, uma vez que não possui esteróis na membrana celular nem cloroplastos 

(SINGH et al., 2020), organela atuante na síntese deste metabólito nas microalgas eucariontes 

(SENKIV et al., 2020). Para esse micro-organismo é mais vantajoso acumular carboidratos de 

baixo peso molecular frente estresse osmótico, principalmente: glicosilglicerol e trealose 

(VONSHAK et al., 1988). 

Os ensaios AS0 realizados tanto com Spirulina sp. LEB 18 quanto Chlorella fusca 

LEB 11, mesmo apresentando redução da produtividade de biomassa (11º d e 9º d de cultivo, 

respectivamente), resultaram em estratégias interessantes na obtenção de carboidratos/lipídios 

(Tabela 2; Figura 3a - 4a). De acordo com Chu et al. (2013) a elevada produtividade dos 

metabólitos produzidos por microalgas viabiliza sua competência comercial. Nesse contexto, 

o presente estudo destaca a condição AS0 que, ainda sem adição de nutrientes, promoveu 

elevada produtividade final de lipídios (13,50 mg L-1 d-1) por C. fusca LEB 111, bem como 

elevada produtividade de carboidratos (35,33 mg L-1 d-1) por Spirulina sp. LEB 18, maior que 

a condição controle (12,79 e 27,50 mg L-1 d-1, respectivamente) (Tabela 2; Figura 5a). 

Portanto, nossos resultados indicam a condição AS0 para obtenção de biomassa com elevado 

teor e produtividade de carboidratos/lipídios em cultivos de C. fusca LEB 111 e Spirulina sp. 



106 

LEB 18, favorável para a produção de biocombustíveis. Assim, foi possível evidenciar a 

possibilidade de cultivar dois gêneros de microalgas em água subterrânea salobra sem a 

necessidade de adição de nutrientes e produção de carboidratos e lipídios em concentrações 

superiores aos sistemas convencionais que utilizam água doce e maiores quantidade de 

nutrientes. 

 

4 CONCLUSÃO  

 

O emprego de água subterrânea salobra sem adição de nutrientes resultou em 

maiores valores de produtividade de carboidratos (35,33 mg L-1 d-1) no cultivo de Spirulina 

sp. LEB 18 e elevada produtividade de lipídios (13,50 mg L-1 d-1) em culturas de Chlorella 

fusca LEB 111, em relação aos ensaios controle. Estes resultados apresentam uma alternativa 

inovadora na utilização da água subterrânea salobra como meio de cultivo, viável não só para 

a produção de biomassa de Spirulina e Chlorella, como também de biomoléculas 

(carboidratos e lipídios) promissores para a indústria de biocombustíveis. 
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CONCLUSÃO GERAL 

O cultivo de Spirulina sp. LEB 18 em água do mar sem adição de nutrientes 

apresentou crescimento (Xmáx = 2,17 g L-1) e aumento no teor e produtividade de carboidratos 

em 203% e 52%, respectivamente, quando comparado aos cultivos controle em água doce. O 

cultivo de Chlorella fusca LEB 111 em água do mar com 50% das concentrações de todos os 

nutrientes (AM50T) resultou em elevadas produtividades de biomassa (Pmax: 149,4 mg L-1 d-

1), lipídios (16,60 mg L-1 d-1) e carboidratos (44,47 mg L-1 d-1). Além disso, a microalga foi 

capaz de reduzir as concentrações de Ca (~60%), P (97,3%) e NO3 (41,5%) do meio de 

cultivo e produzir biomassa com teores de ácidos graxos saturados (40%, m m-1) e poli-

insaturados (58%, m m-1) favoráveis à produção de biodiesel.  

Os cultivos de Spirulina sp. LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 em água 

subterrânea salobra sem adição de nutrientes (AS0) mostrou como a melhor estratégia para 

promover  o crescimento (Xmáx = 1,22(11ºd) g L-1 e 0,92(9ºd) g L-1, respectivamente) e elevar o 

teor (68,1% m m-1) e produtividade de carboidratos (35,33 mg L-1 d-1) na biomassa de 

Spirulina sp. LEB 18 e aumentar o teor (56,45% m m-1) e produtividade de lipídios (13,50 mg 

L-1 d-1) em C. fusca LEB 111, quando comparados às condições controle. Portanto, o presente 

trabalho demonstrou o desenvolvimento de cultivos dos gêneros Spirulina e Chlorella com 

caráter mais ambientalmente sustentável por meio do emprego de água do mar e subterrânea 

salobra como fonte de água e de nutrientes. Além disso, evidenciou estratégias de cultivo sob 

menor demanda de nutrientes, podendo desta forma contribuir para minimizar os custos com a 

produção de biomassa e somado a isso obter biomassa com elevado teor de carboidratos e 

lipídios, promissores para a produção de biocombustíveis. 
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RESÍDUOS GERADOS E DESTINO 

 

Os resíduos gerados no desenvolvimento da presente tese correspondem aos 

meios de cultivo após recuperação de biomassas das microalgas estudadas, sais de 

precipitação obtidos após etapa de pré-tratamento da água do mar utilizada, bem como 

solventes empregados nas análises de extração dos biocompostos presentes nas biomassas 

microalgais. Todos os resíduos químicos e biológicos foram devidamente envazados, 

identificados, armazenados e segregados para unidade receptora de resíduos da Universidade 

Federal do Rio Grande e posteriormente destinados à empresa especializada para adequado 

tratamento e descarte. 

 

SUGESTÓES PARA TRABALHOS FUTUROS 

 

1 Avaliar o efeito sinérgico de diferentes concentrações de Na, Cl, P, N, C, Ca e Mg no 

crescimento, biorremediação e composição química da biomassa de gêneros de Spirulina sp. e 

Chlorella fusca sob estratégias semelhantes às do presente estudo; 

2 Analisar o potencial da salinidade da água do mar e subterrânea salobra no processo de 

floculação das células das microalgas de modo a minimizar os custos na recuperação da 

biomassa microalgal. 

3 Avaliar a redução nos custos totais de produção de biomassa obtidas de estratégias 

semelhantes às do presente estudo; 

4 Analisar a toxicidade da biomassa final de Spirulina e Chlorella cultivadas sob estratégias 

semelhantes às do presente estudo, a fim de verificar suas possíveis aplicações no setor de 

alimentos, aquicultura e de nutracêuticos. 

5 Realizar cultivos com espécies de Spirulina e Chlorella em água do mar/água subterrânea 

salobra, sem adição de nutrientes até obtenção da concentração máxima de biomassa, 

analisando seu potencial na produção de carboidratos e lipídios  

6 Observar o potencial de filtro biológico de Spirulina e Chlorella no tratamento de água 

subterrânea salobra como alternativa aos métodos de dessalinização convencionais. 

7 Estudar a viabilidade da ampliação de escala dos cultivos de Spirulina sp. e Chlorella em 

água do mar e subterrânea salobra, sem adição de nutrientes, realizando ciclos de renovação 

da água.  
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8 Verificar o potencial dos carboidratos e lipídios microalgais na produção de etanol e 

biodiesel  
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APÊNDICES 

Apêndice 1- Composição e características físico-químicas do meio de cultivo controle (Zarrouk) e ensaios AM100, AM50 e AM25 
Parâmetros LQ Controle AM1001 AM502 AM253 

Sódio (Na) (g L-1) < 0,00025 4,54 9,40 8,80 8,35 

Potássio (K) (g L-1) < 0,00025 0,89 0,80 0,64 0,44 
Cálcio (Ca) (g L-1) < 0,00025 0,009 0,03 0,03 0,01 

Magnésio (Mg) (g L-1) < 0,00025 0,02 0,34 0,36 0,34 
Nitrato (NO3

-) (g L-1) < 0,00025 1,79 1,80 1,10 0,56 
Cloretos (Cl-) (g L-1) < 0,001 0,92 14,32 13,83 11,95 

Ferro (Fe) (g L-1) < 0,0001 0,002 0,001 0,001 0,001 
Fósforo total (P) (g L-1) < 0,0001 0,14 0,04 0,04 0,02 
Salinidade total (g L-1) < 0,10 17,27 44,35 44,55 42,48 

Condutividade (mS cm-1) < 1,0 28,0 68,2 65,2 62,7 
Alcalinidade HCO3

- (mgCaCO3 L-1) < 0,002 5880 8140 9230 8720 
Alcalinidade CO3

2- (mgCaCO3 L-1) < 0,002 4840 3660 2070 2610 
Alcalinidade total (mgCaCO3 L-1) < 0,002 10700 11800 11300 11300 

Total hardness (mgCaCO3 L-1) < 0,001 18820 38796 36237 34423 
Total dissolved solids (g L-1) < 1,0 14,00 46,69 32,74 28,87 

pH  9,6 9,0 9,1 9,4 
LQ: Limite de Quantificação do método. SM: Standard Methods for the Examination of Water and Wastewater, 21st. Edition, 2005; 1-3 Água do mar suplementada com100% 

(AM100), 50% (AM50) e 25% (AM25) das concentrações de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), ferro (FeCl3.6H2O) e EDTA dissódico que compõem o meio de cultivo 

Zarrouk 
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Apêndice 2-Morfologia das células de Spirulina sp. LEB 18 nos ensaios controle, 
AM100, AM50, AM25 e AM0 (ampliação 100 x)  
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Apêndice 3 - Morfologia de Chlorella fusca LEB 111 dos ensaios controle, AM100P, 
AM50P, AM100T, AM50T e AM0. (ampliação 50x). AM100P, AM50P: com 50% (AM50P) 
e 100% (AM100P) das concentrações das fontes de nitrogênio (NaNO3), fósforo (K2HPO4), 

ferro (C6H5FeO7.H2O), EDTA dissódico e ácido cítrico (C6H8O7) presentes no meio de 
cultivo BG11; AM100T e AM50T: AM suplementada com 100 (AM100T) e 50% (AM50T) 

de todos os nutrientes do meio BG11; AM0: Água do mar sem adição de nutrientes 
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Apêndice 4 – Fotos dos cultivos de Spirulina sp LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 em água 
do mar (AM) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Apêndice 5 - Fotos dos cultivos de Spirulina sp LEB 18 e Chlorella fusca LEB 111 em água 
subterrânea salobra (AS) 

 

 

 

 


