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RESUMO 

 
Microalgas são microorganismos fotossintetizantes, de grande interesse para aplicações 

biotecnológicas e em especial na indústria de alimentos. Já que produzem compostos bioativos como 

proteínas, carboidratos, lipídios, pigmentos, polissaarídeos, dentre outros. O presente estudo teve como 

objetivo a extração de compostos bioativos de biomassa de microalgas, buscando a redução de custos 

do cultivo de microalgas através da utilização de resíduos agroindustriais como meios alternativos como 

também o cultivo em larga escala de uma microalga para assim aumentar a produção de compostos de 

interesse. Foram cultivadas 8 espécies de microalgas: Xanthonema sp.; Ankistrodesmus falcatus; 

Actinastrum hantzschii; Monoraphidium arcuatun; Spirulina máxima; Spirulina platensis;Scenedesmus 

ecornis;e Kirchneriella concorta em meios alternativos preparados a partir de: biocomposto de hortifruti 

(BH), resíduo de malte (RM), fécula de mandioca (FE) e uma mistura de biocomposto de hortifruti e 

resíduo de malte (MIX). E ainda resíduo de malte de cevada e /ou biocomposto de hortifruti substituindo 

em diferentes concentrações o meio sintético. Após a investigação inicial da relação meio alternativo 

mais adequado para cada microalga realizada com balões de 250 mL e observando o melhor crescimento 

através da curva de crescimento comparando com o meio sintético. Foi realizado o cultivo das 

microalgas com os meios pré-definidos em escala laboratorial para obtenção de biomassa com balões 

de 6L contendo 5L de meio em condições controladas para se obter biomassa para realização das 

análises. As 8 espécies estudadas demonstraram diferentes respostas de crescimento em cada um dos 

meios testados. As melhores respostas foram observadas para Scenedesmus ecornis, com maior 

resultado para o cultivo no meio alternativo com biocomposto de hortifrut na concentração de 1%. A 

Scenedesmus ecornis (D545BH), apresentou maior rendimento em biomassa (583 mg.L-1) e maior 

produtividade (41,6 mg.L-1) dentre todas as espécies. O Teor mais significativo de proteínas foi 

observado para a Spirulina platensis cultivada em meio com resíduo de malte de cevada com 56,5 g 

100g-1.Os níveis mais altos de carboidratos foram encontrados na Xanthonema sp. (D464WC) cultivada 

em meio MIX (38,8 g 100g-1). As maiores concentrações lipídicas foram observadas nos cultivos de 

Actinastrum hantzschii (D467WC-BH) com 24 g 100g-1 e na Monoraphidium arcuatun (D459WC-RM) 

25 g 100g-1. Variações nas composições de ésteres foram observadas em todas as espécies quando 

cultivadas em diferentes meios, embora, em geral ocorreram maiores concentrações de estéres 

polinsaturados e monoinsaturados. A espécie Xanthonema sp. (D464WC) cultivada em meio mix foi a 

que obteve o maior teor de polissacarídeo (15%). Seguida da espécie Scenedesmus ecornis (D545WC), 

cultivada em meio BH obteve 13,1%. Os teores de ficocianina foram mais elevados independente 

do método de extração para Spirulina platensis e não houve diferença significativa entre o meio 

alternativo e controle. A Scenedesmus ecornis foi cultivada em fotobiorreator com 2.000L de 

capacidade com o meio de biocomposto de hortifruti e o cultivo se mostrou eficiente durante as 

diferentes fases de crescimento. Pois permitiu crescimento celular satisfatório durante as fases. Os 

maiores teores proteicos foram encontrados durante a fase estacionária. Diferente dos teores de 

carboidratos e lipídios que foram superiores na fase de declínio, quando também houve uma diminuição 

do teor de nitrato e fosfato da cultura. Durante a fase de declínio também houve uma maior produção de 

ácidos graxos mono e polinsaturados e também um maior acúmulo de polissacarídeo independente do 

tipo de extração. Ainda ocorreu, um maior acúmulo de EPS durante a mesma fase. Os resultados destas 

produções cientificas indicam que as microalgas podem ser consideradas fontes de compostos com 

propriedades bioativas importantes que possuem potencial para serem utilizados pela indústria de 

alimentos. E ainda a Scenedesmus ecornis possui potencial para ser cuiltivada com biocomposto de 

hortifruti em larga escala e produzir compostos de interesse. 

 

Palavras-chave: microrganismos fotossinteizantes; resíduos; bioativos. 
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ABSTRACT 

 

Microalgae are photosynthetic microorganisms of great interest for biotechnological 

applications and especially in the food industry. Since they produce bioactive compounds such 

as proteins, carbohydrates, lipids, pigments, polysaccharides, among others. The present study 

aimed to extract bioactive compounds from microalgae biomass, seeking to reduce the costs of 

microalgae cultivation through the use of agro-industrial residues as alternative means as well 

as the large-scale cultivation of a microalgae to increase the production of compounds of 

interest. Eight species of microalgae were cultivated: Xanthonema sp.; Ankistrodesmus 

falcatus;Actinastrum hantzschii; Monoraphidium arcuatun; Spirulina maximum; Spirulina 

platensis;Scenedesmus ecornis;and Kirchneriella concorta in alternative media prepared from: 

hortifruti biocompost (BH), malt residue (RM), cassava starch (FE) and a mixture of hortifruti 

biocompost and malt residue (MIX ). And still barley malt residue and/or hortifruti biocompost 

substituting in different concentrations the synthetic médium. After the initial investigation of 

the most suitable alternative medium ratio for each microalgae performed with 250 mL flasks 

and observing the best growth through the growth curve comparing with the synthetic medium. 

Microalgae culture was carried out with pre-defined media on a laboratory scale to obtain 

biomass with 6L flasks containing 5 L of medium under controlled conditions to obtain biomass 

for analysis. The 8 species studied showed different growth responses in each of the tested 

media. The best responses were observed for Scenedesmus ecornis, with greater results for 

cultivation in the alternative medium with vegetable biocomposite at a concentration of 1%. 

Scenedesmus ecornis (D545BH) showed the highest biomass yield (583 mg.L-1) and highest 

productivity (41.6 mg.L-1) among all species.The most significant protein content was observed 

for Spirulina platensis grown in a medium with barley malt residue with 56.5 g 100g-1 . The 

highest levels of carbohydrates were found in Xanthonema sp. (D464WC) grown in MIX 

medium (38.8 g 100g-1).The highest lipid concentrations were observed in cultures of 

Actinastrum hantzschii (D467WC-BH) with 24 g 100g-1 and in Monoraphidium arcuatun 

(D459WC-RM) 25 g 100g-1 .Variations in ester compositions were observed in all species when 

cultivated in different media, although, in general, there were higher concentrations of 

polyunsaturated and monounsaturated esters. The species Xanthonema sp. (D464WC) grown 

in mix medium had the highest polysaccharide content (15%). Followed by the species 

Scenedesmus ecornis (D545WC), cultivated in BH medium, obtained 13.1% Phycocyanin 

levels were higher regardless of the extraction method for Spirulina platensis and there was no 

significant difference between the alternative and control medium. A Scenedesmus ecornis was 

cultivated in a photobioreactor with a capacity of 2,000L with the vegetable biocomposite 

medium and the cultivation proved to be efficient during the different growth phases. It allowed 

satisfactory cell growth during the phases. The highest protein contents were found during the 

stationary phase. The highest protein contents were found during the stationary phase. Different 

from the levels of carbohydrates and lipids, which were higher in the decline phase, when there 

was also a decrease in the nitrate and phosphate levels of culture. During the decline phase, 

there was also a greater production of mono- and polyunsaturated fatty acids and a greater 

accumulation of polysaccharide regardless of the type of extraction. There was still a greater 

accumulation of EPS during the same phase. The results of these scientific productions indicate 

that microalgae can be sources of compounds with important bioactive properties that have the 

potential to be used by the food industry. And yet Scenedesmus ecornis has the potential to be 

cultivated with hortifruti biocompost on a large scale and produced of interest. 

 

 

 
Keywords: photosynthetic microorganisms;residue; bioactive. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 
À medida que a população cresce, a demanda por alimentos cada vez mais nutritivos e 

produtos relacionados à saúde humana, aumenta. Esta tendência está relacionada a evidências 

científicas que apoiam uma ligação entre dieta e saúde. Com o desenvolvimento de alimentos 

e ingredientes funcionais é evidenciado um novo momento tornando o alimento um promotor 

de saúde na medida em que auxilia na prevenção das doenças como doenças cardiovasculares, 

câncer, diabetes, obesidade e osteoporose, da longevidade e da qualidade de vida (MATOS et 

al., 2017; RAMIREZ, 2015). 

Portanto, os consumidores tendem a consumir produtos naturais produzidos a partir de 

recursos naturais considerados não tóxicos, e uma das alternativas são as microalgas. Já existem 

produtos emergentes baseados em microalgas, derivados de Chlorella sp. e Spirulina sp. no 

mercado de diferentes setores da indústria, como alimentos e bebidas, nutracêuticos 

farmacêuticos e ainda suplementos alimentares (YING et al., 2020; POOJARY et al., 2016). 

A produção de biomassa de microalgas não requer terras aráveis, e ainda possuem alta 

produtividade de biomassa em curto período de tempo. Muitas espécies podem ser cultivadas 

em águas salinas, reduzindo o impacto sobre a utilização da água potável ou ainda podem ser 

cultivadas em águas residuais ricas em nutrientes (BEACHMAN et al.,2017). A formulação de 

meios de cultivo baseados em resíduos diversos se mostra uma saída eficiente para diminuir os 

custos de produção de microalgas. Com a utilização de efluentes o custo com a formulação de 

meios de cultivo é mínimo, reduzindo assim o grande entrave do cultivo desses microrganismos 

(MIYAWAKI, 2014; CALIXTO et al., 2016). 

Desse modo, diversos estudos tem empregado substratos alternativos para elaboração 

de meios para o crescimento microalgal, como: água residual de processamento de mandioca 

(CARVALHO; BORGHETTI; CARTAS, 2018), esgoto doméstico (CALIXTO et al., 2016), 

vinhaça (CHOIX et al., 2018), águas residuais proveninete da industria de processamento de 

alimentos (LI et al., 2019), biocomposto de frutas e verduras (MEDEIROS et al., 2020; 

CALIXTO et al., 2016), água residual do soro de tofu (WANG et al., 2018). 

Assim, as características químicas das microalgas são fundamentais para a seleção das 

mais adequadas para aplicações específicas na tecnologia de alimentos (BATISTA et al., 2013; 

MATOS et al., 2017). Sendo uma potencial fonte de uma vasta de gama de compostos de alto 

valor biológico tais como ácidos graxos poliinsaturados, pigmentos como clorofilas, 
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carotenóides e ficobiliproteinas, polissacáridos, proteínas, entre outros (FRANCES; ONATE, 

2018; SINGH et al., 2020). 

A seleção de espécies de microalgas ainda pouco exploradas com perfis nutricionais 

equilibrados é fundamental para o desenvolvimento de novos alimentos. Uma caracterização 

físico-química detalhada das microalgas e de seus compostos bioativos é uma etapa essencial 

que permitirá determinar quais espécies serão mais adequadas para diferentes aplicações e 

finalidades. E ainda a utilização de resíduos agroindustriais como meio de cultivo de microalgas 

contribuindo para uma tecnologia eficiente e sustentável. 

Por esta razão, vale ressaltar a necessidade de mais estudos a respeito de compostos 

bioativos produzidos por microalgas e sua possível aplicação biotecnológica como fonte de 

ingredientes para produtos funcionais aumentando assim o interesse da indústria de alimentos 

por esses microrganismos. Nesse sentido, a presente pesquisa tem como objetivo a extração de 

compostos bioativos de biomassa de microalgas, buscando a redução de custos do cultivo em 

meios alternativos através de resíduos agroindustriais como também o cultivo em larga escala 

de uma microalga para assim aumentar a produção de compostos de interesse. 
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2 FUNDAMENTAÇÃO TEÓRICA 

2.1 MICROALGAS 

As microalgas são tipicamente organismos microscópicos autotróficos fotossintéticos 

unicelulares, encontrados naturalmente em água e ambiente marinho. Eles produzem 

compostos complexos, como lipídios, carboidratos e proteínas. A maioria das microalgas são 

microrganismos fotossintéticos sem os tipos distintos de células e órgãos que as plantas 

terrestres possuem. Eles usam o carbono do ar para a produção de energia (MOBIM; ALAM, 

2017). 

As microalgas podem ser classificadas de acordo com a sua cor: classe Chlorophyceae 

- algas verdes, classe Rhodophyceae - algas vermelhas, classe Cyanophyceae - algas azuis e 

classe Phaeophycae - algas castanhas (BEGUN et al., 2016). Sabe-se que existem entre 200 a 

800 mil espécies de microalgas (PÔJO, 2016). 

Em relação ao metabolismo as microalgas podem ser autotrófica, heterotrófica ou 

mixotrófica. A maioria é autotrófica e utiliza compostos inorgânicos (dióxido de carbono) como 

fonte de carbono. Estes microrganismos realizam fotossíntese, utilizam a energia solar como 

fonte de energia e o dióxido de carbono como fonte de carbono, formando a adenosina trifosfato 

(ATP) e oxigênio. As heterotróficas utilizam o carbono orgânico, sob a forma de glucose como 

fonte de energia. Já as mixotróficas, utilizam fontes de carbono orgânico ou inorgânico e 

também realizam a fotossíntese (GHASEMI et al., 2012; ANDRULEVICIUTE et al., 2014). 

O uso da biomassa de microalgas como alimento é uma prática tradicional, 

especialmente na Ásia e na América do Norte. Por volta de 1950, as microalgas foram 

consideradas promissoras candidatas ao suprimento de proteínas nas cadeias alimentares 

humanas. Culturas comerciais de microalgas foram iniciadas no início de 1960 (Chlorella sp.), 

seguido pela Arthospira sp. em 1970. Neste período, a proteína foi o principal produto 

direcionado à indústria, com aplicações ligadas aos alimentos. Já na década de 1980, a produção 

de pigmentos surgiu através do cultivo de Dunaliella e Haematococcus voltada para β-caroteno 

e astaxantina como aditivo alimentar e alimentação animal. No início dos anos 90, iniciou a 

produção de ácidos graxos poliinsaturados com foco no ácido docosahexaenóico (DHA) e no 

ácido eicosapentaenóico (EPA) para uso em rações para aquicultura e enriquecimento de 

produtos nutricionais. Instalações comerciais para a produção de microalgas estão em todo o 

mundo. Taiwan, Japão, EUA, China, Brasil, Espanha, Israel, Alemanha e Mianmar são os 

principais produtores da biomassa de microalgas e produtos derivados (RAMIREZ et al., 2018). 

A composição bioquímica das microalgas pode ser manipulada modificando as 

condições de cultura e o estresse ambiental para induzir os microrganismos a produzir altas 
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concentrações de biocompostos de interesse. Além disso, as microalgas não exigem terras 

aráveis podendo ser cultivadas em regiões onde a mudança no uso da terra não é uma 

preocupação (VAZ et al., 2016). 

 
2.2 SISTEMAS DE CULTIVO 

A produção de biomassa de microalgas geralmente ocorre em lagoas abertas ou 

fotobiorreatores fechados. Os sistemas abertos (Figura 1) (pistas e lagoas circulares) são mais 

baratos e fáceis de construir e operar; por isso são escolhidos principalmente para cultivo em 

larga escala. Porém, muitas vezes dependem das condições climáticas, têm um controle ruim 

dos parâmetros de cultura (temperatura, pH, dentre outros), e são propensos à contaminação 

com outros microrganismos (PINTO et al., 2021). 

 

Figura 1. Sistemas abertos para produção de biomassa de microalgas 
 

A  B 

A-lagoas CentrePivot para a cultura de Chlorella em Yaiwan; B-Lagoas de Dunaliella salina 

de Cognis, Austrália Ocidental. Fonte: Wageningen UR. 

 

Os sistemas fechados, comumente chamado de fotobiorreatores (Figura 2) geralmente 

apresentam altos custos de implementação, operação e manutenção, porém podem ser 

otimizados para atingir maiores taxas de produção, já que através deste tipo de sistema, é 

possível ter um maior controle dos parâmetros de cultivo, além da redução do risco de 

contaminações (GROSS et al.,2013). Ainda possuem menores perdas de água por evaporação, 

a maior facilidade para coleta de biomassa, pois se concentra em menores volumes de meio de 

cultura; a menor necessidade de espaço e ainda maior facilidade de aproveitar o meio de cultura 

(ANDRADE; COLOZZI FILHO, 2014). 

Os diferentes formatos dos fotobiorreatores têm características próprias e são 

apropriados para diferentes locais de cultura, condições, espécies de microalgas, requisitos e 
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propósitos econômicos (TING et al., 2017). Esses formatos vão desde tanques abertos ou 

fechados, colunas de bolhas, airlift, tubular (vertical, horizontal, inclinado ou espiral), 

combinações de mais de um fotobiorreator ou até ligado a projetos arquitetônicos (AMARAL 

et al., 2018). 

 
Figura 2. Fotobiorreatores para produção de biomassa de microalgas 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
A B 

A- Fotobiorreator em painel; B-Sistema tubular horizontal baseado em tubos plásticos 

flexíveis no sul da Espanha. Fonte: Wageningen UR. 

 

 
2.3 MEIOS DE CULTIVO 

Os meios para o cultivo de microalgas são constituídos por macronutrientes (carbono, 

oxigênio, hidrogênio, fósforo, cálcio, nitrogênio, silicato, enxofre e potássio) e pelos 

micronutrientes (ferro, cobre, molibdênio, zinco, manganês). Os macronutrientes são essenciais 

já que constituem as estruturas das biomoléculas, de membranas e do meio intracelular. Os 

micronutrientes participam de atividade das enzimas, que participam das vias metabólicas e 

organelas celulares (LOURENÇO, 2006). 

Quantidades de nitrogênio disponíveis na cultura alteram diretamente o crescimento 

celular. A limitação de nitrogênio na cultura de microalgas pode reduzir o crescimento e a 

produtividade de biomassa, embora aumentem a produção de carboidratos e lipídios (DALIRY 

et al., 2015). 

A formulação de meios de cultivo baseados em resíduos diversos se mostra uma saída 

eficiente para diminuir os custos de produção de microalgas. Com a utilização de resíduos o 

custo com a formulação de meios de cultivo é mínimo, reduzindo assim, o grande entrave do 

cultivo desses microrganismos (ALI et al., 2021). Assim, surge a necessidade de se utilizar 
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meios alternativos como fertilizantes químicos, esgotos domésticos e resíduos de efluente 

agroindustriais que possuem potencial para serem reutilizados em cultivo de microalgas, onde 

alguns desses resíduos são ricos em matéria orgânica podendo ser usados como fonte de 

nutrientes (ORTENZO et al., 2015) como o nitrogênio, fósforo, potássio, dentre outros 

(MONFET; UNC, 2017). 

A eficiência das microalgas com a utilização de resíduos depende da composição do 

resíduo e o resultado pode variar devido à sua natureza espécie-dependente (ANDREOTTI et. 

al., 2017; APANDI et al., 2018). Já que para o crescimento de microalgas precisa de carbono, 

nitrogênio e fósforo em uma proporção ideal. A Injeção de gases ricos em CO2, a diluição de 

águas residuais e suplementação de nutrientes em resíduos deficientes são necessários para 

preparar um meio de cultura baseado em águas residuais com uma relação C/N/P 

(Carbono/Nitrogênio/Fósforo). No entanto, como a relação C/N/P de um efluente específico 

pode não ser facilmente ajustada, uma cepa de microalga específica pode ser aclimatada ao 

efluente (WANG;ZHANG et al., 2022) 

Diante disso, diversos estudos tem relatado a utilização de substratos alternativos para 

elaboração de meios para o crescimento microalgal, como: como estrume de frango cru 

(CALIXTO et al., 2016), água residual de processamento de mandioca (CARVALHO; 

BORGHETTI; CARTAS, 2018), esgoto doméstico (KLIGERMAN; BOUWER, 2015; 

CALIXTO et al., 2016), vinhaça (CHOIX et al., 2018), resíduos de agricultura (AHMAD et 

al., 2021) águas residuais proveninete da industria de processamento de alimentos (LI et al., 

2019), biocomposto de frutas e hortaliças (MEDEIROS et al., 2020; CALIXTO et al., 2016). 

Assim, a produção de biomassa de microalgas a partir de efluentes industriais oferece a 

possibilidade de reciclar resíduos industriais para criar novas fontes de matérias-primas para 

uso de energia e ainda produtos de alto valor agregado (WOLLMAN et al., 2019; ALI et al., 

2021). Contribuindo para uma tecnologia eficiente e sustentável. Espera-se que o valor de 

mercado das commodities à base de microalgas se expanda em um futuro próximo e 

desenvolvimento contínuo dos processos relacionados ao cultivo de microalgas serão essenciais 

(ALI et al., 2021). 

 
2.4 APLICAÇÕES BIOTECNOLÓGICAS DAS MICROALGAS 

As microalgas são consideradas uma fonte promissora e viável de diversos produtos 

para aplicação nas indústrias nutracêutica, farmacêutica, cosmecêutica e química (SALAZAR 

et al., 2019; RANDHIR et al., 2020). 
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Podem ser usadas como ingredientes funcionais para aumentar o valor nutricional dos 

alimentos e, portanto, afetar favoravelmente a saúde humana, melhorando o bem-estar e a 

qualidade de vida, mas também reduzir os riscos de doenças (MATOS et al., 2017). A aplicação 

desses microrganismos se estende ainda em formulações para rações por conter principalmente 

proteínas, carboidratos, lipídios, vitaminas e antioxidantes. Assim, as microalgas possuem 

características para suplementação animal, podendo substituir componentes de origem animal 

ou atender as crescentes demandas de tais ingredientes (DINESHBABU et al.,2019). 

Plantas superiores como milho, batata e trigo são usadas para produção de 

biocombustível. No entanto, existem questões ambientais e econômicas relacionadas ao uso de 

terras férteis e plantas comestíveis para esses tipos de produções. As microalgas podem resolver 

essas questões éticas e sociais já que podem crescer em terras não agricultáveis (CAPRIO et 

al., 2016). Devido às limitações dos biocombustíveis de segunda geração, as microalgas 

receberam uma grande atenção entre os pesquisadores nas últimas décadas para produção de 

bioenergia sustentável (ALLY et al., 2017). Esses microrganismos podem ser incorporadas com 

a produção de outros bioprodutos como bioetanol através da digestão anaeróbica. Além disso, 

a biorrefinaria é uma possibilidade de melhorar o tratamento de águas residuais e gerar produtos 

com valor agregado a partir de fluxos de resíduos (JANKOWSKA et al., 2017). 

É amplamente reconhecido que os metabólitos de microalgas exibem uma ampla gama 

de atividades biológicas, como absorção de ultravioleta (UV), propriedades antioxidantes, 

antienvelhecimento, anti-manchas, anti-inflamatórias e antimicrobianas (SARTORI et al., 

2021). Alguns produtos derivados de microalgas estão disponíveis no mercado de cosméticos, 

e a biotecnologia de microalgas está atraindo mais atenção. Rótulos usam extrato de 

Nannochloropsis oculata e Dunaliella salina em alguns de seus produtos, como PEPHA ® - 

TIGHT CB ou PEPHA ® -CTIVE CB, para fornecer efeitos de firmeza da pele e estimular a 

proliferação celular (YARKENT et al., 2020). Ariede et al. (2017), propuseram que as 

microalgas Nannochloropsis sp., Chlorogloeopsis sp., P. tricornutum, Chlamydocapsa sp. e 

Chlorococcum sp. possuem propriedades cosmecêuticas, que previnem a foto-oxidação, 

hidratam a pele e os cabelos, podem funcionar como protetor solar, aumentam a estimulação de 

colágeno, clareiam a pele e a perda de cabelo e ainda podem reduzir a formação de rugas. 

Esses microrganismos também podem ser utilizados na agricultura por sua capacidade 

de enriquecer os nutrientes do solo e melhorar a utilização de macro e micronutrientes. Além 

de melhorar a fertilidade e a qualidade do solo, as microalgas também podem favorecer 

crescimento de plantas, polissacarídeos, compostos antimicrobianos e outros metabólitos para 

promover o crescimento das plantas (ALAM et al., 2020). 
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As águas residuais contêm grandes quantidades de Nitrogênio e Fósforo que podem ser 

utilizadas na produção em larga escala de biomassa de microalgas como meio alternativo 

podendo ser uma ferramenta eficaz como biorremediação natural e de baixo custo(KAMYAB 

et al., 2019; ODJADJARE et al., 2017). 

Já os fitoesteróis são compostos com benefícios biológicos conhecidos, como redução 

do colesterol, atividade antiinflamatória e até propriedades anticâncer. O mercado global de 

fitoesteróis deve atingir US $ 935 milhões até 2022. As fontes atuais de fitoesteróis advem 

principalmente de fontes vegetais terrestres. No entanto, prevê-se que essas fontes não sejam 

capazes de atender ao aumento da demanda até 2030. Sabe-se que as microalgas possuem 

potencial de obter fitoesteóis ambientalmente sustentáveis. O conteúdo de esterol de microalgas 

variam dentre as espécies e há poucos estudos sobre como manipular a cultura e condições para 

melhorar a produção de esterol em microalgas (RANDHIR et al., 2020). 

Por estas razões, as microalgas representam um recurso importante para o 

desenvolvimento de abordagens sustentáveis e ambientalmente amigáveis à agricultura, além 

de formar a base das redes alimentares, existe uma necessidade definida de criar maior 

conscientização e facilitar pesquisas aprofundadas para diversificar e intensificar suas 

aplicações nos próximos anos (RENUKA et al., 2018; VENKATESAN et al., 2015). 

 
2.5 COMPOSTOS BIOATIVOS EXTRAÍDOS DE MICROALGAS PARA APLICAÇÃO NA 

INDÚSTRIA DE ALIMENTOS 

 
O desenvolvimento de alimentos funcionais como objetivo para melhorar e manter a 

saúde representa um campo de pesquisa que vem sendo bastante explorado. Lípidos, proteínas, 

polissacarídeos, compostos fenólicos, carotenóides, entre outros bioprodutos obtidos a partir de 

microalgas podem ser usados como fonte de ingredientes para novos produtos funcionais 

(RAMIREZ-MÉRIDA et al., 2015; VAZ et al., 2016). 

Os extratos e/ou compostos isolados obtidos a partir de microalgas e algas marinhas 

podem ser utilizados como: i) conservantes e pigmentos (corantes, antimicrobianos); ii) 

melhorar o perfil nutricional e de saúde dos alimentos (compostos bioativos antioxidantes, 

ácidos graxos poliinsaturados, proteínas e aminoácidos essenciais, etc.); iii) melhorar as 

características tecnológicas dos produtos (emulsionantes, hidrocolóides, etc.). Além disso, o 

uso desses produtos também pode ter um grande interesse do ponto de vista farmacêutico 

(nutracêuticos), na biorefinaria, para o desenvolvimento de novos sistemas de embalagens 

plásticas biodegradáveis, etc (BARBA et al., 2015). 
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2.5.1 Proteínas 
 

A população mundial está em constante crescimento, o que significa aumento da 

demanda por proteínas. Até 2050, a população mundial deverá ser 9,7 bilhões de pessoas, 30% 

a mais do que o cenário atual, que já é o dobro do número de pessoas que o planeta consegue 

suprir de forma sustentável (NADATHUR et al., 2017). 

Diante disso, se faz necessário a busca por fontes alternativas proteicas para atender às 

necessidades alimentares. As fontes alternativas propostas são diversas e incluem bactérias, 

insetos e microalgas. Estes possuem alto teor de proteínas (>50%), propriedades nutricionais 

favoráveis e baixa alergenicidade (RITALA et al., 2017). A microalga Spirulina sp. é uma das 

mais ricas fontes de proteína de origem microbiana (55-70%) (LAFARGA et al., 2020). 

Em termos de conteúdo de aminoácidos, o valor nutricional de proteínas de várias 

microalgas, comparam-se favoráveis proteína de ovo, soja e trigo, bem como à OMS 

(Organização Mundial de Saúde) / requisitos da FAO (Food and Agriculture Organization of 

the United Nations) (SCHWENZEEIER et al., 2011; HAYES et al., 2017). A Spirulina sp. 

contém aminoácidos essenciais como isoleucina, leucina e valina, que apresentam alta 

digestibilidade (VAZ et al., 2016). 

Os produtos proteicos essenciais obtidos a partir de microalgas podem ser classificados 

com base no seu conteúdo protéico e no grau de refino, proteína de células integrais, 

concentrados de proteínas, isolados, hidrolisados e peptídeos bioativos. A proteína de célula 

inteira possui uma estrutura celular e de tecido intacta, é densa em proteínas e geralmente é 

consumida diretamente (por exemplo, sementes de plantas, células de microalgas inteiras). A 

proteína de células inteiras de microalgas contém aproximadamente 40-50% de proteína, mas 

as porcentagens variam de espécies e condições de crescimento. Em relação à aplicação-alvo, 

os ingredientes proteicos também são categorizados com base em suas propriedades 

nutricionais e funcionais. Essas últimas propriedades são desejadas na maioria das aplicações 

de alimentos, especialmente quando se trata de alimentos fortificados, batidos nutricionais e 

bebidas esportivas (SIERRA et al., 2018). 
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Figura 3. Classificação de produtos proteicos à base de microalgas relacionado ao seu conteúdo 

proteico. 
 

 

 
Isolados comerciais de proteína (> 90% de concentração de proteína) e concentrados (> 60%, <90% de 

pureza da proteína) Fonte: Sierra et al., 2018 

 

 
As propriedades funcionais das proteínas, por outro lado, contribuem para as 

propriedades físicas do produto alimentar. As propriedades mais comuns são emulsificação, 

estabilidade e capacidade de formação de espuma. Essas propriedades são determinadas pela 

interação proteína-proteína, bem como interação proteica com outras moléculas na solução. A 

emulsificação refere-se à capacidade de retenção de proteína do óleo e à estabilidade de 

emulsões óleo-em-proteína. A alta capacidade de emulsificação e estabilidade são desejadas em 

formulações de alimentos, como sopas e molhos. A formação de espuma refere-se à 

flexibilidade da proteína que permite a redução da tensão superficial para manter as bolhas de 

ar em suspensão. A capacidade de formação de espuma é uma propriedade desejada em cremes, 

pastas, entre outros. Os métodos utilizados para o processamento de proteínas conferem 

propriedades diferentes relacionados a digestibilidade, bioatividade, emulsificação e 

capacidade de formação de espuma do produto proteico (SIERRA et al., 2018). 

As ficobiliproteínas encontradas em cianobactérias, como Spirulina sp., Anabaena sp. 

e Oscillatoria sp., são proteínas coloridas, reconhecidas pelo seu grande número de aplicações 

de saúde e têm sido intensivamente investigado para esse fim. Essas proteínas incluem 

aloficocianina, ficocianina e fitoeritrina (BARKA; BLECKER et al., 2016). Além de 

desempenhar um papel importante no metabolismo de pigmentação das microalgas, as 

ficobiliproteínas também exibem algumas funções biológicas, como antioxidantes, 

anticarcinogênicos, antiinflamatórios, antiangiogênico e neuro e hepatoprotetor (CUELLAR- 

BERMUDEZ et al., 2015). As ficobiliproteínas têm alto valor comercial como corantes naturais 

voltada para indústria nutracêutica, cosmética e farmacêutica, bem como aplicações em 



25 
 

 

 

 

pesquisa clínica e biologia molecular (CHIONG et al., 2016) e como corantes naturais nas 

indústrias têxteis (OKOLIE et al., 2019). 

 

Tabela 1. Compostos e propriedades das Proteínas de espécies de microalgas 
 

Espécie Composto Propriedades Referências 

Chlorella vulgaris Peptídeo Nutricionais Xie et al., 2018 

Nostoc sp., Arthrospira 

platensis , 

Porphyridium 
purpureum 

Filicoproteinas Extração do produto 

com alto valor 

agregado 

Arashiro et al., 2020 

Porphyridium 

purpureum, 

Phaeodactylum 
tricornutum 

Hidrolisado Nutricionais Stack et al., 2018 

Dunaliella tertiolecta, 
Tetraselmis suecica, 

Nannochloropsis sp 

Hidrolisado Nutricionais Valenzuela et al., 

2017 

Vischeria helvética 

Spirulina sp. 

Spirulina sp., Chlorella 
  vulgaris  

Oligopeptideo 

Hidrolisado 

Peptídeo 

Nutricionais 

Tecnológicas 

Antioxidante 

Aburai et al., 2019 

Pereira et al., 2019 

Ahmed et al., 2018 

 

 

 
2.5.2 Carboidratos 

 

Polissacarídeos de microalgas são macromoléculas complexas e heterogêneas, 

constituídas de diferentes monossacarídeos e, em alguns casos, de grupos de ácido glucurônico 

e sulfato (SATHASIVAM et al., 2017). Os polissacarídeos produzidos por microrganismos 

podem ainda ser classificados segundo a sua localização na célula pelo que são usualmente 

divididos em três grupos, polissacarídeos que fazem parte da parede celular, polissacarídeos 

intracelulares, os quais são uma fonte de carbono e de energia para a célula, e polissacarídeos 

extracelulares (DONOT et al., 2012; BERNAERTS et al., 2019). 

Algumas microalgas possuem quantidade significativas de polímeros estruturais 

incluindo polissacarídeos, que podem atuar como texturizantes, estabilizantes ou emulsificantes 

na industria de alimentos. Essas aplicações ainda são pouco exploradas devido à grande 

diversidade de microalgas (BERNAERTS et al., 2019). Esses polissacarídeos são extraídos 

principalmente de plantas, como amido, pectinas e galactomananos, ou de algas, incluindo 

alginatos, ágares e carrageninas. Considerando que os polissacarídeos macroalgais são 

comercializados com sucesso como agentes espessantes e gelificantes em produtos 
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alimentícios, os polissacarídeos microalgais também vem recebendo atenção nesse contexto 

(BUONO et al.,  2014). 

E ainda, vários estudos explicitam que o polissacarídeo possui função antioxidante, 

antimicrobiana e até antitumoral (HAFSA et al., 2017; OLIVARRIA et al., 2018; CHEN et al., 

2016; FENG et al., 2017). Além do mais, atividades hipolipidêmicas, hipoglicêmicas estão 

relacionadas a essas estruturas (SATHASIVAM et al., 2017). 

 

Tabela 2. Compostos extraídos de carboidratos de espécies de microalgas 
 

Microalga Composto Propriedade Referência 

Chlorella EPS Tecnológica Ferreira et al., 2020 

Spirulina sp. Polissacarídeo Bioestimulante 

do crescimento 

de plantas 

Elarrousse et al., 2016 

Phormidium 
versicolor 

Polissacarídeo Antioxidante e 
antimicrobiano 

Belhag et al., 2017 

Microalgas 

vermelhas 

Polissacarídeo Hidrogel 

antimicrobiano 

Liberman et al., 2021 

Navicula sp. Polissacarídeo Antioxidante Olivarria et al., 2018 

Porphyridium sp. EPS Tecnológica Bernaerts et al., 2018 

 

2.5.3 Antioxidantes 
 

Antioxidantes são moléculas biológicas que protegem organismos ou compostos 

biológicos contra radicais oxidativos. As vantagens de consumir antioxidantes têm sido 

divulgados ao público em geral e estão relacionados à melhoria da qualidade de vida e 

prevenção de mortalidade e morbidade. Essas moléculas podem prevenir ou minimizar o dano 

oxidativo causado por espécies reativas de oxigênio em lipídios, proteínas e ácidos nucleicos. 

Assim, antioxidantes podem atrasar o envelhecimento e várias condições crônicas, como 

doença cardíaca, aterosclerose e câncer (POPRAC et al., 2017). 

As microalgas representam uma fonte pouco explorada de antioxidantes naturais 

(Tabela 3) devido à sua enorme biodiversidade, considerada superior a algumas plantas. Vários 

compostos podem ser potencialmente usados como fontes antioxidantes, como pigmentos 

(incluindo carotenóides), compostos fenólicos, polissacarídeos sulfatados e ainda ácidos graxos 

de cadeia longa (MAADANE et al.,2015). 



27 
 

 

 

 

Desse modo, as microalgas são cada vez mais consideradas como uma fonte potencial 

de compostos antioxidantes naturais pelas indústrias alimentícia, cosmética e nutracêutica, pois 

podem trazer benefícios aos seus produtos (COULOMBIER et al., 2021). 

 
Tabela 3. Análises de atividades antioxidantes de espécies de microalgas 

 

 
Espécie Análise Referências 

Tetradesmus obliquus- 
peptídeo 

ABTS, DPPH Montone et al., 2018 

Spirulina platensis- peptídeo DPPH, ABTS Yu et al., 2016 

Scenedesmus sp. DPPH, ORAC Banskota et al., 2019 

Euglena cantábrica 

Spirogyra sp. 

Ankistrodesmus sp. 
Nostoc commune 

DPPH, fenólicos Martel et al., 2017 

Scenedesmus sp. DPPH, FRAP Bulut et al., 2019 

Scenedesmus subspicatus DPPH Dantas et al., 2018 
 

 

2.5.4 Lipídios 

As microalgas podem produzir diferentes tipos de lipídios (Tabela 4), como glicolípidos, 

fosfolípidos (lípidos polares), glicerolípidos com lipídios neutros de armazenamento e ácidos 

graxos livres. O conteúdo lipídico nas microalgas varia entre 20% e 50%. Esses lipídios podem 

ser usados como armazenamento de energia ou como substratos de energia, como componentes 

estruturais da membrana celular e para processos metabólicos (BELLOU et al., 2014). 

As microalgas são fontes relevantes de ácidos graxos poliinsaturados de cadeia longa e 

são empregadas na indústria de alimentos como suplementos. As microalgas são realmente 

capazes de sintetizar membros da família ômega 6, que incluem ácido linoleico, ácido 

linolênico (GLA), e ácido araquidônico (ARA), bem como da família ômega 3, que incluem 

ácido linolênico, ácido eicosapentaenóico (EPA) e ácido docosahexaenóico (DHA). DHA e 

EPA estão associados a redução de complicações nas doenças cardiovasculares, artrite e 

hipertensão; eles também exibem atividade hipolipidêmica relevante, para reduzir triglicerídeos 

e aumentar a lipoproteína de alta densidade colesterol (JACOB-LOPES et al., 2018). 

 

A agência fiscalizadora americana Food and Drug Administration (FDA) aprovou o uso 

de óleo de algas DHA (Ácido docosahexaenóico) como aditivo para fórmula infantil pela 

Martek Biosciences. Este óleo de algas com altos teores de DHA é produzido a partir da 

microalga Schizochytrium sp. e Crypthecodinium cohnii. Os dois principais tipos de microalgal 
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PUFA, DHA e EPA, são a principal fonte de ácidos graxos ômega-3 com preço de mercado em 

torno de US $ 80 - 160 / kg e têm mercado estimado de US $ 898,7 milhões em 2025 ( HU, 

2019) Nos últimos anos, espécies de peixes de águas profundas foram a principal fonte de DHA 

e EPA, no entanto, alguns dos problemas surgiram, como não adequados para o consumo pelo 

vegano e o cheiro desagradável produzido a partir de óleo de peixe não é adequado para ser 

usado como um ingrediente alimentar. Além disso, o vazamento de óleo combustível dos navios 

e a descarga de resíduos de produtos químicos compostos por mercúrio, dioxinas, pesticidas 

clorados e bifenilos policlorados (PCB) da fábrica resultaram no esgotamento do estoque 

mundial de peixes (TIANG et al., 2020). 

 

Tabela 4. Lipídios produzidos a partir de espécies de microalgas 
 

 
Espécie Lipídios Referências 

Haematococcus pluvialis Omega 3,6 e 9 Abdo et al., 2015 

N. oculata EPA Topuz et al., 2016 

Scenedesmus sp. Ácidos graxos Banskota et al., 
2019 

 N. oculata; P. Tricornutum PUFA Matos et al., 2016 

Phaeodactylum tricornutum, Nannochloropsis 
oculata, Porphyridium cruentum 

PUFA Feller et al., 2018 

Isochrysis, Nannochloropsis, 
  Phaeodactylum, Porphyridium, Schizochytrium  

Omega 3 Gheisen et al.,2018 

 

 

 

2.5.5 Pigmentos 

Os alimentos são coloridos principalmente por quatro grandes grupos de pigmentos: 

clorofilas, carotenóides, antocianinas e betanina. Eles são responsáveis pelo verde, amarelo / 

laranja / vermelho, vermelho / cor azul e vermelha dos alimentos. Apesar dos esforços feitos 

pelos pesquisadores na área de alimentos para encontrar novas fontes naturais de pigmentos e 

corantes e para aumentar os rendimentos de recuperação, apenas alguns aditivos naturais para 

corantes alimentares atingiram a mercado. Os principais motivos incluem baixa estabilidade, 

custos de produção mais altos e limitações na gama de tons (RODRIGUEZ-AMAYA, 2016). 

Os pigmentos naturais para alimentos estão sendo estudados ativamente não apenas por causa 

da cor que conferem aos alimentos, mas também por suas propriedades potenciais de promoção 

da saúde. A incorporação de pigmentos naturais nas formulações de alimentos agrega valor ao 

produto e potencialmente promove a saúde, permitindo assim a diferenciação da concorrência 

(LAFARGA, 2019). 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420302662#b0265
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420302662#b0265
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Dentre os pigmentos naturais, as microalgas (Tabela 5) possuem clorofilas, 

ficobiliproteínas e carotenóides como β-caroteno, astaxantina e outras xantofilas (BEGUM et 

al., 2016). O papel dos carotenóides nas algas e plantas é absorver a luz usada na fotossíntese 

e proteger as clorofilas do dano por foto. Os carotenóides, como derivados dos tetraterpenos, 

contêm 40 átomos de carbono na molécula. Eles formam duas classes: carotenos como o β- 

caroteno que não contêm oxigênio e xantofilas como astaxantina, que contêm oxigênio. Sua cor 

amarela, laranja ou vermelha se deve à longa cadeia de ligações duplas conjugadas que 

interagem com a luz. Os carotenóides têm muitos efeitos medicinais, incluindo proteção contra 

danos oxidativos, e são populares como suplementos alimentares (SONOVÁ; STATEVA et 

al., 2019). 

A astaxantina é um cetocarotenoide, molécula super antioxidante. Possui maior 

atividade antioxidante do que uma variedade de carotenóides, portanto, tem aplicações em 

cosméticos, aquicultura, nutracêuticos, terapêuticos e farmacêuticos. Geralmente, é derivada da 

microalga Haematococcus pluvialis (KUMAR et al., 2021). Outras microalgas, como Chlorella 

zofingiensis, têm potencial para serem usados também como fontes de astaxantina. As 

diferenças entre a astaxantina sintética e a derivada de microalgas são notórias: não apenas sua 

produção e preço, mas também seus usos e ainda na sua bioatividade. A astaxantina derivada 

de microalgas está sendo usada como pigmento na produção de alimentos e rações ou ração 

aquática (VILLARÓ et al., 2021). 

Prevê-se que o valor de mercado dos carotenóides evolua, a uma taxa de crescimento 

anual (composto) de 3,5%, alcançando uma receita esperada de US $ 1,52 bilhão em 2021. 

Devido aos seus níveis intrinsecamente altos de acúmulo endocelular de carotenóides junto com 

o demanda de mercado projetada, Dunaliella salina e Haematococcus pluvialis são geralmente 

considerados promissoras fontes de microalgas para o bioprocessamento industrial 

(CAMACHO et al., 2019). 

Outro pigmento fotossintético extraído de microalgas é a ficocianina que possui 

potencial biotecnológico devido às suas cores intensas, propriedades fluorescentes e potenciais 

benefícios à saúde (HISIE-O et al., 2019) A ficocianina é o único corante azul natural disponível 

para uso e aprovado pelo FDA (CHEW et al., 2017; FDA, 2014). A principal microalga da 

qual se extrai este pigmento é a Spirulina sp. que pode acumular ficocianina em um nível 

significativo (7-20% de seu teor de proteína). A ficocianina extraída pode ser adicionada como 

ingrediente em doces, gomas de mascar, geleias, picolés e refrigerantes. Além disso, podem 

possuir propriedades antioxidantes, anti-inflamatórios e neuroprotetores (PAN-UTAI et al., 

2018). 
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Tabela 5. Pigmentos produzidos por diferentes espécies de microalgas 
 

Espécie Pigmentos Referências 

Porphyridium sp. zeaxantina, fucoxantina, 

violaxantina, diadinoxantina 

Banskota et al., 2018 

Chlorella sorokiniana Luteína Chen et al, 2017 

Isochrysis galbana β-caroteno Ryckebosch et al., 2014 

Synechococcus, 

Synechocystis sp., 

Rodhosorus sp. 

Zeaxantina Bourdon et al., 2021 

Haematococcus pluvialis Astaxantina Molino et al., 2018 

Tetraselmis sp. 

Spirulina platensis 

Luteína e β-caroteno 

Ficocianina 

Schülera et al., 2020 

Bocker et al., 2018; 

Chaiklahan et al., 2022 

 
2.6 UTILIZAÇÃO DE BIOMASSA DE MICROALGAS COMO INGREDIENTE EM 

PRODUTOS ALIMENTARES 

 
Os produtos alimentícios e nutracêuticos derivados de microalgas (Tabela 6) possuem 

um grande potencial para desacelerar a taxa de desnutrição nos países em desenvolvimento. A 

abundância de proteínas e outros nutrientes essenciais nas microalgas pode desenvolver uma 

indústria de alimentos massiva à base de microalgas, dedicada à comercialização de alimentos 

saudáveis e funcionais (KOYAINDEA et al., 2019). Os suplementos de microalgas são 

particularmente populares entre vegetarianos e veganos, que destacam seus efeitos benéficos 

relacionados a vitalidade e imunidade (RZYMSKI; JAŚKIEWICZ, 2017). 

Além de todos atrativos nutricionais, as microalgas possuem ainda propriedades 

tecnológicas podendo ser utilizada como um texturizador ou estabilizador em produtos 

alimentícios (BERNAERTS et al., 2019). Como Atitallah et al. (2019), avaliaram diferentes 

microalgas como ingredientes naturais em hambúrgueres de peixe e constataram que não só 

melhoraram o conteúdo nutricional do produto, mas também suas propriedades tecnológicas. 

A produção de uma variedade de produtos com biomassa de microalgas voltadas para 

nutrição humana é comercializada sob diferentes formas, como comprimidos, cápsulas de géis 

e líquidos. Eles também podem ser usados como complemento para barras de chocolate, 

bebidas e outros alimentos comuns como aditivo alimentar para melhorar a saúde e a nutrição 

(SUGANYA et al., 2016). E ainda em massas, salgadinhos, macarrão, biscoitos (MAHATA et 

al., 2022). 
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Tabela 6. Biomassa de microalgas utilizadas como ingredientes em produtos alimentares 
 

Espécie Ingrediente Propriedades Referencia 

Spirulina platensis Biscoito Nutricionais Garcia; Vicente, 2017 

H. pluvialis Cookies Tecno-funcional e 
nutricional 

Hani et al., 2018 

Spirulina platensis Iogurte Nutricionais Sengupta et al., 2018 

D. Salina Massa Tecno-funcional e 
nutricional 

El-Baz et al., 2017 

Spirulina Snack Tecno-funcional e 
nutricional 

Lucas et al., 2018 

I. galbana, T. suecica, S. 

almeriensis, and 
N. gaditana 

Pão Tecno-funcional Garcia-Segovia et al., 

2017 

Chlorella vulgaris Allma, 

Tetraselmis 

suecica,Phaeodactylum 

tricornutum, Spirulina 

platensis 

Bolacha Nutricionais Batista et al., 2019 

Chlorella 

minutissima , Isochrysis 

galbana , Picochlorum 

 

Scenedesmus sp. 

Hambúrguer de 

peixe 

 
 

Chocolate 

funcional 

Tecnológicas 

 

 

Tecnológicas 

Atitallah et al.,2019 

 

 

Hlang et al., 2019 

Tetraselmis chuii 

 

Nannochloropsis 

gaditana L2 e 

Chlamydomonas sp 

 

Chlorella e Spirulina 

 
 

Tetraselmis sp. e 

Nannochloropsis sp 

Pão 

 

Pão sem glúten 

 

 

Produtos 

cárenos 

 

Crackers 

Nutricionais 

 

Nutricionais e 

tecnológicas 

Nutricionais 

Nutricional 

Qazi et al., 2021 

Khemiri et al., 2020 

 
 

Zamuz et al., 2019 

 
 

Lafarga, Mayre et al., 

2019 

 
Existem algumas microalgas que possuem status GRAS (Generally Recognized As 

Safe), conforme reconhecido pelo FDA, o que garante seu consumo sem riscos à saúde. Estas 

algas incluem: Spirulina, Chlorella sp., Haematococcus sp., Dunaliella sp. e Chlamydomonas 

reinhardtii (FDA, 2021). 

No entanto, a designação GRAS (Generally Recognized As Safe) só se aplica aos 

Estados Unidos. Na Europa, a União Europeia (UE), a Autoridade Europeia para a Segurança 

dos Alimentos (EFSA) supervisiona regulamentos relativos à alimentação humana e animal na 
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UE. Adotando um “princípio da precaução”, os alimentos que foram significativamente 

consumidos no território da UE antes de maio de 1997 são considerados seguros a ser 

consumido, e qualquer outro alimento, exceto Organismos Geneticamente Modificado (OGM), 

são rotulados como “novos alimentos” e devem passar por uma avaliação de segurança pela 

EFSA antes de ser comercializado (EFSA, 2020). 

Na Austrália e os novos alimentos da Nova Zelândia são definidos como alimentos não 

tradicionais que exigem uma avaliação das considerações de saúde e segurança pública afim de 

estabelecer sua segurança antes de serem adicionados ao suprimento de alimentos e são 

regulamentados (FSANZ, 2021). 

O óleo de algas da espécie de microalga Ulkenia é aprovado pela UE e FSANZ com o 

FDA geralmente reconhecendo como seguro; no entanto, eles diferem em suas especificações 

de uso. O óleo da microalga Schizochytrium sp. rico em DHA e EPA também possui diferentes 

especificações de acordo com o órgão em que as regulam. A UE tem dois outros ingredientes 

de microalgas aprovados, incluindo um óleo proveniente da astaxantina extraída da 

Haematococcus pluvialis e a biomassa da Tetraselmis chuii seca (HOSSEINKHANI et al., 

2022). 

Um entrave dos consumidores a respeito da utilização de microalgas em novos 

alimentos seria aceitação sensorial de alimentos. Isso pode ocorrer devido ao sabor e aroma de 

peixe. Assim, faz-se necessário estudos que estabeleçam uma quantidade máxima de introdução 

de biomassa no alimento que através de análise sensorial seja constatado que não altere 

negativamente essa aceitação pelo consumidor. Inclusive através da cor já que as microalgas 

podem alterar a coloração dos alimentos, e isso pode afetar a aceitação dos consumidores. A 

utilização de microalgas como ingrediente em pães e laticínios pode não ter boa aceitação. Já, 

alguns outros produtos como massas (El-Baz et al., 2017) por já possuírem cor verde no 

mercado, chocolate (Hlang et al., 2019) por conseguir mascarar o sabor, snacks (Lucas et al., 

2018), podem ter boa aceitação. Alguns fatores podem influenciar nessa aceitação como: a 

escolha das microalgas, como a biomassa é preparada, junção dos demais ingredientes do 

produto e a formação do produto final terão um papel importante no avanço da indústria de 

alimentos à base de microalgas (HOSSEINKHANI et al., 2022). 

Porém, Bich et al. (2019), investigaram os principais impulsionadores ou barreiras do 

consumo de algas marinhas. E foram relatados que as principais razões para o consumo de algas 

marinhas estavam relacionadas à saúde e as propriedades nutricionais, como as algas marinhas 

são saudáveis (64%), são nutritivas (61%), uma fonte natural de ômega-3 (59%), baixo em 

calorias (54%) e ainda uma boa fonte de proteína (54%). 
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As microalgas são consideradas promissoras para uso na indústria alimentícia devido ao 

seu amplo espectro de compostos nutricionais. Considerando as crescentes preocupações com 

o ônus do crescimento populacional em fontes alimentares convencionais, as microalgas são 

consideradas como uma fonte sustentável de nutrientes. Os compostos bioativos desses 

microrganismos fotossintéticos apresentam diversos benefícios para a saúde humana como 

anticancerígenos, antioxidantes e anti-inflamatórios (HOSSEINKHANI et al., 2022). 
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3 METDOLOGIA 

 

3.1 OBTENÇÃO DAS CULTURAS: COLETAS, ISOLAMENTO E MANUTENÇÃO DOS 

CULTIVOS 

O presente trabalho foi realizado no Laboratório de Ambientes Recifais e Biotecnologia 

com Microalgas (LARBIM), da Universidade Federal da Paraíba, Campus I em João Pessoa. 

De acordo com o fluxograma abaixo (Figura 4): 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Em meios alternativos Biocomposto, 

respiduo de malte, cerveja e mix 

Em meios sintéticos 

WC e Zarrouk 

Cultivos 
Análises dos parâmetros de 

crescimento 

Cultivos em balões de 6L 
Análises dos parâmetros 

de crescimento 
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3.1.1 Seleção de Espécies 
 

Foram selecionadas 8 espécies provenientes do banco de cultura de microalgas do 

Laboratório de Ambientes Recifais e Biotecnologia com Microalgas da Universidade Federal 

da Paraíba (LARBIM/UFPB) (Tabela 7). 

 
Tabela 7. Microalgas estudadas nesta pesquisa 

 

 

Linhagens Espécie/gênero Procedência 

D464WC Xanthonema sp. Viveiro de carcinicultura pós-despesca, 

Aldeia Tramataia, PB 

D245WC Ankistrodesmus falcatus Riacho das Folhas, Cruz do Espírito Santo, 

PB 

D467WC Actinastrum hantzschii Fonte dos milagres-parque nacional, PI 

D459WC Monoraphidium arcuatun Açude Jardim do Seridó, PB 

D8Z Spirulina máxima UFF, RJ 

D9Z Spirulina platensis UFF, RJ 

D545WC 

D498WC 

Scenedesmus ecornis 

Kirchneriella concorta 

Parque Nacional de Jericoacara, CE 

Açude fazenda Panati, Taperoá, PB 

 

 

As espécies de microalgas foram primeiramente coletadas dos mananciais com garrafas 

pet e transportadas até o laboratório. Depois foram inoculadas em frascos de 250 mL contendo 

100 mL de meio de WC (GUILLARD; LORENZEN, 1972), sendo mantidas em câmara de 

cultura climatizada a 24º ± 1º C com sistema de iluminação fornecido por lâmpadas 

fluorescentes tipo luz-do-dia, e fotoperíodo ajustado para 12 horas. 

Após o crescimento, as microalgas foram isoladas com auxílio de micro capilares e um 

microscópio bionocular LEICA até que os cultivos ficassem monoespecíficos. As cepas 

isoladas foram codificadas e adicionadas ao banco de microalgas do LARBIM/UFPB. A 

identificação das espécies foi realizada através o uso de bibliografias especializadas, usando 

critérios morfológicos. 
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3.2 ENSAIOS DE CRESCIMENTO EM DIFERENTES MEIOS ALTERNATIVOS 
 

3.2.1 Preparo dos meios de cultivo 
 

a) Meios sintéticos 

Já para o cultivo das espécies Spirulina máxima e Spirulina platensis foi utilizado o 

meio sintético Zarrouk (Zarrouk, 1966) (Quadro 1). Já para os cultivos das demais espécies foi 

utilizado o meio sintético WC (GUILLARD, R. R. L.; LORENZEN, 1972) (Quadro 2). Os 

meios foram preparados com água destilada autoclavada e após 24 h em repouso em 

temperatura ambiente foram adicionados todos os macronutrientes e micronutrientes 

necessários para meio de cultura. 

Quadro 1. Composição do meio sintético Zarrouk 
 

Soluções estoque Quantidades 

1-Nitrato de Potássio (KNO3) 15,0 g em 200 Ml 

2-Cloreto de Sódio (NaCl) 33,0 g em 200 mL 

3-Sulfato de Magnésio hepta-hidratado (MgSO4.7H2O) 1,5 g em 200 mL 

4-Fosfato de Potássio (K2HPO4) 1,5 g em 200 mL 

5-Cloreto de Cálcio di-hidratado (CaCl2.H2O) 0,58 g em 200 Ml 

6-Solução dissódica (Na2EDTA) 6,4 g em 100 mL 

7-Sulfato Ferrosohepta-hidratado (FeSO4.7H2O) 0,5 g em 100 mL 

8-Ácido Bórico (H3BO3) 1,14 g em 100 mL 

9. Solução mista* * 

*Solução mista Quantidades 

Nitrato Cobaltoso hexa-hidratado[Co(NO3)2.6H2O] 0,049g 

Cloreto de Manganês tetra-hidratado (MnCll2.4H2O) 0,144g 

Sulfato de Zinco hepta-hidratado (ZnSO4.7H2O) 0,882g 

Sulfato de Cobre penta-hidratado (CuSO4.5H2O) 0,0157g 

Oxido de Molibdênio (MoO3) 0,071g 

Água destilada 100 mL 

 
Preparação de 1,0 L de meio de cultura (água destilada) 

 
 

• Dissolver em 600 mL de água 15,0 g de NaHCO3 

• Na solução anterior, dissolver 2 g de Na2CO3 

• Acrescentar 10 mL das soluções 1,2,3,4 e 5 

• Acrescentar 1,0 mL das soluções 6,7,8 e 9 

• Completar o volume a 1.000 mL e autoclavar 

 

Fonte: (ZARROUK, 1966) 
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Quadro 2. Composição do meio sintético WC 
 

 
Solução estoque Fórmula Quantidade 

 
Cloreto de cálcio 2.H2O 

 
CaCl2. 2H2O 

 

36,8 g 

Sulfato de magnésio 7.H2O MgSO4. 7H2O 37,0 g 

Bicarbonato de sódio NaHCO3 12,6 g 
Fosfato de potássio 3.H2O K2HPO4.3H2O 11,4 g 

Nitrato de sódio NaNO3 85,0g 

Água destilada H2O 1.000 mL 

Solução de silicato Fórmula Quantidade 

 
Metasilicato de sódio 9.H2O 

 
Na2SiO3.9H2O 

 

21.2 g 

Água destilada H2O 1.000 mL 

Solução de micronutrientes Fórmula Quantidade 
   

Sal dissódico Na2EDTA 4,36 g 
Cloreto férrico 6.H2O FeCl3. 6H2O 3,15 g 

Sulfato de cobre 5.H2O CuSO4. 5H2O 0,01 g 
Sulfato de zinco 7.H2O ZnSO4.7H2O 0,022 g 

Cloreto de cobalto 6.H2O CoCl2. 6H2O 0,01 g 
Cloreto de manganês 4.H2O MnCl2. 4H2O 0,18 g 
Molibdato de sódio 2.H2O Na2MoO4.2H2O 0,006 g 

Ácido bórico H3BO3 1 g 

Água destilada H2O 1.000 mL 

Solução de vitaminas Fórmula Quantidade 

 

Tiamina HCl 
 

0,1 g 

Biotina  0,0005 g 

Água destilada H2O 1.000 mL 
   

Constituição de 1 Litro de meio de cultura 

Água destilada e autoclavada 1.000 mL 

Solução estoque 1 Ml 

Solução de silicato 1 mL 

Solução de micronutrientes 1 Ml 

Solução de vitaminas 1 Ml 

Tri(hidroximetil)-amino metano 0.115 g 

Fonte: (GUILLARD e LORENZEN, 1972)  

 

b) meios alternativos 

Foram realizados ensaios com quatro meios alternativos: 

 
 

• Biocomposto de frutas e hortaliças 

O resíduo da biocompostagem de frutas e verduras foi cedido pela Empresa Paraibana de 

Abastecimento e Serviços Agrícolas - EMPASA, localizada na cidade de João Pessoa – PB. O 

material foi transportado em sacos de 50 kg para o LARBIM/UFPB. Onde a cada 1 kg do 

biocomposto foi adicionado 1L de água destilada, seguido de aquecimento por 30 minutos em 

autoclave e filtrado em filtro de vidro Whatmann GF/C de 47 mm de diâmetro. Os extratos 
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foram mantidos em refrigeração. Posteriormente, o extrato foi esterilizado para utilização na 

composição do meio Erd-Schreiber modificado (GROSS, 1937) (Quadro 3), modificado por 

Calixto et al., (2016). 

 

Quando 3. Composição do meio Erd-Schreiber Plymouth (THOMPKINS, 1995) 

 
Solução estoque Fórmula Quantidade 

Nitrato de sódio NaNO3.5H2O 40 g/L 

Fosfato de sódio Na2HPO4 4,0 g/L 

Extrato de solo - - - 1 kg/L 

Água – 1000 Ml   

Preparação de 1,0 L de meio de cultura (água destilada) 

Extrato de solo – 10 mL/L 
Solução Estoque Nitrato-1mL /L 

Solução Estoque Fosfato-1mL/L 

 

Fonte: THOMPKINS, 1995. 
 

• Fécula de mandioca 

O soro da fécula de mandioca foi cedido pela indústria alimentícia Da Terra, localizada 

na cidade de Santa Rita-PB. O efluente foi transportado em galão de 10L até o 

LARBIM/UFPB e seguiu a metodologia proposta por Pereira (2019), onde foi filtrado em 

filtro de vidro Whatmann GF/C de 47 mm de diâmetro e posteriormente autoclavado por 

30 minutos. O material filtrado em filtro de vidro Whatmann GF/C de 47 mm de diâmetro 

foi conservado a temperatura de 4°C. 

 
• Resíduo do malte de cevada 

O resíduo do malte de cevada foi cedido pela cervejaria artesanal Turmalina, localizada na 

cidade de João Pessoa-PB. O resíduo foi transportado em sacos de 20 Kg até o LARBIM/UFPB 

onde foi inicialmente realizado uma compostagem que durou 90 dias. Após a obtenção do 

biocomposto, o mesmo foi diluído em água, autoclavado e filtrado em filtro de vidro Whatmann 

GF/C de 47 mm de diâmetro. Após a obtenção do extrato, foram adicionadas substâncias nas 

quais fazem parte da composição do meio Erd-Schreiber modificado (GROSS, 1937) (Quadro 

3), com modificações. 
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3.2.2 Cultivo das microalgas nos meios sintético e alternativo 
 

As microalgas selecionadas foram cultivadas inicialmente em balões de vidro de 

250 mL (Figura 5) com 150 mL dos meios alternativos para os diferentes meios alternativos e 

o meio controle: 

 Efluente de fécula de mandioca (FE) nas concentrações de 100%, 50% e 25% 

substitundo pelo respectivo meio controle (C); Com adição de nitrato e fosfato. 

 Extrato biocomposto de hortifruti (BH), foram realizados experimentos adicionando 

1,5%, 1% e 0,5% do extrato para cada litro de água destilada. Com e sem adição de 

nitrato e fosfato; 

 Extrato biocomposto do resíduo de malte (RM), foram realizados experimentos 

adicionando 1,5%, 1% e 0,5% do extrato para cada litro de água destilada. Com e sem 

adição de nitrato e fosfato; 

 Para o MIX (mistura extrato de biocomposto de hortifruti e/ou biocomposto do resíduo 

de malte (RM) com 0,5% de cada extrato para cada litro de água destilada) substitundo 

pelo meio controle nas concentrações de 100%, 50% e 25%. 

 
Figura 5. Cultivos de microalgas em balões de 250 mL 

 

 

Fonte: autoria própria, 2022 

 
 

Os ensaios foram realizados em triplicatas em câmara climatizada (25 ± 1ºC), com 

iluminação fornecida por lâmpadas fluorescentes tipo luz-do-dia (150 μmol.fótons.m2.s-1) e 

fotoperíodo de 12h.A concentração inicial para o cultivo das microalgas foi 2 x104 células mL1. 

Os cultivos foram analisados a cada dois dias através de medidas da fluorescência “in vivo” em 

um fluorômetro Turner Design 10005R. 
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3.2.3 Produção de biomassa em escala laboratorial 
 

Após a investigação da relação meio alternativo mais adequado para cada microalga. 

Foi realizado o cultivo das microalgas com os meios pré-definidos em escala laboratorial para 

obtenção de biomassa. 

Os cultivos foram realizados em bancada, em balões de 6 L (Figura 6) contendo 5 L dos 

meios de cultura, no LARBIM/UFPB, em câmara de cultivo climatizada (fotoperíodo de 12 

horas, temperatura 25º C± 1°C), com aeração fornecida por um minicompressor de membrana 

Resun AOC3, sendo os inóculos iniciais da ordem de 5000 a 20000 células.mL-1. Todos os 

ensaios foram realizados em triplicatas. 

 
Figura 6. Cultivo de microalgas em balões de 6 L 

 

 

Fonte: autoria própria,2022 

 
 

Os cultivos foram acompanhados através de contagens celulares em câmaras de Fuchs 

Rosenthal ou em câmaras de Sedgewick-Rafter (para células filamentosas), em microscópio 

binocular Leica. Também foi companhado através das análises da fluorescência “in vivo” em 

um Fluorômetro Turner Design, modelo 1005R em triplicata. As curvas de crescimento de cada 

espécie foi traçada utilizando o parâmetro de crescimento acima referido, a partir da qual foi 

possível determinar o tempo de cultivo, a duração da fase exponencial, a velocidade de 

crescimento (k), e o rendimento final em biomassa. A velocidade de crescimento (k), a qual 

representa o número de divisões celulares da população em estudo por unidade de tempo (dia), 

foi determinada através da Equação 1, citada em Stein (1973): 
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Eq.1 K= 3,322  XLog N2 

T1-T2 N1 

 
Em que: 3,322 corresponde ao fator de conversão do logaritmo base 2 a base 10; T1 e T2 

compreendem o início e o final da fase exponencial de crescimento; e N1 e N2 referem-se à 

densidade celular inicial e final dessa fase, respectivamente. 

Os ensaios foram interrompidos na fase estacionária e a partir dai a biomassa foi 

concentrada em centrífuga refrigerada (18 ºC), congelada a -30 ºC num ultrafreezer (Terroni 

90LT) e liofilizadas num liofilizador Terroni (modelo LD1500) depois foram pesadas em 

balança analítica e armazenada em recipiente hermético. 

 
3.2.4 Cultivo em fotobiorreator 

 

A Scenedesmus ecornis foi cultivada no meio alternativo com biocomposto de hortifrut. 

Inicialmente foi inoculada em balões de 250 mL. Após 15 dias a cultura foi colocada em balões 

de 6L de capacidade contendo 5L do mesmo meio de cultura e após 15 dias foram colocados 

em mariotes (Figura 7) com capacidade de 20 litros.Todos os ensaios foram mantidos a 25º C 

± 1º C em câmara de cultivo climatizada com de sistema de iluminação [150 μmols.fótons.m2.s- 

1] e fotoperíodo de 12 horas e aeração fornecida por um mini compressor de membrana RESUN 

AOC2. Após 15 dias de cultivo a cultura foi transferida para o fotobiorreator (Figura 8). 

 
Figura 7. Cultivo de microalga em mariotes no LARBIM/UFPB 

 

 

 

 

Fonte:autoria própria, 2022 



42 
 

 

 

 

Inicialmente o fotobiorreator foi higienizado lavando os tubos de acrílico e os containers 

com detergente neutro. Depois foram feitas lavagens com água sanitária (água com baixa 

concentração de hipoclorito) deixando-a circular entre os tubos e os containers por dois dias 

com o auxílio de uma bomba centrífuga. Procedeu-se uma lavagem com água salina por um dia 

e por ultimo a lavagem com água corrente. O meio alternativo (1.940 L) foi então colocado no 

fotobiorreator juntamente com os 60 L de inóculo otimizado. E o cultivo foi aerado através de 

um soprador. O cultivo ocorreu durante 21 dias até a fase de declínio. Para colheita, o meio de 

cultivo foi transferido para uma esteira de decantação (Figura 9). Após 24 horas a biomassa 

decantou e foi seca ao sol até ficar completamente sem alto teor de umidade e depois foi pesada 

em balança analítica e armazenada em sacos herméticos sob refrigaração. 

 

Figura 8. Cultivo de microalgas em fotobiorreator LARBIM/UFPB 
 

Fonte: autoria própria 
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Figura 9. Esteira de decantação para colheita de biomassa de microalgas no LARBIM/UFPB 
 

Fonte:autoria própria, 2022 

 

 

3.3 ANÁLISES FÍSICAS E QUÍMICAS DO CULTIVO DO FOTOBIORREATOR 

• O pH 

O pH do cultivo foi verificado a cada dois dias através do pHmetro digital (KASVI). 

 

 

 
• Luminosidade e temperatura 

Foram analisadas durante todo o cultivo do fotobiorreator através do Hobo Pendant 

temperature/Light Data Logger (UA-0020XX). 

 
• Nitrato e fosfato 

Foram analisados a cada dois dias durante o cultivo do fotobiorreator, através das 

determinações de nitrato (método do ácido fenoldissulfônico) e fosfato (método do ácido 

ascórbico), segundo a metodologia de Standard Methods (APHA, 1998). 

 
3.4 ANÁLISES QUÍMICAS DAS BIOMASSAS 

As análises químicas foram realizadas na biomassa nos cultivos dos balões de 6L e no 

cultivo do fotobiorreator. Todas as análises foram realizadas em triplicatas. 
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3.4.1 Clorofila a, b e total e carotenoides 

A biomassa das microalgas liofilizada (0,5 g) foi extraída com metanol (10 mL) no tubo de 

ensaio, agitando a 100 rpm e 25 ± 2 C por 3 h. Após a homogeneização, a biomassa foi 

submetida a centrifugação (10.000 rpm, 10 min a 4 ± 1 C). O sobrenadante (0,5 mL) foi 

separado e misturado com metanol (4,5mL) e posteriormente analisado o teor total de clorofila 

e carotenóide (SUMANTA et al. 2014; HLAING et al., 2019). 

 
3.4.2 Proteínas 

As proteínas foram determinadas pelo método de Lowry et al. (1951), adaptado por 

Derner et al. (2006). Amostras de 5 mg da biomassa de microalgas foram utilizadas. Foi 

adicionado 4 mL de hidróxido de sódio 1,0 N e aquecido em banho-maria por uma hora à 100 

ºC, foram resfriadas em temperatura ambiente e centrifugadas a 3.000 x g por 30 min. Foi 

retirado 0,5 mL do extrato alcalino e adicionou-se 1,0 mL de NaOH (hidróxido de sódio) 1,0 N 

e 5 mL de Fenol 4%. Foi agitado em vortex e deixado em repouso por 30 min. e foram 

adicionados 2,5 mL de H2SO4 (ácido sulfúrico) concentrado e novamente agitado. As amostras 

foram resfriadas e lidas em espectofotômetro UV-vis (Thermo Fisher Scientific, modelo 

Evolution 60S) no comprimento de onda de 485 nm. Uma curva padrão com albumina foi 

previamente preparada com gradiente de concentração de 0 - 400 μg/mL. 

 
3.4.3 Carboidratos totais 

Foram analisados através da metodologia adaptada de Kochert (1978). Utilizou-se 0,01 g 

de cada amostra. Adicionou-se 4,0 mL de NaOH 1,0 N, e aqueceu-se a amostra em banho-maria 

por 1h a 100 ± 10 ºC. As amostras foram resfriadas a temperatura ambiente e, em seguida, 

centrifugadas a 3000 rpm por 10min. Retirou-se 0,5 mL do extrato alcalino e adicionou-se 1,0 

mL de NaOH 1,0 N mais 0,5 mL de fenol 4,0% e agitou-se em vortex. Após 30 minutos, 

acrescentou-se 2,5 mL de H₂SO₄ concentrado e agitou-se novamente em vortex. Após as 

amostras esfriarem estas foram lidas em espectrofotômetro a 485nm. 

 
3.4.4 Lipídios totais 

Foi realizado pela metodologia descrita por Bligh Dyer, foram pesados 50 mg de amostra, 

adicionados 3 mL de clorofórmio:metanol (1:2) e 2 mL de água, foram sonicadas (Unique, 

modelo USC-1400A) em banho de gelo por 40 min. Adicionou-se 1 mL de clorofórmio e 1 mL 

de uma solução de sulfato de sódio a 1,5%, sendo sonicadas por mais 20 min. O sistema foi 
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centrifugado a 4.000 x g por 10 min. As amostras ficaram em repouso, e logo após foi realizada 

uma separação e remoção da fase superior por aspiração. As amostras foram filtradas com papel 

de filtro. Uma alíquota de 1 mL desta solução foi tomada em frascos de vidros pré-pesados em 

balança analítica para determinação dos lipídios totais por gravimetria após a evaporação total 

do solvente em estufa à 80º C. 

 
3.4.5 Umidade e cinzas 

A umidade das amostras foi quantificada pelo método da AOAC (2016) por secagem a 

105 ºC em estufa com circulação de ar até peso constante; as cinzas, por incineração a 550 ºC 

em mufla, de acordo com o método da AOAC (2016). 

 
3.4.6 Ácidos graxos 

O rendimento e a análise do perfil de ésteres metílicos de ácidos graxos das espécies 

avaliadas foram através do procedimento de transesterificação direta da biomassa de microalgas 

adaptado para microescala, de acordo com Menezes et al., (2013). 

Para determinação do perfil de ácidos graxos foi utilizado um cromatógrafo gasoso (Thermo 

Scientific - CG/FID – FOCUS) com detector de ionização de chama (FID) e coluna capilar 

Supelco SP2560 (100m x 0,25mm x 0,2μm). O gás de arraste empregado foi o nitrogênio (1,2 

mL/min). As temperaturas do injetor e detector foram 230 °C e 270 °C, respectivamente. A 

programação da temperatura da coluna foi: 40°C por 3 min, em seguida foi aquecida a 180°C 

por 5 min com uma taxa de 10°C/min, sendo novamente aquecida a 220 °C por 3 min com taxa 

de 10°C/min e por fim a temperatura chegou a 240 °C, sendo mantida por 25 min com taxa de 

20°C/min. O nitrogênio foi usado como gás de arraste a 0,9 mL/min. O volume de amostra 

injetada foi de 1μL com razão Split de 10:1. Os picos foram integrados e comparados com um 

padrão de ácidos graxos SupelcoTM37 componente FAME MIX. 

 
3.4.7 Extração de polissacarídeos 

Foram realizadas quatro diferentes ensaios de extração para obter o melhor rendimento dos 

polissacarídeos: 

Extração alcalina- 10 g de biomassa liofilizada foi suspensa em 300 mL de solução de NaOH 

a 3% (p /v) e, em seguida, foi agitado por 3 h no banho-maria a 50° C. O pH da amostra foi 

ajustado para 7 com ácido clorídrico e depois centrifugado a 8000 rpm por 15 min. Os 

sobrenadantes foram coletados e precipitados com etanol a 95% (1:4, v / v) durante a noite a 

4°C e depois centrifugado a 5000 rpm por 15 min (YU et al., 2019). 
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Água - 10 g de biomassa liofilizada foi suspensa em 300 mL de água desionizada e agitado por 

2 h no banho-maria a 80°C. O pH da amostra foi ajustado para 7 com ácido clorídrico e depois 

centrifugado a 8000 rpm por 15 min. Os sobrenadantes foram coletados e precipitados com 

etanol a 95% (1: 4, v / v) durante a noite a 4°C e depois centrifugado a 5000 rpm por 15 min. 

(YU et al., 2019). 

Ultrassom- 10 g de biomassa liofilizada foi suspensa em 300 mL de água desionizada e 

utilizou-se a ultrassom a 70Hz por 30 minutos. O pH da amostra foi ajustado com ácido 

clorídrico e depois centrifugado a 8000 rpm por 15 min. Os sobrenadantes foram coletados e 

precipitados com etanol a 95% (1: 4 v / v) durante a noite a 4°C e depois centrifugado a 5000 

rpm por 15 min. (YU et al., 2019). 

Água quente /ultrassom - 10 g de biomassa liofilizada foi suspensa em 300 mL de água 

desionizada e agitado por 2 h no banho-maria a 80°C e depois foi utilizado ultrassom a 70Hz 

por 30 minutos. O pH da amostra foi ajustado para 7 com ácido clorídrico e depois centrifugado 

a 8000 rpm por 15 min. Os sobrenadantes foram coletados e precipitados com etanol a 95% (1: 

4, v / v) durante a noite a 4°C e depois centrifugado a 5000 rpm por 15 min (YU et al., 2019) e 

adaptado. 

A extração da proteína residual do polissacarídeo foi realizada pelo método 

SEVAGE (WU et al., 2017). O sobrenadante foi centrifugado com álcool butílico normal 

e clorofórmio (1:5, v/v). O procedimento descrito acima foi repetido 5 vezes, depois a 

solução foi exaustivamente dialisada em meio aquático por 48 h depois o polissacarídeo 

foi liofilizado e armazenado a -20°C. 

 
3.4.8 Extração de exopolissacarídeos 

 
A cultura coletada foi centrifugada (10.000 rpm por 30 minutos) para separar as células 

dos detritos. O sobrenadante foi então filtrado usando papel de filtro Whatman e aquecido a 50- 

70 °C em uma placa quente até o volume final reduzido para 1/6 do volume original. O 

sobrenadante concentrado foi então submetido à precipitação alcoólica, onde um volume igual 

de etanol resfriado foi adicionado para precipitar substâncias poliméricas extracelulares 

(GOYAL et al., 2019). A mistura foi mantida em condições de refrigeração (4°C) por 16-18 h 

antes da centrifugação (10.000 rpm por 10 minutos). O etanol sobrenadante foi descartado 

enquanto o pellet obtido foi dissolvido em água Milli-Q após lavagem três vezes com etanol 

absoluto. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC7969348/#CR12
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O pellet dissolvido foi dialisado contra água destilada por 48 horas para remover os sais e 

impurezas. A precipitação com ácido tricloroacético (TCA) foi realizada para remover 

proteínas por incubação da solução dialisada com TCA a 20% por 1 h (GOYAL et al., 2019). A 

solução obtida foi centrifugada (14.000 rpm por 10 minutos) e o pellet de proteína foi 

descartado. O sobrenadante foi dialisado novamente para remover o TCA restante e submetido 

à liofilização para obter o pó de EPS bruto (PATWAL; BARANWAL, 2021). 

 
3.4.9 Perfil de monossacarídeos 

Para extração de monossacarídeos, foi utilizada 25 mg de biomassa, foi adicionado 250 

μL de ácido sulfúrico a 72% (p /p) a um frasco de vidro de 10 mL; Foi levado ao banho maria 

a 30°C por 1 hora; Em seguida, foi adicionado 7 mL de água de 18,2 MΩ ao tubo e foi 

autoclavado durante 121°C por 1 hora. Após ter esfriado, foi retirado uma alíquota da amostra 

e neutralizá-la carbonato de cálcio pH 7; A amostra foi filtrada com um filtro de membrana de 

nylon de 0,2 μm para análise por HPLC (TEMPLETON et al., 2012). O perfil de 

monossacarídeos foi realizado através da Cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) 

(PATEL et al., 2013). 

 
3.4.10 Extração e purificação de ficocianina 

A ficocianina foi extraída da biomassa da Spirulina platensis (Figura 8A) e da Spirulina 

máxima (Figura 8B) cultivadas em meio alternativo e sintéticos através de 2 metodologias 

diferentes para obter o melhor rendimento: 

Turrac- Pesou-se 1,71g de biomassa e misturou-se 1,5% CaCl2 (m/v). Utilizou-se o 

Turrac a 7000 rpm a 250 C por 15 minutos. Depois as amostras foram centrifugadas em 

Centrifuga 4000 rpm por 10 min a 20 0C metodologia descrita por Litter et al., (2018). 

Ultrassom- Pesou-se 1g de biomassa e misturou-se 1,5% CaCl2 (m/v). As amostras 

foram sonicadas durante15 minutos. E depois foram centrifugadas em Centrifuga 4000 rpm por 

10 min a 20 0C metodologia descrita por Litter et al., (2018). 

A absorbância do sobrenadante azul foi determinada por um espectrofotômetro a 615 e 

652 nm. A concentração de C-ficocianina, aloficocianina, ficoertina (p / v) foi calculada pela 

Eq. (BENNETT; BOGORAD, 1973; PAN-UTAI et al. 2018). 

C-PC = A615 – 0,474 x A652 

5,34 
 

APC (mg/mL) = A652 -0,208 A615 

5,09 
 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC7969348/#CR12
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PE (mg/mL) = A562 -2,41 C-PC -0,849APC 

9,62 

Figura 10. Antes (A) e após (B) a centrifugação das amostras da Spirulina platensis e da 

Spirulina máxima para extração de ficocianina 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
A B 

 

Fonte: autoria própria, 2022 
 

Após a extração, as amostras foram purificadas sendo então dialisadas (Figura 11) 

contra água destilada usando membrana de diálise de corte de 3,5 kDa a 4 °C durante 48 h para 

remover a maioria das proteínas e sais. O extrato dialisado foi recuperado e filtrado através de 

filtro de 0,45 μm (CHENTIR et al., 2018). A absorbância foi determinada por um 

espectrofotômetro a 620 e 280 mm. 

A pureza da ficocianina (PC) foi determinada usando o seguinte taxa de absorção: 

Pureza = OD620 / OD280 

Em que: OD620 e OD280 são absorbâncias de PC e proteínas, respectivamente. 

O rendimento de PC foi calculado pela equação descrita por Silveira et al., (2007) como 

se segue: 

PCrendimento = CPC × V / DWB 

Em que: PCrendimento é expresso em mg g-1, CPC é a concentração de ficocianina em 

mg mL-1, V é o volume de solvente de extração (mL) e DWB é o peso seco da biomassa (g). 
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Figura 11. Ficocinanina extraída após diálise 
 

 

Fonte: autoria própria, 2022 

 

 

 
3.5 ANÁLISES TERMOGRAVIMÉTRICAS DAS BIOMASSAS 

As curvas termogravimétricas (TG) foram obtidas em Analisador Térmico Shimadzu, 

massa de 10 mg, cadinho de alumina, razão de aquecimento de 10 ºC/min., em atmosfera 

de nitrogênio, fluxo de 50 mL de temperatura ambiente até 700 ºC. 

 

3.6 ANÁLISES ESTATÍSTICAS 
 

Os dados foram analisados quanto à homocedasticidade pelo teste de Levene. Os 

resultados foram submetidos à análise de variância (ANOVA), em delineamento inteiramente 

casualizado (DIC), seguida de comparações múltiplas de Tukey (P<0,05) e o teste t foi realizado 

quando foi necessário comparar duas amostras. Os dados foram analisados no Statística 2010 

(SILVA; AZEVEDO, 2002). 
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MICROALGAS CULTIVADAS EM RESÍDUOS AGROINDUSTRIAIS: EXTRAÇÃO 

DE COMPOSTOS BIOATIVOS DE INTERESSE A INDÚSTRIA DE ALIMENTOS 
 

Roberta Conceição Ribeiro Varandas 

Cristiane Francisca da Costa Sasi 

Marta Maria da Conceição 

RESUMO 

A preocupação com as questões ambientais tem se tornado cada vez mais evidente. Em vista disso, uma 

forma de reduzir essa preocupação é a utilização de meios alternativos como fonte nutriente para o 

cultivo de microalgas. O presente estudo teve como objetivo cultivar microalgas em meios alternativos 

para produção de biomassa como fonte de compostos bioativos de interesse à indústria de alimentos. 

Foram cultivadas 8 espécies de microalgas em meios alternativos preparados a partir de: biocomposto 

de hortifruti (BH), resíduo de malte (RM), fécula de mandioca (FE) e uma mistura de biocomposto de 

hortifruti e resíduo de malte (MIX). E ainda resíduo de malte substituindo em diferentes concentrações 

o meio sintético. As 8 espécies estudadas demonstraram diferentes respostas de crescimento em cada 

um dos meios testados. As melhores respostas foram observadas para Scenedesmus ecornis, com maior 

resultado para o cultivo no meio alternativo com biocomposto de hortifrut na concentração de 1%. A 

Scenedesmus ecornis (D545BH), apresentou maior rendimento em biomassa (583 mg.L-1) e maior 

produtividade (41,6 mg.L-1) dentre todas as espécies. O Teor mais significativo de proteínas foi 

observado para a Spirulina platensis cultivada em meio com resíduo de malte de cevada com 56,5 g 

100g-1.Os níveis mais altos de carboidratos foram encontrados na Xanthonema sp. (D464WC) cultivada 

em meio MIX (38,8 g 100g-1). As maiores concentrações lipídicas foram observadas nos cultivos de 

Actinastrum hantzschii (D467WC-BH) com 24 g 100g-1 e na Monoraphidium arcuatun (D459WC-RM) 

25 g 100g-1. Variações nas composições de ésteres foram observadas em todas as espécies quando 

cultivadas em diferentes meios, embora, em geral ocorreram maiores concentrações de estéres 

polinsaturados e monoinsaturados. A espécie Xanthonema sp. (D464WC) cultivada em meio mix foi a 

que obteve o maior teor de polissacarídeo (15%). Seguida da espécie Scenedesmus ecornis (D545WC), 

cultivada em meio BH obteve 13,1%. Os meios alternativos estudados demonstraram potencial para 

cultivo de microalgas e ainda seus compostos bioativos possuem potencial para serem utilizados na 

indústria de alimentos. 

 

Palavras-chave: resíduo; cultivo; bioativos 

 
ABSTRACT 

Concern about environmental issues has become increasingly evident. In view of this, a way to 

reduce this concern is the use of alternative means as a nutrient source. The present study aimed 

to cultivate microalgae in alternative media for biomass production as a source of bioactive 

compounds of interest to the food industry. Eight species of microalgae were cultivated in 

alternative media prepared from: hortifruti biocompost (BH), malt residue (RM), cassava starch 

(FE) and a mixture of hortifruti biocompost and malt residue (MIX). And still malt residue 

replacing in different concentrations the synthetic medium. The 8 species grew in each of the 

media responses tested. The best responses were observed for Scenedesmus ecornis, with 

greater results for cultivation in the alternative medium with vegetable biocomposite at a 

concentration of 1%. A Scenedesmus ecornis (D545BH) showed the highest biomass yield (583 

 mg.L-1) and highest productivity (41.6 mg.L-1) among all species. The most significant protein 

content was observed for Spirulina platensis grown in a medium with barley malt residue with 

56.5 g 100g-1 .The highest levels of carbohydrates were found in Xanthonema sp. (D464WC) 

grown in MIX medium (38.8 g 100g-1). The highest lipid concentrations were observed in 
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cultures of Actinastrum hantzschii (D467WC-BH) with 24 g 100g-1 and in Monoraphidium 

arcuatun (D459WC-RM) 25 g 100g-1. Variations in ester compositions were observed in all 

species when cultivated in different media, although, in general, there were higher 

concentrations of polyunsaturated and monounsaturated esters. The species Xanthonema sp. 

(D464WC) grown in mix medium had the highest polysaccharide content (15%). Followed by 

the species Scenedesmus ecornis (D545WC), cultivated in BH medium, obtained 13.1%. The 

alternative media studied showed potential for microalgae cultivation and their bioactive 

compounds have the potential to be used in the food industry. 

 
Key words: residue; cultivation; bioactive 

 
 

INTRODUÇÃO 

A crescente mudança no estilo de vida e a rápida urbanização da população global 

promoveram o aumento na produção de alimentos e, como consequência negativa, a elevação 

da geração de resíduos de várias fontes industriais, agrícolas e domésticas (SHARMA et al., 

2020), como também os danos ambientais provocados pelo descarte inadequado destes 

resíduos, que muitas vezes acabam por se tornar potencialmente prejudiciais ao meio ambiente 

e à saúde humana (GAO et al., 2017). 

Com vistas a reduzir estes impactos, métodos biológicos para o tratamento de resíduos 

emergem como uma abordagem de valorização promissora. Neste contexto, o cultivo de 

microalgas tem sido amplamente empregado como recurso importante para o desenvolvimento 

de abordagens sustentáveis e ambientalmente amigáveis à agricultura (RENUKA et al., 2018). 

As microalgas constituem um grupo diversificado de microrganismos unicelulares, 

fotossintetizantes que podem facilmente ser cultivadas em ambientes dulcícolas, marinho e 

salobra (MOBIM; ALAM, 2017). Esses microrganismos podem crescer em condições de 

cultura fotoautotrófica e heterotrófica ou mixotrófica mediante a adição de compostos 

orgânicos como fonte de carbono no meio de cultura (KOYANDE et al., 2019). 

O cultivo e produção de biomassa microalgal apresenta diversas vantagens quando 

comparadas ao cultivo vegetal: podem ser cultivadas em pequenos espaços e em áreas 

inadequadas à agricultura tradicional; não necessitam do uso de agrotóxicos para controle de 

pragas; apresentam produção contínua durante o ano; possuem importância social, 

especialmente na geração de empregos e renda; requerem pequena quantidade de nutrientes, e 

não competem com o uso do solo para agricultura (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). 

Por meio da eficiente conversão de substâncias como carbono, nitrogênio, fósforo, enxofre, 

ferro e oligoelementos em matéria orgânica, estes microrganismos se nutrem em uma 
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velocidade muito superior à das plantas terrestres e produzem inúmeros compostos bioativos, 

de interesse para a industria alimentícia (MIMOUNI et al., 2015; MATOS et al., 2017). 

Apesar destas vantagens, estudos reportam a necessidade de otimizar os sistemas de 

cultivo convencionais com propósito de produzir biomassa em larga escala e aumentar a 

lucratividade comercial, e também apontam que a estratégia mais adequada para aumentar a 

relação custo-benefício é o emprego de recursos alternativos, sustentáveis e de baixo custo, 

como a biotransformação de resíduos (BARONE et al., 2019). 

Para tanto, diversas pesquisas tem empregado substratos alternativos para elaboração de 

meios para o crescimento microalgal, como: como estrume de frango cru (CALIXTO et al., 

2016), água residual de processamento de mandioca (CARVALHO; BORGHETTI; CARTAS, 

2018), esgoto doméstico (KLIGERMAN; BOUWER, 2015; CALIXTO et al., 2016), vinhaça 

(CHOIX et al., 2018), hidrolisados de palha de arroz (JOE et al., 2015), águas residuais de 

processamento de alimentos (LI et al., 2019), biocomposto de frutas e verduras (MEDEIROS 

et al., 2020; CALIXTO et al., 2016). 

A utilização destes recursos, combinado à grande diversidade de cepas microalgais 

existentes permitem que biomoléculas valiosas, como proteínas, lipídios, carboidratos e 

pigmentos, sejam produzidas em altos rendimentos (LEVASSEUR; PERRÉ; POZZOBON, 

2020). Diante disso, o presente estudo objetivou-se investigar o cultivo de microalgas em meios 

alternativos associado a produção de biomassa fonte de compostos bioativos de interesse à 

indústria de alimentos. 

 
MATERIAL E MÉTODOS 

Seleção e cultivo de espécies em condições controladas 

 
 

As espécies de microalgas Xanthonema sp. (D464WC), Ankistrodesmus falcatus 

(D245WC), Monoraphidium arcuatun (D459WC), Spirulina máxima (D8Z), Spirulina 

platensis (D9Z), Scenedesmus ecornis (D545WC), Actinastrum hantzschii (D467WC) e a 

Kirchneriella concorta (D498WC) da coleção do Laboratório de Ambientes Recifais e 

Biotecnologia de Microalgas na Universidade Federal da Paraíba (LARBIM / UFPB) (Tabela 

1) e foram cultivadas em meios alternativos preparados a partir de: biocomposto de hortifruti 

(BH), resíduo de malte (RM), fécula de mandioca (FE) e uma mistura de biocomposto de 

hortifruti e resíduo de malte (MIX). O meio Zarrouk (Zarrouk, 1966) e o meio WC (Guillard e 

Lorenzen, 1972) foram utilizados como controle (C). 
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Tabela 1. Espécies de microalgas selecionadas do banco de microalgas do LARBIM/UFPB 

para cultivo em meios alternativos derivados de resíduos agroindustriais. 

 

 

Lineages Espécie/gênero Procedência 

D464WC Xanthonema sp. Viveiro de carcinicultura pós-despesca, 

Aldeia Tramataia, PB 

D245WC Ankistrodesmus falcatus Riacho das Folhas, Cruz do Espírito Santo, 

PB 

D467WC Actinastrum hantzschii Fonte dos milagres-parque nacional, PI 

D459WC Monoraphidium arcuatun Açude Jardim do Seridó, PB 

D8Z Spirulina máxima UFF, RJ 

D9Z Spirulina platensis UFF, RJ 

D545WC 

D498WC 

Scenedesmus ecornis 

Kirchneriella concorta 

Parque Nacional de Jericoacara, CE 

Açude fazenda Panati, Taperoá, PB 

 

 

As microalgas selecionadas foram cultivadas inicialmente em balões de vidro de 250 

mL com 150 mL dos meios alternativos para os diferentes meios alternativos e o meio controle: 

 Efluente de fécula de mandioca (FE) nas concentrações de 100%, 50% e 25% 

substitundo pelo respectivo meio controle (C); Com adição de nitrato e fosfato. 

 Extrato biocomposto de hortifruti (BH), foram realizados experimentos adicionando 

1,5%, 1% e 0,5% do extrato para cada litro de água destilada. Com e sem adição de 

nitrato e fosfato; 

 Extrato biocomposto do resíduo de malte (RM), foram realizados experimentos 

adicionando 1,5%, 1% e 0,5% do extrato para cada litro de água destilada. Com e sem 

adição de nitrato e fosfato; 

 Para o MIX (mistura extrato de biocomposto de hortifruti e/ou biocomposto do resíduo 

de malte de cevada (RM) com 0,5% de cada extrato para cada litro de água destilada) 

substitundo pelo meio controle nas concentrações de 100%, 50% e 25%. 

Para obtenção de biomassa, os cultivos foram realizados em bancada em balões de 6L 

contendo 5L de meio. O crescimento das culturas foi acompanhado através da fluorescência “in 

vivo" (Turner Design Fluorometer). Os seguintes parâmetros de crescimento foram 

determinados: velocidade de crescimento (k), expressa como o número de divisões celulares 
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por dia (STEIN,1973), duração do cultivo (em dias), rendimento final de biomassa e a 

produtividade de biomassa. Todos os cultivos foram realizados em triplicata. 

Os cultivos foram realizados em triplicatas em câmara climatizada (25 ± 1ºC), com 

iluminação fornecida por lâmpadas fluorescentes tipo luz-do-dia (150 μmol.fótons.m2.s-1) e 

fotoperíodo de 12 horas. A concentração de partida para o cultivo das microalgas selecionadas 

foi de 2x104 células mL-1. 

 
Preparação dos meios de cultura 

O biocomposto de frutas e hortaliças (BH) foi preparado a partir de compostagem 

resíduos de frutas e vegetais que sobraram da distribuição central adquiridos da EMPASA 

(Empresa Paraibana de Abastecimento e Serviços Agrícolas) localizado no município de João 

Pessoa – PB. 

O biocomposto do resíduo de malte de cevada (RM) foi preparado a partir do resíduo 

de malte fornecido por uma cervejaria artesanal (Turmalina), localizada no município de 

Cabedelo. No laboratório foi realizado a compostagem do malte por 90 dias e posteriormente a 

preparação do extrato. 

O soro da fécula de mandioca (SFM) foi cedido pela indústria alimentícia Da terra, 

localizada no município de Santa Rita-PB. O resíduo foi filtrado em filtros de fibra de vidro 

Whatmann GF/C de 47 mm de diâmetro, seguido de esterilização em autoclave e ajuste do pH 

para 7 com solução de Hidróxido de Sódio a 0,1 N. 

Na preparação final dos meios foram adicionados 1,5%, 1% e 0,5% do extrato do 

biocomposto de hortifrúti (BH) e do biocomposto de malte (RM) para cada litro de água 

destilada estéril, com e sem a adição de soluções de nitrato e fosfato (1 mL. L-1). Para fécula 

de mandioca (FE) as espécies foram testadas nas concentrações de 100%, 50% e 25% desse 

meio, sendo as diluições efetuadas com os respectivo meios controle (C). Para o mix 

(biocomposto hortifruti + biocomposto do resíduo de malte – 0,5% de cada para cada litro de 

água destilada) espécies foram testadas nas concentrações de 100%, 50% e 25% sendo as 

diluições efetuadas com os respectivo meios controle (C). 

 
Analises físicas e químicas 

Foram realizadas determinações (em triplicata) de: proteínas, com leituras 

espectrofotométricas a 485mm segundo a metodologia de Lowry et al. (1951); carboidratos, de 

acordo com o método de Kochert (1978); lipídios totais, segundo a metodologia de Bligh Dyer 

(1959); Umidade e cinzas, de acordo com o método AOAC (2019). O perfil de ácidos graxos 
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das espécies cultivadas nos meios alternativos testados foi determinado por cromatografia a 

gás, usando os procedimentos adaptados pra microescala descritos por Menezes et al. (2013), e 

os ésteres metílicos foram e expressos em percentuais (%). Hlaing et al. (2019). Análises de 

nitrato (método do ácido fenoldissulfônico) e fosfato (método do ácido ascórbico) também 

foram realizadas em cada uma das condições testadas, empregando-se a metodologia do 

Standard Methods (APHA, 1998) dos meios alternativos. 

A extração de polissacarídeo foi obtida utilizando quatro metodologias com 

extrações diferentes: alcalina, água quente, ultrassom e água quente com ultrassom 

descritas por Yu et al., (2019). A extração da proteína residual do polissacarídeo foi 

realizada pelo método SEVAGE (WU et al., 2017). O perfil de monossacarídeos foi 

determinado por Cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) (PATEL et al., 2013). Após 

o extrato ser obtido através da metodologia de Dong et al., (2016). 

As curvas termogravimétricas (TG) foram obtidas em Analisador Térmico Shimadzu, 

massa de 10 mg, cadinho de alumina, razão de aquecimento de 10 ºC/min., em atmosfera de 

nitrogênio, fluxo de 50 mL/min, da temperatura ambiente até 700 ºC. 

 
Estatística 

Todas as análises foram realizadas em triplicata e os dados foram apresentados como 

média ± desvio padrão (DP). Os resultados foram submetidos à análise de variância (ANOVA), 

seguida de comparações múltiplas pelo teste HSD Tukey (p <0,05) pelo software Statistica 

10.0. 

 
RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Desenvolvimento dos cultivos 

Os resultados relativos às análises do teor de nitrato foi de 60±0,1 mg L-1 para o meio 

BH, já para o meio com FE o teor foi de 40 ± 0,17 mg L-1 o meio RM teve como resultado 45 

± 0,14 mg L-1. Calixto et al. (2016), encontraram valores similares de nitrato em meio de cultivo 

preparado com biocomposto hortifrúti. Os teores de fosfato, por sua vez, foram de 29,5 mg L-1 

no meio BH, 3 mg L-1 para o meio FE e 20 mg L-1 para o meio RM. 

Os nutrientes desempenham um papel importante nos meios de cultura para produção 

de biomassa a partir de microalgas (KLIGERMAN; BOUWER, 2015; KHAN et al., 2018), 

sendo o nitrato e o fosfato os principais nutrientes. Esses compostos são responsáveis por 10 a 

20% da biomassa das microalgas (KHAN et al., 2018), porém, quantidades consideráveis de 
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micronutrientes também se constituem requisitos nutricionais importantes nos cultivos desses 

organismos. 

A formulação de meios de cultivo baseados em resíduos diversos se mostra uma saída 

eficiente para diminuir os custos de produção de biomassa de microalgas. O uso de resíduos 

orgânicos como fonte de nutrientes para a produção microalgas tem sido investigado em vários 

estudos com diferentes resíduos que vão desde resíduos alimentares (KWAN et al., 2015); 

Hidrolisado de palha de arroz (SIBI, 2015); Hidrolisado de sorgo doce (SIBI, 2015); 

Biocomposto de hortifruti (CALIXTO et al., 2016); água residual de processamento de 

mandioca (CARVALHO; BORGHETTI; CARTAS, 2018);; vinhaça (CHOIX et al., 2018), 

resíduos de fazendas leiteiras (HENA et al., 2015); resíduos de bovinocultura (ZHU et al., 

2016); soro de leite (BENATAHAR et al., 2019). 

Os experimentos efetuados (Figura 1) com meios preparados a partir dos diferentes 

resíduos utilizados tiveram duração de 13 dias para as espécies Spirulina platensis (D9Z) e 

Spirulina máxima (D8Z) e para as demais espécies a duração foi de 14 dias. As 8 espécies 

estudadas demonstraram diferentes respostas de crescimento em cada um dos meios testados. 

As melhores respostas foram observadas para Scenedesmus ecornis, com maior resultado para 

o cultivo no meio alternativo com BH na concentração de 1%. Para a Spirulina platensis a 

melhor resposta foi obtida para concentração de 1%. Já para a Spirulina máxima os melhores 

resultados foram para o meio controle e o meio 1% não ocorrendo diferença significativa entre 

eles. 
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Figura 1. Curvas de crescimento das espécies estudadas nas diferentes concentrações de RM, 

FE, MIX e BH e em meio WC e Zarrouk (Controle). 
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As espécies testadas mostraram variações na cinética de crescimento (Tabela 2), os 

melhores desempenhos foram para os cultivos da D545WCBH (Scenedesmus ecornis), D9ZRM 

(Spirulina platensis) e D8ZRM (Spirulina máxima) com valores iguais ou superiores ao 

controle. Eles ainda apresentaram altos valores de k (0,84-0,54). 

Em todas as espécies o crescimento em uma determinada concentração de meio 

alternativo foi igual ao superior ao controle, corroborando com diversos autores que também 

observaram influência positiva utilizando diversos meios alternativos em cultivos de 

microalgas (MEDEIROS, et al., 2020; Dos SANTOS et al., 2016; CALIXTO et al., 2018; 

SALLA et al., 2016). 

 
Tabela 2. Parâmetros de rendimento, produtividade de biomassa das microalgas, K e duração 

da fase Log em microalgas cultivadas em meio sintético e alternativo. 

Espécies Biomassa 
mg.L-1 

PB 
(mg.L-1.dia-1) 

K (média e 
desvio padrão) 

Duração da 
fase Log (dias) 

Scenedesmus ecornis 
D545WC- C 

463d±0,5 33 0,70±0,47 5 

Scenedesmus ecornis 
D545WC- BH 

583a±1,5 41,6 0,84± 0,30 8 

Spirulina platensis D9Z-C 504b±1 38,7 0,54±0,30 7 

Spirulina platensis D9Z- 

RM 

503bc±1 38,6 0,49±0,50 7 

Spirulina máxima 
D8Z-C 

501c±1 38,5 0,59±0,40 6 

Spirulina máxima 
D8Z –RM 

500c±1 38,4 0,61±04 6 

Ankistrodesmus falcatus 
D245WC- C 

202h±1,5 14,4 0,32±0,5 8 

Ankistrodesmus falcatus 
D245WC- FE 

159k±0,5 11,3 0,34±0,47 8 

Xanthonema sp. 
D464WC- C 

251f±1 17,9 0,47±0,37 8 

Xanthonema sp. 
D464WC- MIX 

301e±1,5 21,5 0,47±0,28 8 

Kirchneriella concorta 
D498WC-C 

231g±1,5 16,5 0,35±0,45 8 

Kirchneriella concorta 
D498WC-MIX50% 

229g±0,5 16,3 0,34±0,38 8 

Actinastrum hantzschii 
D467WC-C 

182i±1,5 13 0,33±0,37 9 

Actinastrum hantzschii 
D467WC-BH 

172j±1,1 12,2 0,33±0,27 9 

Monoraphidium arcuatun 

D459WC-C 

122l±1,5 8,7 0,37±0,50 8 
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Monoraphidium arcuatun 

D459WC-RM 

122l±0 8,7 0,36±0,40 8 

Nas colunas, letras iguais não tem diferença significativa (p>0,05) Teste de Tukey 
 

O rendimento e a produtividade de biomassa mostraram variações dentre as espécies e os 

meios alternativos utilizados (Tabela 2). Os valores em biomassa seca obtida para D545WC 

Scenedesmus ecornis (D545WC), Spirulina platensis (D9Z), Spirulina máxima (D8Z) foram 

superiores as outras espécies. Scenedesmus ecornis (D545BH), apresentou maior rendimento 

em biomassa (583 mg.L-1) e maior produtividade (41,6 mg.L-1) dentre todas as espécies, 

inclusive entre o meio controle. Esse resultado evidencia a viabilidade para utilização desse 

meio para o cultivo em massa dessa microalga. Outros autores também obtiveram êxito no 

cultivo com esse mesmo resíduo agroindustrial (MEDEIROS et al., 2020; CALIXTO et al., 

2016). 

Não houve diferença significativa em relação aos valores de biomassa obtidos para a espécie 

Spirulina platensis (D9Z) nos cultivos efetuados em meio controle (504 mg.L-1 ) e em meio 

alternativo (503 mg.L-1), e também na Spirulina máxima (D8Z) no meio controle (501 mg.L-1) e 

no meio alternativo preparado a partir de Resíduo de Malte de cerveja (RM) (500 mg.L-1) sendo 

a produtividade dessas duas espécies similar em todos os meios testados, evidenciando esses 

dados que cultivos em massa dessas duas espécies de microalgas podem ser desenvolvidos com 

sucesso usando esses tipos de meios alternativos. 

O valor de k foi superior para a Scenedesmus ecornis (D545BH), cultivada em meio 

com biocomposto de hortifruti (0,84 ± 0,30) junto com a maior produtividade (41,6 mg.L-1) e 

ainda maior rendimento em biomassa (583 mg.L-1) dentre as espécies. Song; Pei (2018), 

cultivaram a Scenedesmus sp. em meio suplementado com xilose e obtiveram o valor de k de 

0,35. Já Leite et al. (2016), obtiveram uma produtividade de 34,7 mg.L-1com o meio 

suplementado de xilose. A Spirulina máxima (D8Z-RM) cultivada em meio com resíduo de 

malte obteve o valor de k de 0,59 ± 0,40, a produtividade foi de 38,4 mg.L-1 e o rendimento em 

biomassa foi de 500 mg.L-1. Dos Santos et al. (2016), obtiveram o valor de k de 0,54 e o 

rendimento de 676 mg.L-1 cultivaram a Spirulina máxima no meio suplementado com 0,1% de 

vinhaça. 

 
Composição bioquímica das biomassas das microalgas 

 

A composição química das microalgas estudadas foram influenciadas pelos meios 

alternativos nos quais foram cultivadas (Tabela 3). Sabe-se que a composição química varia de 

espécie para espécie e ainda de cultivo para cultivo de microalgas (MATOS, 2019). O teor de 
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carboidratos, proteínas e lipídios entre as espécies do presente estudo diferiram dependendo do 

meio de cultura utilizado (Tabela 4). Resultados mais elevados foram encontrados para as 

proteínas, no cultivo realizado com biocomposto de hortifruti que obteve o maior resultado 

quando comparado com o meio controle para a Scenedesmus ecornis (D545WC) e para 

carboidratos, na espécie Xanthonema sp.(D464WC) cultivada no meio mix que obteve maior 

teor quando comparado com o meio controle. 

A biomassa das microalgas estudadas foram caracterizadas por ter maiores teores 

proteicos seguidos por carboidratos e lipídios. Quando o meio de cultura possui alto teor de 

nutrientes (especialmente nitrogênio), geralmente há um maior acúmulo de proteína e 

carboidrato com diminuição do teor de lipídios (MATTHIENSEN et al., 2016). Corroborando 

com os dados do presente estudo para maioria das espécies de microalgas. 

 
Tabela 3. Composição química das microalgas estudadas no meio controle e nos meios 

alternativos 

Espécies Carboidratos (g 100g-1) Proteínas (g 100g-1) Lipídios (g 100g-1) 

D545WC- C 18d±1 49ef±1 12,5f±0,5 

D545WC- BH 23c±0,4 55ab±0,5 12,5f±0,5 

D9Z-C 15ef±1 50,1def±0,1 13,6f±0,4 

D9Z- RM 17,6d±0,7 56,5a±0,7 13,4f±0,2 

D8Z-C 13,2fg±0,2 50,1def±0,1 13,3f±0,3 

D8Z –RM 17,3d±0,7 53,2abc±0,7 13,1f±0,1 

D245WC- C 15,8dde±0,6 50,5def±0,8 16,5e±0,5 

D245WC- FE 17,6d±0,1 49,7def±0,9 17de±0,2 

D464WC- C 27,5b±0,7 52,8bcd±1,4 10g±0,5 

D464WC- MIX 38,8a±0,7 48fg±0,5 10g±0,5 

D498WC-C 11,7gh±0,4 52,1bcd±1,1 18cd±0,5 

D498WC-MIX 11,9gh±0,4 45,4g±2,4 22b±0,7 

D467WC-C 11,8gh±0,6 50,2def±0,9 18,3cd±0,3 

D467WC-BH 12,2gh±0,5 52bcde±1 24a±1 

D459WC-C 11h±1 50cdef±0,5 20c±0,5 

D459WC-RM 11h±0,2 50cdef±0,5 25a±0,5 

Nas colunas, letras iguais não tem diferença significativa (p>0,05) Teste de  Tukey 
 

Geralmente a proteína é o principal constituinte orgânico das microalgas (MATOS, 

2019). Corroborando com os resultados obtidos no presente estudo, já que os teores mais altos 

de proteínas foram para as espécies Scenedesmus ecornis (D545WC), Spirulina platensis (D9Z) 

e Spirulina maxima (D8Z). O Teor mais significativo foi observado para a Spirulina platensis 

cultivada em meio com resíduo de malte de cevada com 56,5 g 100g-1. Sabe-se que o teor 

proteico desse gênero de microalga varia de 50 a 70% (LUPATINI et al., 2016). Michael et 

al. (2019), obtiveram 65% de proteína cultivando em meio Zarrouk, já utilizando um 

meio otimizado com menos reagentes registraram 52% de proteína. 



73 
 

 

 

 

Os níveis mais altos de carboidrato foram encontrados na Xanthonema sp. (D464WC) 

cultivada em meio MIX (38,8 g 100g-1) e na mesma espécie cultivada em meio controle (27,5 

g 100g-1), seguida pela espécie Scenedesmus ecornis (D545) cultivada em meio BH (23 g 100g- 

1) e em meio controle (18 g 100g-1). Medeiros et al. (2020), obteve 18% de carboidrato em 

cultivos de Scenedesmus quadricauda efetuados em meio alternativo preparado a base de 

biocomposto de frutas e hortaliças. A literatura não dispõe de informações acerca do cultivo da 

Xanthonema sp. (D464WC) cultivada em extrato de biocomposto de hortifrutis e/ou extrato de 

resíduo de malte de cevada. Esses altos teores de carboidratos dessas duas espécies cultivadas 

em meios alternativos podem ter ocorrido devido a limitação de nutrientes muitas vezes 

encontrados nesses meios podendo redirecionar o metabolismo celular para a síntese de 

compostos de reserva (carboidratos) (GULDHE et al., 2017). 

As maiores concentrações lipídicas foram observadas nos cultivos de Actinastrum 

hantzschii (D467WC-BH) com 24 g 100g-1 e na Monoraphidium arcuatun (D459WC-RM) com 

25 g 100g-1, obtidas utilizando os meios alternativos e foram superiores as concentrações obtidas 

utilizando o meio controle. 

Os resultados do presente estudo indicam que cada espécie de microalga apresenta um 

perfil nutricional peculiar. Já que cada espécie responde de forma distinta as condições de 

cultivo (CALIXTO et al., 2018). Desse modo, a seleção das espécies para finalidades de cultivo 

em larga escala deve ser realizada a partir do componente esperado. No presente caso, pode-se 

recomendar a utilização das espécies Xanthonema sp. (D464MIX) e Scenedesmus ecornis 

(D545BH) para carboidrato, da Scenedesmus ecornis (D545BH), Spirulina platensis (D9RM) 

e Spirulina máxima (D8RM) para proteína e ainda as espécies D467WC-BH, Monoraphidium 

arcuatun (D459WC-RM) e Kirchneriella concorta (D498WC-MIX) para lipídios. 

Diante disso, é importante investigar o conteúdo nutricional das biomassas das 

microalgas já que podem ser incorporadas na elaboração de diversos alimentos como em pães, 

sopas, sucos, iogurtes, pudins, bolos, massas, barras de cereais e assim incrementar 

nutricionalmente e/ou tecnologicamente o produto final potencializando o interesse da 

indústria de alimentos e agregando valor ao produto. 

 
Perfil de ésteres metílicos de ácidos graxos de microalgas 

 

Ocorreu uma diversificação dos ácidos graxos no que se refere às variações do 

comprimento das cadeias, geralmente entre quatorze e vinte e quatro carbonos, e ainda nos 

teores de insaturações (Tabela 4). 
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Tabela 4. Perfil de ésteres metílicos de ácidos graxos de microalgas cultivadas em diferentes 

meios alternativos 

Espécies D9ZRM D8ZRM D464MIX D545BH D245FE D498MIX D467BH D459RM 

SFA 30,38 25,09 55,09 31,19 34,26 41,51 40,08 45,8 

C14:0 0,25±0,05 ND 0,6 ±0,2 ND 0,26±0,05 0,58±0,02 5,38± 0,4 7,16±0,16 

C15:0 ND 0,31±0,02 ND ND ND ND ND 0,36±0,06 

C16:0 29,56±0,8 24,78 ±1 42,61±0,5 31,19±0,19 31,98±0,02 40,14±0,14 33,82±0,2 38,28±0,2 

C17:0 0,57±0,2 ND 9,4 ±0,4 ND ND ND ND ND 

C18:0 ND ND 1,7±0,7 ND 0,69± 0,09 0,79± 0,2 0,88± 0,1 ND 

C26:0 ND ND 0,78 ±0,2 ND 1,33± 0,33 ND ND ND 

MUFA 8,17 8,62 35,58 36,16 26,43 36,99 7,97 13,19 

C16:1 4,48±0,7 3,5 ±0,07 9,4±0,4 4,14 ±0,14 5,49± 0 5,68± 0,2 1,81± 0,1 2,56± 0,1 

C24:1 ND ND 2,38 ±0,3 7,64± 0,2 ND ND ND ND 

C18:1ω9c 3,1±0,11 2,82 ±0,1 14,9±0,03 21,93± 0 19,79± 0,2 28,56 ±0,3 4,66 ±0,3 5,54± 0,3 

C18:1ω9t 0,59±0,2 2,3±0,33 8,9 ±0,2 2,45± 0 1,15± 0,15 2,75± 0,2 1,5±0,48 5,09± 0 

PUFA 59,54 36,18 17,91 30,71 37,34 9,23 51,59 41,03 

C20:5ω3 ND ND ND ND 8,11± 0,11 4,57± 0,2 ND ND 

C18:2ω6c 29±0,5 3 ±1 8,91±0,4 9,4 ±0,4 10,47± 0,4 4,46 ±0,3 13,5±0,3 13±0,02 

C18:3 ω3 28,79±13 30,6 ±0,2 9,01± 0,7 21,31± 0,2 18,76 ±0,2 0,2± 0 38,09±0 28,03 0,5 

C18:3 ω6 1,75±0,2 2,58 ±0,4 ND ND ND ND ND ND 

 

O ácido palmítico (C16:0) foi encontrado em altas concentrações em todas as espécies 

testadas. Principalmente a Xanthonema sp. (D464) (42,61 %) e a 458 (40,14 %). Resultado 

similar foi encontrado por Calixto et al. (2018), Sassi et al. (2017) e Rocha et al. (2019), que 

também encontraram o ácido palmítico como o predominante dentre os ácidos graxos. 

O ácido alfa linolênico (C18:3 ω3) foi encontrado em altas concentrações para a maioria 

das cepas testadas. A Actinastrum hantzschii (D467BH) chegou a alcançar 38% e a Spirulina 

máxima (D8ZRM) com 30%. O ácido alfa-linolênico é um dos ácidos graxos essenciais usados 

no tratamento de distúrbios do sistema nervoso, artrite reumatóide, (NAVARINI et al., 2017) e 

diabetes (NUNEZ et al., 2019). 

A espécie Ankistrodesmus falcatus (D245FE) e a Kirchneriella concorta (D498MIX) 

obtiveram 8,11% e 4,57% respectivamente de ácido graxo eicosapentaenoico (EPA 20:5, n-3) 

um ácido graxo essencial da série ômega 3, desempenha um papel essencial nos benefícios de 

saúde a longo prazo dos sistemas cardiovascular e imunológico (WATANABE; TATSUNO et 

al., 2017). Gerando grande interesse pela indústria de alimentos já que os estoques de peixes 

estão em escassez, e muitas dietas não suprem a necessidade de ômega-3. As microalgas são 
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uma fonte rica em ômega-3, que pode atender às restrições da dieta vegana. Um suplemento 

alimentar, feito de microalgas, pode fornecer ômega-3 em substituição ao óleo de peixe 

(BENEMAN et al., 2018). 

Variações nas composições de ésteres foram observadas em todas as espécies quando 

cultivadas em diferentes meios, embora, em geral ocorreram maiores concentrações de estéres 

polinsaturados e monoinsaturados. Apenas a cepa Xanthonema sp. (D464MIX) apresentou 

tendência oposta com o teor de ésteres saturados (SFA) mais elevados. Vale salientar que o 

conteúdo de ácidos graxos varia de espécie para espécie e ainda em diferentes meios de cultivo 

(LU et al., 2017). E o valor nutricional das microalgas está principalmente relacionada ao seu 

conteúdo de ácidos graxos essenciais (SHAHIDI et al., 2018; KUMAR et al., 2019). 

 
Teor de polissacarídeos 

Algumas espécies de microalgas são capazes de acumular uma significativa quantidade 

de polissacarídeos. Contudo, o desenvolvimento de procedimentos analíticos padrão para a 

caracterização de biomassa de microalgas para quantificação de polissacarídeos tem sido difícil 

devido à existência de várias espécies de microalgas com diferentes estruturas celulares e 

composições químicas (SOUZA et al., 2017). Neste contexto, o presente estudo realizou quatro 

diferentes extrações de polissacarídeos (Tabela 5). Vale salientar que diferentes tipos de 

extrações têm se mostrado bem-sucedidas para diversas microalgas, sendo ainda necessária 

otimização já que existe uma imensidão de espécies de microalgas e que algumas ainda 

possuem uma parede celular muito rígida que podem limitar os rendimentos de extração de 

produtos de elevado valor (BERNAERTS et al., 2018). 

Variações nos rendimentos de polissacarídeos foram observadas em todas as espécies, 

dentre os diferentes métodos de extração e ainda entre o meio alternativo e o meio controle 

(Tabela 5). Sabe-se que a modificação de condições de cultura que afetam diretamente a 

composição da biomassa podem promover a produtividade dos polissacarídeos (BRACKEN et 

al., 2015). 
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Tabela 5. Teor de Polissacarídeos obtido através de diferentes métodos extrações nas 

biomassas das microalgas estudadas com maiores teores de carboidratos 
 

  Extrações (%)   

Cultivos Ext alcalina Água quente Ultrassom Água quente/ultrassom 

D9Z- C 7,1Bc ±0,1 2,5Cd±0,2 6,1Bab±0,2 8Ae ±0,1 

D9Z- RM 9,2Bb±0,2 3Dc±0,1 7Cab±0 10,3Ac±0,3 

D8Z- C 7,7Bbc ±0,1 2,1Dd±0,2 5,4Cb±0,1 8,3Aef±0,1 

D8Z- RM 9,1Ab ±0,1 3,2Cc±0,2 6,4 Bab±0,4 9,3Ac±0,2 

D464WC- C 9,0Ab±0 4,1Da±0,1 6,8Cab±0,1 11,1Ac±0,2 

D464WC-MIX 10,2 Ba±0,2 3,8Dab±0 8,4Ca±0,3 15 Aa±0 

D545WC- C 8,1 Bc±0,2 3,1Dc±0,1 7Cab±0,2 10,5Ac±0,5 

D545WC-BH 9,6 Bab±0,5 3,4Dbc±0,1 7,1Cab±0,1 13,1Ab±0,2 

D245WC- C 7,1ABc ±0,2 3,0Dc±0,1 6Ca±1 8,3Aef±0,5 

D245WC-FE 7,1Bc±0,1 3,1Dc±0,1 7Bab±0,1 9,1Acd±0,2 

Letras minúsculas diferença as entre as colunas; Letras maiúsculas diferença entre as linhas (Teste de 

Tukey) 

 

 
O método de extração que obteve o maior rendimento foi o realizado com água 

quente/ultrassom variando de 8 a 15% de polissacarídeos. Diferente de Yu et al. (2019) que 

analisaram seis diferentes métodos de extrações de polissacarídeos e obtiveram um maior 

acúmulo de polissacarídeos proveniente de microalgas quando utilizaram a extração alcalina. 

Diante dos dados obtidos, o presente estudo se mostrou eficaz em relação ao método adaptado 

(água quente e ultrassom), utilizado como alternativa a extração alcalina. Este método se mostrou 

mais eficiente por obter maior rendimento mesmo sem o uso de solventes, nessa primeira fase do 

experimento. O desenvolvimento de novos processos que não utilizem solventes tóxicos podem 

aumentar a eficiência e a sustentabilidade, que está intimamente ligada aos princípios da química 

verde (GALEGGO et al., 2018). 

A espécie Xanthonema sp. (D464WC) cultivada em meio mix foi a que obteve o maior 

teor com 15% de polissacarídeos. A espécie Scenedesmus ecornis (D545WC), cultivada em 

meio BH obteve 13,1% e em meio controle 10,1%. Essa descoberta é particularmente relevante, 

pois indica que essas microalgas cultivadas nesses meios alternativos possuem potencial para 

produção de polissacarídeos visto que, os teores foram superiores ao controle. Resultado similar 

obtido por Singaba et al. (2018), obtiveram 9% do polissacarídeo da Scenedesmus oblíquos 

cultivada em meio controle e chegaram obter 17% em meio otimizado. 
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Os teores de polissacarídeos variaram de 2 a 15% entre as microalgas estudadas. Diante 

dos resultados obtidos podemos corroborar que o teor de polissacarídeos varia em cada espécie 

de microalga (COSTA et al., 2021). 

A variação nos rendimentos dos polissacarídeos é atribuída à complexidade da parede 

celular das microalgas que podem ser rígidas e não serem expostas de forma eficiente pelos 

diferentes métodos realizados. Então, além da quantificação dos polissacarídeos, a 

compreensão da composição da parede celular não é apenas desejada em termos de otimização 

do processo, mas também porque polissacarídeos podem mostrar potencial para diversos fins 

biotecnológicos (BERNAERTS et al., 2018). Já que possuem atividades antivirais, 

antioxidantes e anti-inflamatórias (De JESUS RAPOSO et al., 2013). E esses compostos 

bioativos ainda podem ser uma fonte promissora de novos hidrocolóides alimentares 

(BERNAERTS et al., 2019). 

O efeito dos parâmetros tecnológicos do processo de cultivo de microalgas pode 

aumentar, diminuir ou até mesmo modificar o conteúdo de polissacarídeos na célula (ROSSI et 

al., 2016). 

 

Tabela 6. Perfil de monossacarídeos e teor de carboidratos e proteínas dos polissacarídeos das 

microalgas Scenedesmus ecornis (D545WC-BH) e Xanthonema sp. (D464WC-RM) 
 
 

Componentes D545WC-BH D464WC-RM 

Glicose (g/L) 7,62 7,72 

Maltose (g/L) 2,052 9,05 
Xilose (g/L) 4,23 6,12 

Arabinose (g/L) 

Proteinas com SEVAGE 

Proteinas sem SEVAGE 
Carboidratos 

1,28 

0,3a± 0,1 

18a± 1 
54,6a± 0,5 

3,58 

0,3a± 0,1 

18,6a± 0,5 
51,6a ± 0,5 

Letras iguais não tem diferença significativa (p>0,05) 

 

A análise de monossacarídeos da Scenedesmus ecornis (D545WC-BH) e da 

Xanthonema sp. (D464WC-RM) (Tabela 6) mostrou uma composição mista de 

monossacarídeos, incluindo glicose, maltose, xilose e arabinose. O maior teor refere-se a 

glicose com 7,62 g/L para Scenedesmus ecornis (D545WC-BH) e 7,72 g/L para Xanthonema 

sp.(D464WC-RM). Singaba et al. (2018), obtiveram glicose, xilose e arabinose da análise de 

monossacarídeos, cultivando a Scenedesmus obliquus. Teuling et al. (2017), registram a glicose 

como componente majoritário para o polissacarídeo da S. dimorphus. Resultado similar com o 

das espécies avaliadas no presente estudo. 
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O teor de proteínas foi registrado com e sem o método SEVAGE (WU et al., 2017). 

Com a utilização do método obteve um teor de proteína muito baixo para as duas espécies 

(0,3%) demonstrando que esse método foi eficiente na retirada da proteína remanescente do 

polissacarídeo. Quando não foi utilizado o método, o teor de proteínas variou de 12 a 15%. 

Singaba et al. (2018), registraram 19,44% de proteína e 53% de carboidratos do polissacarídeo 

extraído da Scenedesmus oblíquos. 

A avaliação da composição de polissacarídeos relacionados à parede celular, como o 

perfil de monossacarídeos, pode aumentar a funcionalidade das microalgas para diversas 

aplicações (BERNAERTS et al., 2018). A diversidade evolutiva das microalgas envolve uma 

enorme complexidade em termos de presença, composição e organização molecular de 

biopolímeros estruturais. Diante disso, os polissacarídeos obtidos a partir de microalgas 

possuem potencial para serem usados como espessantes na indústria de alimentos. Para ter 

sucesso ao introduzir esses polissacarídeos como novos hidrocolóides alimentares, a 

caracterização e funcionalidade devem ser direcionadas para polissacarídeos obtidos a partir da 

individualidade da cepa. Conhecimentos fundamentais sobre a composição dos polissacarídeos 

pode ajudar a prever a funcionalidade de extratos específicos de polissacarídeos (BERNAERTS 

et al., 2019). 

Perfil Térmico das biomassas das microalgas cultivadas em meios alternativos 

 
Avaliar as características térmicas das microalgas é importante para poder entender o 

comportamento de decomposição de lipídios, proteínas e carboidratos (BACH, 2017). 

Os resultados das análises termogravimétricas das biomassas das microalgas cultivadas 

em meios alternativos mostraram alterações no perfil térmico apresentando de três a quatro 

eventos de perda de massa dependendo da microalga, como pode ser visto na Figura 2. 

A avaliação do comportamento térmico de carboidratos, lipídios e proteínas 

desempenham um papel importante na investigação das características das microalgas 

(VUPPALADADIYAM et al., 2019). 
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Figura 2- Curvas TG de biomassas de microalgas cultivadas em meios alternativos 
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Entre as microalgas estudadas o primeiro evento variou de 25,3 a 130°C (Tabela 7). As 

espécies de Spirulina obtiveram maior temperatura (130°C). Sukani (2020), encontrou resposta 

semelhante para a espécie Spirulina platensis no primeiro evento e a temperatura final foi de 

170°C. A perda de massa no primeiro evento variou de 3 a 5% (Tabela 7), atribuída à 

desidratação das amostras. O baixo teor de umidade refere-se ao fato das amostras terem sido 

liofilizadas (De JESUS et al., 2018). 

Já o segundo evento teve uma variação de 120 a 400°C entre as espécies, com perda de 

massa de 45,5 a 66,7%. Possivelmente nesse evento ocorreu a decomposição térmica de 

carboidratos e proteínas (BACH et al., 2017). A espécie que obteve a maior perda de massa 

durante esse evento foi a Scenedesmus ecornis chegando a 66,7%. Kumar et al. (2015), 

cultivaram a Scenedesmus sp. e obtiveram a maior decomposição térmica de biomassa na 

temperatura de 294 a 330°C. Ferreira et al. (2020), cultivaram a Secenedesmus obliquios em 

diferentes águas residuais (indústria leiteira, esgotos, indústria aviária e bovina) e 

demonstraram um comportamento semelhante ao presente estudo em relação a decomposição 

térmica. 

O terceiro evento térmico teve uma variação de 380 a 600°C entre as espécies, com perda 

de massa de 17,6 a 38,3%. Este evento possivelmente pode ter sido atribuído a decomposição 

térmica de carboidratos, proteínas e lipídios (BACH et al., 2017). 

Em algumas espécies o quarto evento esteve presente e variou de 500 a 600°C com perda 

de massa de 4,4 a 11,9%. O quarto evento pode ter sido atribuído à decomposição dos materiais 

carbonáceos (VUPPALADADIYAM et al., 2019). 

 
Tabela 7- Temperaturas iniciais e finais de cada evento térmico e a respectiva perda de massa 

em amostras de microalgas cultivadas em meios alternativos 
 

Amostra Evento térmico ΔT (°C) Δm (%) 
 1 29-125 3,528 

Xanthonema sp. 2 125-400 59,824 

 3 400-500 19,727 

 4 500-600 10,318 

 1 25,3-120,0 3,280 

Ankistrodesmus falcatus 2 120-380 62,793 

 3 380-500 23,524 

 4 500-600 4,405 

 1 27-130 8,467 

Actinastrum hantzschii 2 130-380 45,572 

 3 380-600 38,315 
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 1 27,45-125 2,824 

Monoraphidium 
arcuatun 

2 125-400 60,018 

3 400-600 17,603 

 1 32,6-130 2,876 

Spirulina máxima 2 130-400 58,797 

 3 400-500 18,919 

 4 500-600 11,918 

 1 30,7-130 3,580 

Spirulina platensis 2 130-400 61,120 

 3 400-500 18,997 

 4 500-600 11,120 

 1 28-130 2,694 

Scenedesmus ecornis 2 130-400 66,751 

 3 400-600 18,480 

 1 28,8-125 4,501 

Kirchneriella concorta 2 130-400 55,650 

 3 400-600 34,183 

 
 

Verificou-se que ocorreram algumas diferenças na degradação térmica entre as 

microalgas estudadas. Sabe-se que variações nos compostos orgânicos e minerais nas espécies 

de microalgas levam a diferenças na degradação térmica (SUKANI, 2020). 

A análise termogravimétrica permite a avaliação da resistência térmica das biomassa 

das microalgas ao serem aquecidas, o que pode ser útil considerando algumas tecnologias 

utilizadas no processamento de alimentos em algumas operações ou ingredientes modificados, 

como secagem, troca de calor, cozimento, etc (BATISTA et al., 2013) 

 

CONCLUSÕES 
 

Com base nos resultados obtidos, podemos constatar que a utilização do biocomposto de 

hortifrutis, biocomposto do resíduo de malte de cevada e o resíduo de fécula de mandioca 

podem ser utilizados como meios alternativos promissores para o cultivo de microalgas se 

mostrando uma alternnativa eficiente para diminuir os custos de produção. Visto que os 

parâmetros de crescimento e a composição nutricional das biomassas obiveram resultados 

iguais ou superiores ao meio de cultura sintético. E ainda, no geral ocorreram maiores 

concentrações de estéres polinsaturados e monoinsaturados nas biomassas provenientes dos 

meios alternativos. E também altos teores de polissacarídeos com resultados iguais ou 

superiores ao controle. Deste modo, a biomassa obtida a partir de microalgas e seus compostos 
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bioativos de alto valor agregado possuem potencial para serem utilizados pela indústria de 

alimentos. 
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RESUMO 

As microalgas possuem vários compostos bioativos que podem complementar as necessidades 

nutricionais e energéticas do ser humano. E sua composição química pode variar durante as diferentes 

fases de crescimento como também a utilização de meio alternativo como substrato para o cultivo. Nesta 

pesquisa foram avaliadas as características da cinética de crescimento e a composição química das 

biomasas obtidas proveniente do cultivo em fotobiorreator com capacidade de 2.000L. Foram 

observadas diferenças nas características de crescimento, a fase exponencial durou 12 dias, já a fase 

estacionária 5 dias e a fase de declínio durou 4 dias. O teor de nitrato e fosfato se esgotou na fase de 

crescimento de declínio. Na composição química, os valores de carboidratos (20,9 g 100 g-1) e lipídios 

(25,5 g 100 g-1) foram superiores na fase de declínio. Porém o teor de proteína foi superior na fase 

exponencial (48,5 g 100 g-1). O perfil lipídico evidenciou a presença dos ácidos ácido palmítico, ácido 

linolênico em maiores quantidades. Pode-se constatar ainda que a fase de declínio/ morte do cultivo 

obteve um maior teor de ácidos graxos polinsaturados (42,84%) e monoinsaturados (21,83%). Em 

relação a extração de polissacarídeo o maior rendimento foi obtido através da extração com 

ultrassom/água (13,3±0,2%). O perfil de monossacarídeo evidenciou a presença de glicose, xilose, 

maltose e arabinose. O presente estudo evidenciou que o biocomposto de frutas e hortaliças mostrou-se 

um meio promissor para o cultivo da microalga Scenedesmuss ecornis em larga escala. E ainda, sua 

biomassa e compostos bioativos possui potencial principalmente para possíveis aplicações na indústria 

de alimentos. 

 

Palabras-chave:Cultivo; bioativos; biocomposto 
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ABSTRACT 

Microalgae have several bioactive compounds that can complement human nutritional and 

energy needs. And its chemical composition can vary during the different phases of growth as 

well as the use of an alternative medium as a substrate for cultivation. In this research, the 

characteristics of the growth kinetics and the chemical composition of the biomass obtained 

from the cultivation in a photobioreactor with a capacity of 2,000L were evaluated. Differences 

in growth characteristics were observed, the exponential phase lasted 12 days, the stationary 

phase lasted 5 days and the decline phase lasted 4 days. The nitrate and phosphate content was 

depleted in the declining growth phase. In the chemical composition, the values of 

carbohydrates (20.9 g 100 g-1) and lipids (25.5 g 100 g-1) were higher in the decline phase. 

However, the protein content was higher in the exponential phase (48.5 g 100 g-1). The lipid 

profile showed the presence of palmitic acid and linolenic acid in greater amounts. It can also 

be seen that the decline/death phase of the crop had a higher content of polyunsaturated 

(42.84%) and monounsaturated (21.83%) fatty acids.Regarding the polysaccharide extraction, 

the highest yield was obtained through ultrasound/water extraction (13.3±0.2%). The 

monosaccharide profile showed the presence of glucose, xylose, maltose and arabinose. The 

present study showed that the fruit and vegetable biocomposite proved to be a promising 

medium for the large-scale cultivation of the microalgae Scenedesmuss ecornis. Furthermore, 

its biomass and bioactive compounds have potential mainly for possible applications in the food 

industry. 

 
Keywords: Cultivation; bioactives; biocompost 

 
 

1. INTRODUÇÃO 

 
Um dos principais desafios que enfrentamos no século 21 é a necessidade de alimentar 

uma população humana cada vez maior, porém com recursos naturais cada vez mais 

escassos. Atualmente estima-se que cerca de 1 em cada 9 pessoas no mundo esteja desnutrida. 

Sabe-se que as microalgas podem ser utilizadas como uma nova alternativa de alimentos 

surgindo a oportunidade de aumentar a oferta desses produtos essenciais para atender às 

demandas globais de maneira mais eficiente e ambientalmente sustentável. Muitas espécies de 

microalgas são alimentos nutricionalmente completos e ainda seus rendimentos superam a 

maioria das culturas vegetais (TIJI et al., 2020; AMPOFO; ABBEY, 2022). 

Para que as microalgas sejam consideradas como uma nova fonte potencial de alimento, 

uma fator primordial é sua composição nutricional. A composição nutricional varia entre as 

espécies, e ainda entre a mesma espécie, o conteúdo nutricional pode variar significativamente 

dependendo do ambiente de crescimento, da iluminação, da temperatura, dos nutrientes 

presentes, dentre outros (TIJI et al., 2020; AMPOFO; ABBEY, 2022). 

As microalgas são um dos componentes mais importantes nas cadeias alimentares dos 

ecossistemas aquáticos e têm sido utilizadas como fonte promissora para a produção de vários 
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compostos bioativos. Incluindo os aminoácidos essenciais, ácidos graxos poliinsaturados, 

carotenóides, fibras, polipeptídeos, dentre outros. Devido ao seu potencial, esses 

microrganismos se tornaram uma das fontes mais inovadoras para novos alimentos. Além disso, 

podem ser usadas como ingredientes funcionais para aumentar o valor nutricional dos alimentos 

e, portanto, favorecendo a saúde humana, melhorando o bem-estar e a qualidade de vida 

(MATOS et al., 2017; FU et al., 2017). Estes compostos bioativos possuem efeitos anticâncer, 

anti-inflamatório, antimicrobiano, e antioxidantes (SIGANAMI et al., 2016). 

Essa abundância de biocompostos de alto valor derivados de microalgas tornou esses 

microrganismos uma fonte promissora de produto útil. Porém, para que essa tecnologia 

envolvendo a utilização microalgas seja eficiente ela deve ser economicamente viável e 

ambientalmente sustentável. Tendo como uma das prerrogativas a produção em larga escala de 

forma que possa obter principalmente alta produtividade de biomassa e ainda a utilização de 

meios alternativos como resíduos agroindustriais para poder também diminuir os custos 

operacionais do processo (De CARVALHO et al., 2019). 

Entre todas as microalgas, a Scenedesmus, que pertence à ordem Clorococcales da 

família Scenedesmaceae é freqüentemente dominante em lagos e rios de água doce. Muitas 

espécies deste gênero estão sendo usadas em todo o mundo para diversos fins, devido à sua 

capacidade de adaptação condições ambientais adversas, capacidade de crescer rapidamente e 

facilidade de cultivo e manuseio (HO et al., 2012).Nesse contexto, o presente estudo teve como 

objetivo investigar os compostos bioativos presentes na Scenedesmus ecornis já que não é 

apenas importante compreender a natureza do microrganismo, mas principalmente investigar 

substâncias que são obtidas durante as diferentes fases de crescimento da microalga com 

possíveis aplicações na indústria de alimentos. E ainda avaliar a eficiência do cultivo em larga 

escala utilizando como substrato o biocomposto de frutas e hortaliças. 

 
2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

21.Espécie estudada e condições de cultivo 
 

A espécie Scenedesmus ecornis foi obtida da Coleção de Microalgas do Laboratório de 

Ambientes Recifais e Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB) foi cultivada em meio 

alternativo preparado com a partir do extrato de biocomposto hortifrutis (BH) obtido junto a 

EMPASA (Empresa Paraibana de Abastecimento e Serviços Agrícolas), localizada no 

município de João Pessoa, originário da compostagem de restos de legumes e verduras 
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descartados. A preparação desse meio seguiu o procedimento descrito por Erd-Schreiber 

(GROSS, 1937) modificado por (CALIXTO et al., 2016). 

Inicialmente a microalga foi inoculada em balões de 250 mL. Após 15 dias a cultura foi 

colocada em balões de 6L de capacidade contendo 5L do mesmo meio de cultura e após 15 dias 

foram colocados em mariotes com capacidade de 20 litros. Todos os ensaios foram mantidos a 

25º C ± 1º C em câmara de cultivo climatizada com de sistema de iluminação [150 

μmols.fótons.m2.s-1] e fotoperíodo de 12 horas e aeração fornecida por um mini compressor de 

membrana RESUN AOC2. Após 15 dias de cultivo a cultura foi transferida para o 

fotobiorreator. 

Foi utilizado fotobiorreator tubular “outdoor” pertencente ao Laboratório de Ambientes 

Recifais e Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB), com volume total de 2.000 L. O 

experimento teve duração de 21 dias. O meio alternativo (1.940 L) foi então colocado no 

fotobiorreator juntamente com os 60 L de inóculo otimizado e o cultivo durou até a fase de 

declínio. 

Para as colheitas, o meio de cultivo foi transferido para uma esteira de decantação. Após 

24 horas a biomassa decantou e foi seca ao sol até ficar completamente seca e depois foi pesada 

em balança analítica e guardada em sacos herméticos em refrigerador. 

O crescimento das culturas foi acompanhado através da fluorescência “in vivo" (Turner 

Design Fluorometer). A Curva de crescimento foi preparada, permitindo cálculos de seu 

crescimento velocidade (k), expressa como o número de divisões celulares por dia (STEIN 

1973), a duração (em dias), tempo de cultura, rendimento final de biomassa e a produtividade 

de biomassa por dia. 

 
2.2 Análises físicas e químicas do cultivo do fotobiorreator 

O pH do cultivo foi verificado a cada dois dias através do pHmetro portátil digital 

(KASVI). A Luminosidade e temperatura foram analisadas durante todo o cultivo do 

fotobiorreator através do Hobo Pendant temperature/Light Data Logger (UA-0020XX). O 

Nitrato e fosfato foram analisados a cada dois dias durante o cultivo do fotobiorreator, através 

das determinações de nitrato (método do ácido fenoldissulfônico) e fosfato (método do ácido 

ascórbico), segundo a metodologia de Standard Methods (APHA, 1998). 

 
2.3 Caracterização físico química da biomassa microalgal 

Foram realizadas determinações (em triplicata) de: proteínas, com leituras 

espectrofotométricas a 485mm seguindo a metologia de Lowry et al. (1951); Carboidratos, 
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segundo a metodologia de Kochert (1978); lipídios totais, de acordo com o método proposto 

por Bligh Dyer (1959); Umidade e cinzas de acordo com AOAC (2019); O perfil de ácidos 

graxos das espécies foram determinados através da cromatografia a gás, adaptada pra 

microescala descrita por Menezes et al. (2013) e os ésteres metílicos foram e expressos em 

percentuais (%). 

 
2.4 Extração de polissacarídeo 

Foram realizadas 4 metodologias de extrações de polissacarídeos: alcalina, água, 

ultrassom e água com ultrassom (adaptado) de acordo com as metodologias de Yu et al.(2019), 

e Kang et al., (2019). 

 
2.5 Perfil de monossacarídeos 

O perfil de monossacarídeos foi obtido através da Cromatografia líquida de alta 

eficiência (CLAE) seguindo a metolodiga de Patel et al. (2013). 

 
2.6 Extração de exopolissacarídeos 

A extração de exopolissacarídeos foi realizada através da metodologia de Goyal et al. (2019) e 

Patwal; Baranwal (2021). Utilizando como métodos de extração o ultrassom e o turrac. 

 
2.7 Análise estatística 

Os dados da composição química das microalgas foram analisados primeiramente em 

relação à homocedasticidade das variâncias pelo teste de Levene. Os resultados foram 

submetidos à análise de variância univariada (ANOVA), seguida de comparações múltiplas do 

teste HSD Tukey (p<0,05). E o teste t foi utilizado para comparação de duas médias usando o 

programa Statística 10 (STATSOFT, 2001). 

 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

O experimento efetuado com meio preparado a partir de biocomposto de hortifrúti teve 

duração de 21 dias que foi até a fase de declínio (Figura 1). O cultivo foi realizado para efeito 

de comparação em relação aos compostos bioativos obtidos nas diferentes fases de crescimento. 

Propor estudos baseados nas diferentes fases de crescimento juntamente com estratégias 

alimentares pode ser uma abordagem viável para aumentar o crescimento e a produtividade em 

microalgas (AZIZ et al., 2020). 
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Figura 1. Curva de crescimento obtida do cultivo da microalga estudada. Valores médios das 

medidas da fluorescência in vivo da amostra. 
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A espécie testada mostrou variações na cinética de crescimento (Tabela 1). O melhor 

desempenho foi na fase estacionária por obter maior rendimento (0,490 mg.L-1) e ainda altos 

valores de k (0,92) respectivamente. As taxas de crescimento da microalga Scenedesmus sp. 

dependem de diferentes condições ambientais, tolerância e capacidade de sua sobrevivência 

(LATIFFI et al., 2017). Sabe-se que a Scenedesmus sp. é uma das espécies mais tolerantes, 

geralmente apresenta capacidade de crescer rapidamente e ainda possui habilidade de remover 

nutrientes presente nos resíduos (CHOIX et al., 2018). Características primordiais para possível 

utilização em larga escala empregando biocomposto de frutas e hortaliças como meio 

alternativo. 

 
Tabela 1. Parâmetros de crescimento e produtividade das biomassas nas diferentes fases de 

crescimento Scenedesmus ecornis 
 

Fases de 

crescimento 

Biomassa 

mg.L-1 

PB 

(mg.L-1.dia-1) 

K (média e 

desvio 

padrão) 

Exponencial 310±0,3 44,2 ±0,3 0,22±0,07 

Estacionária 490 ±0,4 81,6±0,4 0,92±1,49 

Declínio 280±0,5 70±0,5 0,19±0,29 

 

 

A utilização de meios de cultivos alternativos baseados em resíduos diversos se 

mostra uma saída eficiente para diminuir os custos de produção de biomassa de microalgas. O 

uso de resíduos como fonte de nutrientes para a produção microalgas têm sido investigada em 

vários estudos com diferentes resíduos utilizando a Scenedesmus sp. como o cultivo em 100% 
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águas residuais (TRIPATHI et al., 2019), águas residuais de curtume (Da FONTOURA et al., 

2017). 

A falta contínua de nitrogênio poder aumentar o conteúdo lipídico e de carboidratos das 

microalgas ela também pode diminuir seu crescimento, reduzindo consequentemente suas 

produtividades globais (CHOKSHI et al., 2017; PANCHA et al., 2015). Corroborando com o 

resultado obtido do presente estudo que quando ocorreu a falta desse nutriente (fase de declínio) 

ocasionou a diminuição de rendimento de biomassa (280 mg.L-1) quando comparado com a fase 

estacionária (490 mg.L-1). Sulochana et al. (2016), cultivaram a Scenedesmus quadricauda e 

também obtiveram uma redução no rendimento de biomassa ocasionada pela depleção de 

nitrogênio. 

Uma das principais dificudldades dos cultivos de microalgas é a presença da colheita 

que é comumente realizada por centrifugação, o que requer muita energia, principalmente na 

produção de microalgas em larga escala. Portanto, métodos alternativos como floculantes e/ou 

decantação são necessários (LI et al., 2015). Porém, no presente trabalho não houve essa 

dificuldade já que a Scenedesmus ecornis teve uma boa decantação sem a necessidade de 

floculantes ou ainda de centrifugação. 

Vale salientar que uma boa sedimentação ou flotação natural de culturas de microalgas 

pode ser vantajosa, já que o tratamento adicional para a colheita pode ser evitado. Reduzindo 

assim os custos do processo nos sistemas de produção de microalgas, correspondendo até 30% 

dos custos totais de produção (SINGH; PATIDAR, 2018). 

A concentração de nitrato e fosfato (Figura 2) nos meios de cultura tem um papel 

fundamental e direto na influência no crescimento de microalgas (Lee et al., 2013). 

A falta de nitrogênio necessário para o acúmulo de substâncias varia distintamente entre 

as espécies de microalgas (CHOKSHI et al., 2017; PANCHA et al., 2015). Essas diferenças 

originam da extensa biodiversidade dessas espécies (LIU et al., 2018). 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0301479721001274?casa_token=10KUrmbPLMwAAAAA%3Ac6BM2CG-Rrq0h6CVpHKfjmf2SQtLUOIOCbST_DVrPkC1Y6yUQojPaGOl2cWoevKRcr5c-B9QSYPP&bib57
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Figura 2. Teor de nitrato e fosfato no cultivo da Scenedesmus ecornis 
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A depleção completa do nitrato e do fosfato ocorreu nos últimos dias do cultivo quando 

constatado a fase de declínio ou morte da microalga estudada. Resultados similares de depleção 

desses nutrientes foram vistos em diferentes estudos com a Scenedesmus sp. Como em Gupta 

et al. (2016), obtiveram uma remoção de 99% para o nitrogênio e 98% para fosfato utilizando 

a Scenedesmus obliquus. Da Fontoura (2017), verificaram um máximo de remoção de 

nitrogênio (85,63%) e fósforo (96,78%) com a Scenedesmus sp. em águas residuais de curtume. 

Kim et al. (2015), demonstraram que a Scenedesmus sp. metaboliza efetivamente o 

nitrogênio e fósforo sem suprimir assimilação de quaisquer nutrientes. 

O nitrogênio desempenha um papel importante no aprimoramento da composição 

bioquímica durante a fotossíntese (SHANTHI et al., 2018). É um dos elementos de crescimento 

mais importantes, pois é um componente importante de moléculas biológicas como DNA, 

clorofila e proteína (CHOKSHI et al., 2017; PANCHA et al., 2015). 

O padrão de temperatura e as intensidades de luz foi registrado durante o cultivo. A 

variação simultânea desses parâmetros é normal principalmente porque em culturas de grande 

escala, é difícil manter todas elas como variáveis constantes ao longo do ciclo produtivo (AL 

JABRI et al., 2021). 

A temperatura é um parâmetro sensível para o crescimento de microalgas e 

concomitantemente as atividades metabólicas (EL-SHEEK et al., 2017). Durante cultivo a 

temperatura máxima foi de 41,6 0C e a mínima de 21,250C. Já no que concerne a luminosidade, 

o resultado máximo foi de 99,20 lux e mínima de 0 lux. Vale salientar que microalga 

Scenedesmus sp. é considerada um dos mais promissores gêneros por ter facilidade de cultivo 

e tolerância a altas temperaturas (CHEN et al., 2013). 

A intensidade da irradiação desempenha um papel fundamental no crescimento das 

microalgas e pode afetar fortemente o acúmulo de carboidratos nas células (WANG et al., 

2017). 
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https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420303412?casa_token=fFXsXgkcqxwAAAAA%3AE4UabN9MGsvmviyY__5bdOQaLatfnX_0P_2pYqrQjqRYCJjVHCUt6b18erDn2HSVcZWSkBgm9FIj&b0195
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420303412?casa_token=fFXsXgkcqxwAAAAA%3AE4UabN9MGsvmviyY__5bdOQaLatfnX_0P_2pYqrQjqRYCJjVHCUt6b18erDn2HSVcZWSkBgm9FIj&b0195
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Os resultados do pH do cultivo variaram de 8,7 a 9,2 durante o cultivo. Já Latiffi et al. 

(2017), cultivaram no meio BBM (Bold’s Basal Medium) a Scenedesmus sp. e obtiveram 

variações de pH 6-7. 

O pH é um das condições ambientais mais críticas no cultivo de microalgas, uma vez 

que determina a solubilidade e disponibilidade de CO2 e de nutrientes tendo uma influência 

significativa no metabolismo desses microrganismos. Cada espécie de microalga possui uma 

faixa de pH ideal para a produção de biomassa, que é estreita e específica da cepa 

(MOHEIMANI et al., 2013). 

Os teores de proteínas, carboidratos, lipídios, umidade e cinzas na biomassa da 

microalga estudada estão dispostos na Tabela 2. A composição química das microalgas é 

frequentemente determinada com o objetivo de fornecer as informações nutricionais 

necessárias para o consumidor e também para determinar as variações em relação às condições 

sob as quais as microalgas foram cultivadas. A composição química varia de espécie para 

espécie e ainda de cultivo para cultivo. Geralmente a proteína é o principal constituinte orgânico 

(MATOS, 2019). 

 
Tabela 2. Composição proximal no cultivo da Scenedesmus ecornis 

 

Fases de 
crescimento 

Carboidrato 
(g 100 g-1) 

Proteína 
(g 100 g-1) 

Lipidio 
(g 100 g-1) 

Umidade 
(g 100 g-1) 

Cinzas 
(g 100 g-1) 

Exponencial 16,37b±0,4 38,7c ± 0,7 15,7c±0,2 2,0b±0,5 25,1a±1 

Estacionária 10,9C±0,6 48,5a ± 0,5 14,5b±0,4 3,5a±0,5 19,8b±0,9 

Declínio 20,9a ± 0,4 30,1b ± 0,8 25,5a±0,5 4a±0 16c±0,2 

Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p > 0,05). Teste de Tukey 

 
 

O teor de proteína da Scenedesmus ecornis mostrou ser influenciado pela depleção de 

nitrato e fosfato no meio já que o cultivo na fase de morte obteve um menor teor do componente 

(30,1 g 100 g-1). Os resultados obtidos por Prancha et al. (2014), revelam que as condições de 

limitação de nitrogênio e privação sequencial de nitrogênio diminuem significativamente a 

atividade fotossintética, bem como o teor de proteína bruta no microrganismo. 

Já os maiores teores de proteínas foram encontrados na fase estacionária (48,5 g-100 g- 

1). Diferentes resultados foram encontrados por Telung et al. (2017), verificaram valores de 

proteínas da S. dimorphus de 26,6 g 100 g-1. Já Ferreira et al. (2019), obtiveram 31,4 g 100 g-1 

de proteínas da Scenedesmus obliquus cultivada em efluente de cervejaria. Valor similar ao 

encontrado por Gouveia et al. (2016), utilizaram a S. obliquus em águas residuais domésticas e 

obtiveram 32,7 g 100 g-1. 
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O maior teor de carboidratos (20,9 g 100 g-1) foi encontrado na fase de declínio. 

Resultado similares a Ho et al. (2012), constataram um aumento no teor de carboidratos de 29% 

da Scenedesmus obliquus cultivada com deficiência de nitrogênio. O acúmulo de carboidratos 

pela via de limitação de nitrogênio é um processo amplamente estabelecido, o carbono é fixado 

fotossinteticamente no ciclo de Calvin é convertido diretamente em carboidratos em vez de 

seguir a síntese de aminoácidos (MAYERS et al., 2018). 

Alguns estudos com meios alternativos obtiveram resultados diferentes de carboidratos 

correlacionados com o presente estudo (10,9 g 100 g-1 a 20,9 g 100 g-1) como Ferreira et al. 

(2019), cultivaram a Scenedesmus obliquus em efluente de cervejaria e obtiveram 30,2 g 100 

g-1 de carboidratos. Kathoon et al. (2017), relataram valores de carboidratos de 27,7 g 100 g-1 

da Scenedesmus obliquus cultivadas em meios de Bristol sob condição de controle. Diferente 

de Batista et al. (2015), obtiveram 11,7 g 100 g-1 de carboidratos cultivando a mesma espécie 

em águas residuais domésticas. 

O crescimento de microalgas e a composição celular podem ser significativamente 

afetados por vários parâmetros de cultura (por exemplo, temperatura, intensidade de luz, 

quantidade de nutrientes) (WU et al., 2019). No entanto, o acúmulo de carboidratos geralmente 

ocorre devido ao esgotamento de nutrientes (QU et al., 2020). 

A acumulação lipídica sob condições de inanição por nitrogênio em várias microalgas 

é amplarmente estudado (MINHAS et al., 2016). Ratificando o que ocorreu no presente estudo 

com a fase de declínio onde houve diferença significativa no teor de lipídios (25,5 g 100 g-1). 

Pancha et al.(2015), obtiveram valores em torno de 25 g 100 g-1 de lipídio. Corroborando com 

os dados de Pancha et al. (2014), que verificaram 27,93 g 100 g-1de lipídio com a limitação de 

nitrogênio. Kathoon et al. (2017), obtiveram valores de lipídios de 42,6 g 100 g-1 da 

Scenedesmus obliquus cultivadas em meios de Bristol sob condição de controle. Resultados 

similares foram registrados também por Chavan; khobragade (2018), com valores de 26,7 g 100 

g-1 de lipídio da Scenedesmus vacuolatus cultivada em meio BG11. 

Olofsson et al. (2014), também relataram que a condição limitadora de nitrogênio 

favoreceu o desvio do excedente pool de energia e carbono de uma via de síntese de 

aminoácidos para síntese de lipídios. 

Quanto ao teor de cinzas, o maior teor foi obtido na fase exponencial (25,1g 100 g-1). 

Valores diferentes foram encontrados por Telung et al. (2017), obtiveram o teor de cinzas de 

18,1% da S. dimorphus. Já Kent et al. (2015), registraram 15,72% de cinzas da biomassa da 

Scenedesmus sp. cultivada em meio BOLD. 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0301479721001274?casa_token=10KUrmbPLMwAAAAA%3Ac6BM2CG-Rrq0h6CVpHKfjmf2SQtLUOIOCbST_DVrPkC1Y6yUQojPaGOl2cWoevKRcr5c-B9QSYPP&bib44
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420303412?casa_token=fFXsXgkcqxwAAAAA%3AE4UabN9MGsvmviyY__5bdOQaLatfnX_0P_2pYqrQjqRYCJjVHCUt6b18erDn2HSVcZWSkBgm9FIj&b0205
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O teor de umidade entre as amostras variou de 2 a 4 g 100 g-1dentre as diferentes fases 

do cultivo estando com valores adequados. Já que um produto deve ter um teor de água inferior 

a 10% visto que a umidade afeta sua deterioração podendo contribuir para o crescimento de 

bactérias, mofo e fungos (MATOS, 2019). 

A composição de ácidos graxos microalgal está intimamente relacionada à composição 

química do meio de cultivo (PALIWAL et al., 2017; DARKI et al., 2017). A Scenedesmus 

ecornis apresentou um total de 60 mg/g de ésteres totais na fase estacionária e 55mg/g na fase 

de declínio. Ocorrendo uma diversificação dos ácidos graxos no que se refere às variações do 

comprimento das cadeias, geralmente entre quatorze e dezoito carbonos, e ainda nos teores de 

insaturações (Figura 3). 

 
Figura 3. Perfil de ácidos graxos da Scenedesmus ecornis na fase estacionária e de declínio 
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Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p > 0,05). Teste de Tukey 

 

 
O ácido palmítico (C16:0) foi o ácido predominante nos dois ensaios e em maior 

quantidade na fase de morte. Corroborando com outros estudos que evidenciaram o ácido 

palmítico como o mais abundante com o mesmo gênero da microalga estudada (ANAND et 

al.2014, JI et al. 2015, Almeida et al. 2018; MAHESH et al., 2019; CICCI; BAVI, 2016). 

Jethani et al. (2018), obtiveram 30,97% de ácido palmítico da Scenedesmus obtusus cultivada 

em lagos circulares. 
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O ácido alfa-linolênico (C18:3n3), foi o segundo ácido encontrado em maior quantidade 

não ocorrendo diferença significativa entre as duas fases de crescimento. Darki et al. (2017), 

obtiveram 28,4% desse ácido quando cultivaram com deficiência/a de nitrogênio e fósforo da 

Scenedesmus obliquus. Já Hlaing et al. (2019), obtiveram 50,91% com meio de água doce 

otimizado da S. obliquus. 

Nos resultados de ácido oleico (C18:1) não houve diferença significativa entre as 

amostras. Chavan; khobragade (2018), relataram valores do ácido oleico (65,83%), com a 

Scenedesmus vacuolatus cultivada em meio BG11. Jil et al. (2015), registraram 10% do ácio 

oleico da Scenedesmus obliquus em águas residuais de alimentos. 

Houve diferença significativa na fase de morte para o ácido linoleico (C18:2 ω-6). 

Resultados similares a Chavan; khobragade (2018), registraram valores de ácido linoleico 

(20,10%), da Scenedesmus vacuolatus cultivada em meio BG11. 

Figura 4. % Ésteres metílicos de ácidos graxos encontrados na fase estacionária e de declínio 
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Colunas seguidas por letras diferentes diferem significativamente (p < 0,05). Teste de Tukey 

 

 

Em relação aos tipos de ésteres de ácidos graxos (Figura 4), observa-se que a fase de 

declínio obteve um maior teor de ácidos graxos polinsaturados (42,84%) e monoinsaturados 

(21,83%) quando comparado com a fase estacionária. Corroborando com os resultados de Darki 

et al. (2017), registraram 43,7% de ácidos graxos poliinsaturados quando cultivaram a 

Scenedesmus obliquus com deficiência de nitrogênio e fósforo. Hlaing et al. (2019), obtiveram 
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63,43% de ácidos graxos poli-insaturados S. obliquus com meio de água doce otimizado. 

Recentemente, o interesse em microalgas se concentrou na produção de compostos bioativos, 

como os ácidos graxos poliinsaturados (PUFA), que proporcionam às microalgas um alto valor 

agregado devido ao seu valor nutricional podendo ser utilizados nas indústrias nutracêuticas, 

de cosméticos, alimentos e rações (KUMAR et al., 2019; HLAING et al., 2019; SANCHEZ et 

al., 2016). 

Houve diferença significativa entre os ácidos graxos saturados na fase estacionária 

(39,95%) e na fase de declínio (35,33%). Resultado idêntico a El-Sheek et al. (2018), que 

registraram com 37,73% quando cultivaram a Scenedesmus obliquus em meio Bold. 

 

Tabela 3. Teor de Polissacarídeos obtido através de diferentes métodos de extrações nas 

biomassas da Scenedesmus ecornis 
 

  Extrações (%)   

Fases de 
crescimento 

Ext alcalina Água quente Ultrassom Água/ultrassom 

Estacionária 7,2 Bb±0,2 2,4 Bd±0,1 4,4 Bc±0,4 8,6Ba±0,1 

Declínio 12 Ab ±0,5 5Ad ±0,5 7Ac ±0,6 13,3Aa ±0,2 

Letras maiúsculas- diferença entre os estágios na mesma extração (Teste T). Letra minúscula- diferença 

entre as extrações (p<0,05). Colunas e linhas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente 

(p >0,05). Teste de tukey 

 
Variações no rendimento de polissacarídeos são influenciadas por condições de cultivo, 

localizações geográficas, época e técnicas de colheita e metodologias de extração. A estrutura 

química dos polissacarídeos determina suas atividades físicas, químicas, bioquímicas e 

biológicas (de Jesus Raposo et al., 2013). Diante disso, foram avaliados quatro diferentes 

metodologias de extrações (Tabela 3) para poder analisar qual dos métodos obteve maior 

rendimento. 

Pôde-se constatar que houve diferença significativa entre todos os tipos de extração. E 

na fase de declínio houve um maior acúmulo de polissacarídeo independente do tipo de 

extração. He et al. (2014), obtiveram um maior acúmulo do polissacarídeo em um meio 

otimizado quando a concentração de nitrato diminuiu influenciando significativamente a 

produção de polissacarídeos intracelulares de Scenedesmus sp. Enfatizando que o efeito da 

limitação de nitrogênio pode levar ao maior acúmulo de polissacarídeos. 

E ainda houve um maior acúmulo de polissacarídeos na extração com água/ultrassom, 

na fase de morte. Diferente de You et al. (2019), analisaram seis diferentes métodos de 

extrações de polissacarídeos e obtiveram um maior acúmulo quando utilizaram a extração 

alcalina. 
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Vale ressaltar que os polissacarídeos possuem atividades farmacêuticas, como 

antioxidantes, antibacterianos, antivirais, imunoestimulantes, efeitos anticoagulantes e 

anticâncer. Além disso, esses polissacarídeos têm muitos efeitos benéficos para a saúde e, 

portanto, possuem potencial nutracêutico (RUOCCO et al., 2016). 

 
Tabela 4. Composição química dos polissacarídeos em diferentes métodos de extrações. 

 

Fase de 
crescimento 

Extrações Carboidratos Proteínas 

 Ext alcalina 66b± 1 6,2a±0,2 

 Água quente 55c ±1 5,1b±0,1 

Fase de declínio Ultrassom 54,4 c±0,6 4,5b±0,6 

 Água/Ultrassom 71,3a ± 1 0,6c±0,1 

Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p > 0,05). Teste de Tukey 

 
 

A composição química dos polissacarídeos nos diferentes métodos de extração (Tabela 

4) atraem atenção a pesquisa devido à sua ampla gama de importantes atividades biológicas. 

Houve diferença significativa no teor de carboidratos na extração com água/ultrassom. 

Corroborando com Belhaj et al. (2017), que obtiveram um alto teor de carboidratos decorrente 

da extração de polissacarídeo. 

As amostras analisadas mostraram que o menor teor de proteínas foi obtido na extração 

água/ultrassom e provavelmente se deu devido a metodologia utilizada que retirou a proteína 

remanescente do polissacarídeo. Resultado similar Belhaj et al. (2017), que obtiveram 0,4% de 

proteína do monossacarídeo da microalga Phormidium versicolor, utilizando a mesma 

metodologia de extração. 

 

Tabela 5. Perfil de monossacarídeos na fase de declínio do cultivo da Scenedesmus ecornis. 

 
Componentes Concentração final (g/L-1) 

Glucose 7, 89 

Maltose 2,1 

Xilose 4,33 
  Arabinose  1,36  

 

 
A análise de monossacarídeos (Tabela 5) mostrou uma composição mista de quatro 

monossacarídeos, incluindo a glicose, maltose, xilose e arabinose. Singaba et al. (2018), 

obtiveram a glicose, a xilose e a arabinose da analise de monossacarídeos, cultivando a 

Scenedesmus obliquus em meio BG11. Já Alam et al. (2019), obtiveram da análise de 

monossacarídeos do cultivo da Scenedesmus raciborskii em meio BG11, a glicose e a xilose 
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como componentes em comum, sendo a xilose como componente majoriátio. Porém, 

corroborando com os resultados do presente trabalho, Teuling et al. (2017), registraram a 

glicose como componente principal componente e cultivaram a S. dimorphus. 

A diversidade evolutiva das microalgas envolve uma enorme complexidade em termos 

de presença, composição, e organização molecular de biopolímeros estruturais. Assim, os 

polissacarídeos obtidos a partir de microalgas possuem potencial para serem usados como 

espessantes na indústria de alimentos. Para ter sucesso ao introduzir esses polissacarídeos como 

novos hidrocolóides alimentares, a caracterização e funcionalidade devem ser direcionadas para 

polissacarídeos obtidos a partir da individualidade da cepa. Conhecimentos fundamentais sobre 

a composição de polissacarídeo pode ajudar a prever a funcionalidade de extratos específicos 

de polissacarídeos (BERNAERTS et al., 2019). 

Tabela 6. Composição do Exopolissacarídeos nas diferentes fases de crescimento da 

Scenedesmus ecornis. 

 
Fase de crescimento Rendimento EPS mg/L Proteína (EPS) Carboidrato (EPS) 

Estacionária 36a± 0,2 0a 55a ± 0,3 

Declínio 56b± 0,4 0a 58b± 0,4 

Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). 

 

 

O rendimento de Exopolissacarídeos (EPS) (Tabela 6) na fase estacionária foi de 36 

mg/L e na fase de declínio foi de 56 mg/L. Halaj et al (2019), testaram 17 tipos de cepas 

diferentes para produção de EPS e a produção variou de 16 a 1064 mg/L de meio de cultura. 

Demonstrando que o processo de excreção de polissacarídeos extracelulares é espécie- 

específico e ainda que nenhum dos fatores limitantes influenciam a liberação de EPS da mesma 

forma (BABIAK; KRZEMINSK, 2021; PATWAL et al., 2021). Corroborando com resultados 

de diferentes estudos que obtiveram diferentes valores de EPS no cultivo de Scenedesmus sp, 

como Angelaalincy et al (2017) com 48,6 mg/L EPS. Sivaramakrishnan et al. (2020), com 51 

mg/L de EPS. E ainda Shen et al. (2017), que obtiveram 81,5 mg/L de EPS. 

No presente estudo pode-se constatar um aumento da produção de EPS quando ocorreu a 

depleção de nitrogênio. Um dos fatores que contribuem para o aumento da síntese de EPS pelas 

células de microalgas é a deficiência de nitrogênio (BABIAK; KRZEMINSK, 2021). Vários 

estudos confirmaram os benefícios dessa depleção para o rendimento de EPS (SASAKI et al. 

2020; ANGELAALINCY et al., 2017; MAHESH et al., 2019). 

https://pubs.acs.org/action/doSearch?field1=Contrib&text1=Mariajoseph%2B%2BAngelaalincy
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420308348?casa_token=udrNXYd2rwIAAAAA%3AQtQyO-nW0Cx0uVDBrpmmWkcqvi-OTg7SffbNh4gy8ay5YoHA4P0WKrGs0Ko1T2_sxRE_OjaoZg&!
https://pubs.acs.org/action/doSearch?field1=Contrib&text1=Mariajoseph%2B%2BAngelaalincy
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420308348?casa_token=udrNXYd2rwIAAAAA%3AQtQyO-nW0Cx0uVDBrpmmWkcqvi-OTg7SffbNh4gy8ay5YoHA4P0WKrGs0Ko1T2_sxRE_OjaoZg&b0115
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Os teores de carboidratos no exopolissacarídeo foram de 55% para a fase estacionária e 

de 58% para a fase de declínio. Halaj et al. (2019), demonstraram que os teores de carboidratos 

nos EPS variaram de 1 a 88% em diferentes espécies de microalgas. No mesmo estudo, o teor 

de proteínas variou de 0 a 16%. Essa variação pode ter ocorrido devido a presença de glicanos 

puros, proteoglicanos ou glicoproteínas com diferentes teores de proteína, corroborando com 

resultado de vários estudos (DELATTRE et al. 2016 ; ROSSI; DE PHILIPPIS, 2016 ). Já o 

presente estudo não apresentou teor de proteína no EPS. Corroborando com resultado obtido 

por Patwal; Baranwal (2021), que cultivaram a Scenedesmus acutus. Diferentes composições 

podem ocorrer entre as microalgas para o EPS (LAROCHE et al., 2022). 

As proteínas também são frequentemente encontradas nas amostras estudadas, mas 

provavelmente são contaminantes e não fazem parte do EPS. Porém, é importante quantificá- 

los, pois, em alguns casos, não se pode excluir que algumas propriedades das amostras podem 

ser modificadas pela sua presença (LAROCHE et al., 2022). 

Diante dos resultados obtidos vale salientar a extrema importância de otimizar os 

componentes e condições cruciais que aumentam o rendimento de polissacarídeos 

(ANGELAALINCY et al., 2017). Já que esse rendimento depende principalmente dos meios e 

condições de cultura (DELATTRE et al., 2016). 

Os polissacarídeos extracelulares de microalgas (EPS) têm chamado a atenção dos 

pesquisadores devido às suas amplas aplicações na indústria farmacêutica, terapêutica, 

mecânica e alimentícia. Atualmente, os EPS são muito utilizados na indústria alimentícia como 

agentes gelificantes e espessantes que estão sendo utilizados para melhorar a textura e a 

qualidade dos produtos alimentícios (XIAO; ZHENG 2016; SIVARAMAKRISHNAN et al., 

2020). 

CONCLUSÃO 
 

O cultivo da Scenedesmus ecornis em meio com biocomposto de frutas e hortaliças em 

larga escala se mostrou eficiente durante as diferentes fases de crescimento. Pois permitiu 

crescimento celular satisfatório, durante as fases de crescimento. Os maiores teores proteicos 

foram encontrados durante a fase estacionária. Diferente dos teores de carboidratos e lipídios 

que foram superiores na fase de declínio, quando também houve uma diminuição do teor de 

nitrato e fosfato da cultura. Durante a fase de declínio também houve uma maior produção de 

ácidos graxos mono e polinsaturados e também um maior acúmulo de polissacarídeo 

independente do tipo de extração. Ainda ocorreu, um maior acúmulo de EPS. Constatou-se que 

durante as diferentes fases de crescimento, as microalgas são capazes de produzir diferentes 

compostos. Inclusive muitos desses possuem potencial para serem aplicados na indústria de 

alimentos. 

https://link.springer.com/article/10.1007/s11696-018-0517-4#ref-CR8
https://link.springer.com/article/10.1007/s11696-018-0517-4#ref-CR30
https://pubs.acs.org/action/doSearch?field1=Contrib&text1=Mariajoseph%2B%2BAngelaalincy
https://link.springer.com/article/10.1007/s11696-018-0517-4#ref-CR8
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852420308348?casa_token=udrNXYd2rwIAAAAA%3AQtQyO-nW0Cx0uVDBrpmmWkcqvi-OTg7SffbNh4gy8ay5YoHA4P0WKrGs0Ko1T2_sxRE_OjaoZg&!
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Resumo 

Espécies pertencentes ao gênero Spirulina estão entre os microrganismos fotossintéticos de 

maior importância comercial. Este trabalho teve como objetivo avaliar o cultivo da Spirulina 

platensis e Spirulina máxima com substituição parcial de meio sintético por meio de 

cultura de baixo custo RM (resíduo de malte de cevada) bem como extrair compostos 

bioativos aplicaveis a indústria de alimentos. Foram avaliados os parâmetros de 

crescimento, composição da biomassa, concentrações de proteínas, carboidratos, lipídios, ácidos 

graxos, extração de ficocianina, polissacarídeos e monossacarídeos. Os cultivos utilizando RM 

na concentração de 50% obtiveram crescimento equivalente ao controle. O teor de clorofila foi 

superior para as duas espécies de Spirulina cultivadas no meio controle. Os teores de 

ficocianina foram superiores para Spirulina platensis. Os maiores teores proteicos foram 

encontrados para Spirulina platensis (55,9g 100g-1) seguida da Spirulina maxima (53,3g 100g- 
1) cultivadas em RM. Os ácidos polinsaturados linoleico e alfa-linolênico apresentaram 

percentuais mais elevados nas cepas cultivadas em RM. O teor de PUFA foi maior nos cultivos 

em meio RM, variando de 57 a 59%. A extração de polissacarídeos com água 

quente/ultrassom apresentou maiores valores nas duas espécies cultivadas em meio RM 

variando de 8,3 a 11,2%. O teor de exopolissacarídeos destacou-se no cultivo com meio RM 

(191 a 193mg·L-1) para ambas as espécies. Os resultados obtidos evidenciam que a utilização 

de resíduo de malte como substituto parcial ao meio controle é adequada como meio alternativo 

para o cultivo das Spirulinas platensis e maxima. Além disso, destaca-se o potencial de seus 

compostos bioativos para a indústria de alimentos. 

Palavras-chave: Microrganismos Fotossintéticos; Resíduo; Cultivo. 

 

Abstract 

Species belonging to the genus Spirulina are among the most commercially important 

photosynthetic microorganisms. This work aimed to evaluate the cultivation of Spirulina 

platensis and Spirulina maxima with partial replacement of synthetic medium by RM (barley 

malt residue) as well as to extract bioactive compounds applicable to the food industry. Growth 

parameters, biomass composition, concentrations of proteins, carbohydrates, lipids, fatty acids, 

phycocyanin extraction, polysaccharides and monosaccharides were evaluated. The cultures 

using RM at a concentration of 50% obtained growth equivalent to the control. The chlorophyll 

content was higher for the two Spirulina species grown in the control medium. Phycocyanin 

levels were higher for Spirulina platensis. The highest protein contents were found for Spirulina 

platensis (55.9g 100g-1) followed by Spirulina maxima (53.3g 100g-1) cultivated in RM. The 

polyunsaturated linoleic and alpha-linolenic acids showed higher percentages in the strains 

cultivated in MR. The PUFA content was higher in cultures in RM medium, ranging from 57 to 

59%. The extraction of polysaccharides with hot water/ultrasound showed higher values in the 

two species grown in RM medium, ranging from 8.3 to 11.2%. The content of 

exopolysaccharides was highlighted in the culture with RM medium (191 to 193mg·L-1) for 

both species. The results show that the use of malt residue as a partial substitute for the control 

medium is suitable as an alternative medium for the cultivation of Spirulinas platensis and 

maxima. In addition, the potential of its bioactive compounds for the food industry is 

highlighted. 

Keywords: Photosynthetic Microorganisms; Residue; Cultivation. 

 

Resumen 

Las especies pertenecientes al género Spirulina se encuentran entre los microorganismos 

fotosintéticos de mayor importancia comercial. Este trabajo tuvo como objetivo evaluar el 

cultivo de Spirulina platensis y Spirulina maxima con reemplazo parcial de medio sintético por 

medio de cultivo RM (barley malt residuo) de bajo costo, así como extraer compuestos 

bioactivos aplicables a la industria alimentaria. Se evaluaron parámetros de crecimiento, 

composición de la biomasa, concentraciones de proteínas, carbohidratos, lípidos, ácidos grasos, 

extracción de ficocianinas, polisacáridos y monosacáridos. Los cultivos que utilizaron RM a una 

concentración del 50% obtuvieron un crecimiento equivalente al control. El contenido de 

clorofila fue mayor para las dos especies de Spirulina cultivadas en el medio de control. Los 
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niveles de ficocianina fueron más altos para Spirulina platensis. Los mayores contenidos de 

proteína se encontraron para Spirulina platensis (55,9g 100g-1) seguida de Spirulina maxima 

(53,3g 100g-1) cultivada en RM. Los ácidos poliinsaturados linoleico y alfa-linolénico 

presentaron mayores porcentajes en las cepas cultivadas en MR. El contenido de PUFA fue 

mayor en los cultivos en medio RM, variando del 57 al 59%. La extracción de polisacáridos con 

agua caliente/ultrasonido mostró valores superiores en las dos especies cultivadas en medio RM, 

variando de 8,3 a 11,2%. Se destacó el contenido de exopolisacáridos en el cultivo con medio 

RM (191 a 193mg·L-1) para ambas especies. Los resultados muestran que el uso de residuos de 

malta como sustituto parcial del medio control es adecuado como medio alternativo para el 

cultivo de Spirulinas platensis y maxima. Además, se destaca el potencial de sus compuestos 

bioactivos para la industria alimentaria. 

Palabras clave: Microorganismos Fotosintéticos; Residuo; Cultivo. 

 

 

1. Introdução 

Na indústria de alimentos, há uma demanda crescente por vários componentes de ação 

natural, como pigmentos, proteínas e vitaminas, a fim de substituir as contrapartes sintéticas e 

aumentar o valor nutricional dos produtos alimentícios (Shabana et al., 2017). 

Além de exigir produtos com alto valor nutricional e benefícios à saúde, os 

consumidores estão buscando cada vez mais ingredientes e/ou produtos mais naturais (Vigani 

et al., 2015). As microalgas são excelentes fontes naturais de compostos bioativos altamente 

valiosos e se tornaram as mais promissoras e inovadoras fontes de novos alimentos e produtos 

funcionais no século XXI (Matos et al., 2017). O mercado global de produtos derivados de 

microalgas, usados especialmente para nutracêuticos, suplementos alimentares e de ração, 

registram uma taxa de crescimento anual de 5,8% no período 2017-2026, onde espera-se atingir 

mais de 53 bilhões de dólares (Credence Research, 2018). 

O gênero Spirulina (Arthrospira) representa entre as microalgas de maior importância 

comercial. É responsável por mais de 30% da biomassa produzida globalmente devido à alta 

concentração proteica (até 60%) e ao conteúdo de pigmentos (carotenoides, ficocianinas, 

clorofila), ácidos graxos insaturados (ácido linoleico e ácido gama-linolênico GLA), 

polissacarídeos e antioxidantes. Além disso, sua morfologia celular facilita recuperação de 

biomassa, o que contribui para a redução de custos do processo (Abd El Baky et al., 2015; Patil 

et al. 2015; Ye et al., 2018). Baseada na sua composição química a Spirulina tem sido chamada 

de super alimento (Mishra et al., 2014). Sendo considerada uma microalga de fácil 

digestibilidade (Triveti et al., 2015). 

Diferentes espécies do gênero Spirulina são consumidas em todo o mundo, sendo 

a Spirulina máxima e Spirulina platensis as mais utilizadas em virtude dos seus 

benefícios à saúde (Ghaeni; Roomiani, 2016). São amplamente comercializadas como 

nutracêuticos em diversos países como Austrália, China, Coréia do Sul, Malásia, 
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Cingapura, Taiwan, EUA, Holanda, Espanha, Portugal, França, Dinamarca, Japão e 

ainda alguns países da África (Raja et al., 2016; Raja et al., 2018). 

Devido à sua ampla utilização na nutrição humana e animal (Asghari et al., 2016), a 

Food and Drug Administration (FDA) concedeu Certificação GRAS (Generally 

Recognized as Safe) para Spirulina e teve seu consumo autorizado como alimento desde 

2003 (Kumar et al., 2018; Enzing et al., 2014). Desde então, a biomassa ou os compostos 

bioativos da Spirulina vem sendo incorporados na elaboração de diversos alimentos 

como em massas (Fradinho et al., 2020), pães (Khemiri et al., 2020), iogurtes (Patel et 

al., 2019), barras nutricionais (Kumar et al., 2018) e ainda bebidas isotônicas, cereais, 

sopas instantâneas, pudim, mistura para bolo em pó (Vaz, 2016). Ressalta-se também 

sua aplicação como um suplemento dietético (Ye et al., 2018), além da extração de 

compostos bioativos que podem ser utilizados em diferentes formas, como líquidos, 

concentrados, extratos, pó ou flocos (Raja et al, 2018), e dessa forma, incrementar 

nutricionalmente e/ou tecnologicamente o produto final gerando o agregado. 

Portanto, o objetivo desse estudo foi avaliar o cultivo da Spirulina platensis e da 

Spirulina máxima com substituição parcial de meio sintético por meio de cultura de 

baixo custo (resíduo de malte), bem como extrair compostos bioativos com possíveis 

aplicações a indústria de alimentos. 

 
2. Metodologia 

2.1 Cultivo de espécies em condições controladas 

A Spirulina platensis e a Spirulina máxima foram obtidas da Coleção de Microalgas do 

Laboratório de Ambientes Recifais e Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB). As 

cepas foram cultivadas em meio alternativo preparado a partir do extrato de biocomposto do 

resíduo de malte de cevada (RM). O resíduo de malte foi fornecido por uma cervejaria artesanal 

(Turmalina), localizada no município de Cabedelo – PB. No LARBIM/UFPB foi realizado a 

compostagem do malte de cevada e posteriormente a preparação do extrato. A cada litro de 

água destilada foi utilizado 10 mL de extrato com adição de nitrato e fosfato. 

As microalgas selecionadas foram cultivadas inicialmente em balões de vidro de 250 

mL com 150 mL de meio de cultura preparado com resíduo de malte (RM) nas concentrações 

de 100%, 50% e 25%. Como controle utilizou-se o meio Zarrouk no qual também foi usado 

como diluente nas duas últimas concentrações de RM. Os cultivos foram realizados em 

triplicatas em câmara climatizada (25 ± 1ºC), com iluminação fornecida por lâmpadas 
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fluorescentes tipo luz-do-dia (150 μmol.fótons.m2.s-1) e fotoperíodo de 12 horas. A 

concentração de partida para o cultivo das microalgas selecionadas foi de 2x104 células mL-1. 

Após a seleção da concentração do meio de cultivo mais adequado. O cultivo foi 

realizado em bancada em balões de 6L contendo 5L de meio. O crescimento das culturas foi 

acompanhado através da fluorescência “in vivo” (Turner Design Fluorometer). Os seguintes 

parâmetros de crescimento foram determinados: velocidade de crescimento (k), expressa como 

o número de divisões celulares por dia (Stein 1973), duração do cultivo (em dias), rendimento 

final de biomassa e a produtividade de biomassa (PB) por dia. 

 
2.2 Análises da biomassa 

Foram feitas determinações (em triplicata) de: proteínas, seguindo Lowry et al. (1951); 

carboidratos, seguindo Kochert (1978); lipídios totais, seguindo Bligh e Dyer (1959); Umidade 

e cinzas de acordo com AOAC (2016); O perfil de ácidos graxos das espécies foram 

determinados usando cromatografia a gás, descrita por Menezes et al. (2013) e os ésteres 

metílicos foram expressos em percentuais (%). Clorofila a, b e carotenoides totais seguindo o 

método de Sumanta et al. (2014); Hlaing et al. (2019). A extração da ficocianina foi 

determinada por Ilter et al. (2018), com modificações. E a pureza da ficocianina foi 

realizada através da metodologia de Chentir et al. (2018), com modificações. A extração 

de polissacarídeo foi realizada através de quatro metodologias diferentes descritas por 

Yu et al. (2019). A extração da proteína residual do polissacarídeo foi realizado pelo 

método SEVAGE (Wu et al., 2017). Os exopolissacarídeos foram extraídos por de De 

Jesus Raposo et al. (2015). 

 
2.3 Análises estatísticas 

Os dados da composição química das microalgas foram analisados primeiramente com 

relação à homocedasticidade das variâncias pelo teste de Levene. Os resultados foram 

submetidos à análise de variância univariada (ANOVA), seguida de comparações múltiplas do 

teste HSD Tukey (p<0,05) (Statsoft, 2001). 

 
3. Resultados e discussão 

Os cultivos tiveram duração de 13 dias e mostraram diferenças nas respostas de 

crescimento entre as espécies. Os maiores crescimentos foram registrados na Spirulina 

platensis e na Spirulina máxima na concentração de 50% de RM com valores equivalentes ao 

controle (Figura 1). 
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Figura 1. Curvas de crescimento obtidas para os cultivos das microalgas estudadas. Valores 

médios das medidas da fluorescência in vivo de cada amostra. 
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Os valores de rendimento de biomassa (Tabela 1) mostraram diferença 

significativa entre os ensaios variando de 511 a 503 mg.L-1 (S. platensis e S. maxima, 

respectivamente). Evidenciando que esse meio alternativo apresenta potencialidade para o 

cultivo de algumas espécies de microalgas como a Spirulina sp. já que obteve uma quantidade 

considerável de biomassa seca. 

 
Tabela 1. Parâmetros de crescimento e produtividade das microalgas estudadas nos meios 

controle e RM 
 

 

Cultivos 
Biomassa 

mg.L-1 

PB 
(mg.L-1.dia- 

1) 

K (média 
e desvio 

padrão) 

Duração da 

fase Log (dias) 

S. platensis- C 510a± 1 39,2 0,69 7 

S.platensis-RM 511a±1 39,3 0,71 7 

S. máxima – C 504b±1 38,7 0,54 6 

S.máxima- RM 503b±1 38,6 0,49 6 

Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Teste De Tukey 

 
As duas espécies testadas mostraram variações na cinética de crescimento, os melhores 

desempenhos foram para os cultivos da Spirulina platensis cultivadas em meio alternativo com 

valores que não diferiram significativamente para biomassa (511 mg.L-1) em relação ao 

controle. As duas espécies ainda apresentaram altos valores de k (0,49-0,69). Vale salientar 

que o crescimento e a produção de biomassa de Spirulina sp. dependem da 

disponibilidade de nutrientes, pH, luz e temperatura. A composição do meio e seus 

Spirulina platensis 
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custos são fatores desafiadores para o cultivo em larga escala viável de microalgas (Soni 

et al.,2019). 

Nos dois experimentos com a utilização do meio alternativo não houve diferença 

significativa em relação ao controle, corroborando com vários estudos utilizando meios 

alternativos para ao cultivo da Spirulina sp. e obtendo crescimento satisfatório. Como dos 

Santos et al. (2016), mostraram respostas de crescimento efetivos com o uso da vinhaça, assim 

como, Salla et al. (2016), com proteína do soro de leite e ainda Michael et al. (2019), 

formularam um meio econômico com utilização de fertilizantes comerciais em substituição 

parcial do meio Zarrouk. Trinh e Nguten (2020), utilizaram água mineral natural Vinh Hao para 

diminuir o custo do meio Zarrouk em cultivos com Spirulina platensis. 

 
3.1 Análises químicas da biomassa 

A Tabela 2 demonstra os teores de Carotenoides, Clorofila a, b e total na Spirulina 

platensis e na Spirulina máxima utilizando meio controle e meio com RM. O teor de clorofila 

foi superior para as duas espécies de Spirulina (8,5-8,7 mg g-1 ) quando foram cultivadas no 

meio controle. Valores similares aos encontrados por outros estudos quando cultivaram a 

Spirulina sp. no meio Zarrouk (Nouri et al., 2018; Çelekli et al., 2016). 

 
Tabela 2. Clorofila a, b e total e Carotenóides na Spirulina platensis e na Spirulina máxima no 

meio controle e no meio com RM 

 

Cultivos 
Clorofila a 

(mg g-1) 

Clorofila b 

(mg g-1) 

Clorofila total 

(mg g-1) 

Carotenoides 

(mg g-1) 

S. platensis- Controle 5,2a±0,2 3,5a±0,1 8,7a ±0,1 3,2a±0,1 

S.platensis- RM 2c±0,1 2b±0 4b±0,2 2,5b±0,1 

S. máxima- Controle 4,8b±0,05 3,7a±0,1 8,5a±0,3 3,2a±0,1 

S.máxima- RM 2,1c±0,1 1,8b±0,2 3,9b±0,2 2,1b±0,1 

Nas colunas, letras iguais não tem diferença significativa (p<0,05) Teste de Tukey. 

 

 

A clorofila é um dos pigmentos dominantes na Spirulina sp. que desempenham 

um papel importante papel na captura da luz como elemento crucial para a fotossíntese 

Esse pigmento pode ser utilizado pela indústria de alimentos como corante verde natural para 

substituir a coloração artificial (Munawaroh et al., 2019). 
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O teor de carotenoides (Tabela 2) foi superior quando as duas espécies estudadas 

foram cultivadas em meio controle (3,2 mg g-1). Corroborando com Marzorati et al. 

(2020), que obtiveram 3,4 mg g-1 de carotenoides da Spirulina platensis cultivada no 

meio Zarrouk. 

Estudos demonstraram que a suplementação da Spirulina sp. na dieta de codornas 

e frangos levaram ao aumento dos níveis de carotenoides e consequentemente o aumento 

da coloração da gema que é um fator primordial para o consumidor e também para 

indústria de alimentos que preferem gemas com a coloração mais escuras (Roza et 

al.,2018; Zahroojian et al., 2013). Já Alavi e Golmakani (2017), adicionaram biomassa 

da Spirulina sp. em óleo de oliva e constataram que a presença de carotenóides e do 

conteúdo de clorofila retardaram a oxidação do azeite. 

 
Tabela 3. Rendimento das Ficobiliproteínas na Spirulina platensis e na Spirulina máxima 

no controle e no meio com RM 
 

Ultrassom   Turrac  

 D9C D9RM D8C D8RM D9C D9RM D8C D8RM 

CPC 71,2Abc±1,2 69ABcd±1 67Bd±1 2,1Ce±0,1 73,8Aa±1,5 72,4Aa±0,5 71,6Aab±05 3,7Ce±0,2 

APC 11,5Ab±0,5 9,4Bc±0,5 9,7Bc±0,6 0,3Cd±0,1 13,3Aa±0,5 12,7Aab±0,6 12Aab±1 0,8Bd±0,1 

PE 3,2Abc±0,3 3,3Ab±0,2 2,6Bcd±0,1 0,2Ce±0,1 4,3Aa±0,1 3,8Aab±0,2 2,4Bd±0,4 0,4Ce±0,1 

PBP 85,9Ac±0,7 82Bb±0,7 79,3Ce±0,3 2,6Dg±0,7 91,2Aa±0,3 88,9Bb±0,9 86,3Cc±0,5 4,9Df±0,6 

Nas linhas letras maiúsculas comparação entre as espécies e um método de extração. Nas linhas 

letras minúsculas comparação entre as espécies e os dois métodos de extração APC - 

Aloficocianina, CPC-   Concentração   de   ficocianina,   PE-ficoeritrina;   PBP-Ficobiliproteina. 

Fonte: autoria própria. Colunas e linhas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p 

< 0,05). Teste De Tukey 

 

As ficobiliproteínas (PBP) são compostas por   C-ficocianina   (CPC), 

aloficocianina (APC) e fitoeritrina (PE). A Tabela 3 demonstra a extração de 

ficobiliproteínas em termos de rendimento e índice de pureza sob diferentes condições 

de extração. Entre as ficobiliproteínas, a C-ficocianina (CPC) foi o componente 

majoriário em todos os experimentos. Os resultados mostraram que a concentração de 

CPC, APC, PE e PBP estavam na faixa de 2,1 a 72,4; 0,3 a 13,3; 0,2 a 4,3; 2,6 a 91,2 

(mg/) respectivamente. 
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Os teores de ficocianina foram mais elevados independente do método de 

extração para Spirulina platensis no meio controle (73,8 mg g-1) e no meio RM (72,4 

mg g-1) não possuindo diferença significativa entre os dois. Valores similares foram 

encontrados por Ilter et al. (2018), com 74,7 mg g-1 e por Prates et al. (2018) com 83,7 

mg g-1 de ficocianina da Spirulina platensis em meio Zarrouk. Vale salientar que vários 

estudos têm utilizado eficientemente meios alternativos para produção de ficocianina 

como resíduos de alimentos de restaurantes ou padarias (Sloth et al., 2017), água 

residual do cultivo de camarão (Sandeep et al., 2015), extratos de broto de feijão 

(Dianursanti et al., 2018) extratos de conchas de ostras e solo (Jung et al., 2014). 

Evidenciando a eficiência dos meios alternativos já que o crescimento e a produção de 

ficocianina de Spirulina platensis são altamente dependentes da disponibilidade de 

nutrientes no meio de cultura (Amanatin et al., 2013). Comprovando a eficácia da 

utilização do resíduo de malte como meio alternativo já que os resultados do presente 

estudo obtiveram altos teores de ficocianina quando cultivaram as espécies de Spirulina 

sp. 

A extração de ficocianina têm sido o foco por muitos anos, resultando em diversas 

estratégias que levam a resultados diferentes (Cevallos e Ortega, 2016; Song et al., 2013; 

Tavanandi et al., 2018; Chia et al., 2019). No presente estudo pôde-se constatar que o 

rendimento através da extração do Turrac foi superior para maioria dos experimentos 

para extração de ficocianina, podendo afirmar que é um método eficiente de ruptura 

celular de Spirulina sp.para obtenção da ficocianina. 

No tocante ao índice de pureza, observou-se que em todos os experimentos o 

resultado ficou acima de 0,7 após ser realizada a purificação. Resultado este adequado 

ao uso em alimentos (Antelo et al., 2015, Güroy et al., 2017). Geralmente um alto teor de 

pureza requer técnicas de purificação com alto custo como sulfato de amônio (Izadi e Fazilati 

2018), sistemas aquosos bifásicos (Ruiz et al. 2018), porém essas técnicas podem levar também 

a uma perda significativa da substância. Enfatizando assim a eficiência do uso da membrana de 

diálise utilizada no presente estudo como metodologia de purificação. Brião et al. (2020), 

também demonstraram que quando utilizaram uma etapa de diafiltração obtiveram uma pureza 

maior de grau alimentício para a ficocianina extraída da Spirulina platensis. 

Apesar da diálise não ser freqüentemente adotada na literatura, no entanto, 

apresenta muitas vantagens em comparação com outros métodos de purificação em 

termos de economia de custos, fator primordial para indústria (Janoschka et al., 2015). 
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O índice de pureza é altamente influenciado por vários fatores, como proporção 

de biomassa / líquido, métodos de secagem de biomassa, métodos de extração, 

temperatura de extração, pH, tipo e concentração da extração (Chentir et al., 2018). 

Diferentes autores avaliaram a purificação da ficocianina da Spirulina sp.   cultivada em 

meios alternativos como Leema et al. (2010), obteve 0,78 quando cultivaram a Spirulina 

platensis em água do mar. Chentir et al. (2018), cultivaram a Spirulina platensis em 

meio Zarrouk e obtiveram 0,77. 

Considerando que a extração de ficocianina é um tecnologia simples e de baixo 

custo, é de particular interesse investigar sua usabilidade em um contexto industrial e 

aplicado para usá-lo como alimento funcional ou aditivos alimentares (Chen et al., 

2017). As ficobiliproteínas podem ser usadas na produção de fermentados laticínios, 

sorvetes, refrigerantes, decoração de bolos doces, leite shakes, et (Sonani et al., 2016). 

Extratos de ficocianina de Spirulina platensis foram introduzidos no cozimento de 

biscoitos para aumentar o teor de fibras e proteínas (Singh et al., 2015). 

 
Tabela 4. Composição química da Spirulina platensis e da Spirulina máxima nos meios 

de cultivo Controle e RM. 
 

Cultivo 
Carboidratos 
(g 100 g-1) 

Proteína 
(g 100 g-1) 

Lipidios 
(g 100 g-1) 

S.platensis – Controle 15b± 0,2 50,1c± 0,1 12c ± 0,1 

S.platensis- RM 16,9a± 0,1 55,9 a± 0,9 13,9a± 0,8 

S.máxima- Controle 12,8c ±0,2 49,8c± 0,7 13,9a ±0,7 

S.máxima – RM 17,2a± 0,7 53,3b± 0,3 12,3b,c±0,5 

Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Teste De Tukey 

 
 

Os teores de proteínas, carboidratos e lipídios das microalgas estudadas estão expressos 

na tabela 4. Os teores de proteína determinados nas microalgas estudadas foram 

consideravelmente altos nas duas espécies de Spirulina cultivadas no meio alternativo com 

Spirulina platensis (55,9 g 100 g-1) seguida da Spirulina máxima (53,3 g 100 g-1) os valores 

encontrados no meio controle apesar de mais baixos se encontram dentro da média esperada 

pelo gênero que é de 50 a 70% de proteína dessa microalga (Manirafasha et al., 2016). Michael 

et al. (2019), obtiveram 65% de proteína cultivando em meio Zarrouk, já em um meio 

otimizado com menos reagentes registraram 52% de proteína. 

A fração proteica na Spirulina sp. é reconhecida por sua excelente composição 

em termos de aminoácidos essenciais (García et al., 2012) Além disso, quando 

https://www.sciencedirect.com/science/article/abs/pii/S1369703X16300262#!
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comparado com fontes tradicionais de proteínas, como carne ou soja, a biomassa de 

microalgas tem as vantagens de um rápido crescimento celular, custos de cultura 

reduzidos e falta de concorrência com outros tipos de produção de alimentos. Dessa 

forma, o uso de Spirulina sp. como fonte de proteína para a dieta humana é uma 

alternativa sustentável que pode ser usada para satisfazer a crescente demanda mundial. 

As proteínas da Spirulina sp. ainda podem ser aplicadas na formulação de alimentos 

produtos sob a forma de emulsões, espumas ou ainda gel (Zhang et al., 2018; Benelhadj 

et al., 2016). 

Vale salientar ainda que a OMS (Organização Mundial da Saúde) o designou a Spirulina 

sp. como "Alimento do Futuro" por causa de seu alto teor de proteínas e rápido 

crescimento.Além disso,também é chamado de "super alimento" ou "alimento maravilhoso" e 

vários estudos científicos publicados revelam como ele estimula o sistema imunológico e 

melhora a saúde.É aprovado na Rússia como 'Alimento medicinal para o tratamento de efeitos 

induzidos por radiação, enquanto a NASA o considerava um "melhor alimento"para viagens 

espaciais, pois sua pequena quantidade contém uma variedade de nutrientes (Sinha et al., 2018). 

O teor de carboidratos de todos os cultivos se manteve dentro da média esperada 

para a Spirulina sp. As duas espécies de Spirulina sp. demonstraram um aumento da 

produção de carboidrato quando cultivada em meio com RM em relação ao meio 

controle. Quando cultivada em meio controle as espécies de Spirulina tiveram o teor de 

carboidrato de 13-14 g 100 g-1. Salla et al. (2016), utilizaram o mesmo meio controle e 

cultivaram a Spirulina sp. e obtiveram 14,94% de carboidrato. 

Outros estudos com utilização de meios alternativos como água salobra (Duarte 

et al., 2020) obtiveram aumento no teor de carboidrato quando comparada com o 

controle. Demonstrando que o resíduo de malte pode ser utilizado como meio alternativo 

para a Spirulina sp. podendo utilizar sua biomassa para extração de compostos bioativos 

como polissacarídeos, exopolissacarídeos e outros, ou ainda suplementação humana e 

animal. 

Os carboidratos produzidos pelas microalgas servem como um componente 

estrutural nas paredes celulares e como um componente de armazenamento dentro da 

célula (Markou et al., 2012). 

O teor de lipídios das espécies de Spirulina variou de 12 a 13,9 g 100 g-1 em meio 

RM e o controle. Resultado superior ao encontrado por Pohndorf et al. (2016), que cultivaram 

a Spirulina sp. e obtiveram 5,8% de lipídio. 
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O óleo de microalgas ainda pode ser uma alternativa viável ao óleo de peixe já 

que o vegano não consome esse produto e o cheiro desagradável produzido a partir de 

óleo de peixe não é adequado para ser usado como ingrediente alimentar (Tang et al., 

2020). E o mercado estimado de óleos a partir de microalgas pode chegar a US $ 898,7 

milhões em 2025 (Hu, 2019). 

A Spirulina platensis apresentou um total de 60 mg/g de ésteres totais no meio controle 

e no meio RM 62mg/g. Já a Spirulina máxima apresentou 55mg/g no controle e no meio RM 

52 mg/g de ésteres totais. Ocorre uma diversificação dos ácidos graxos no que se refere às 

variações do comprimento das cadeias, geralmente entre quatorze e vinte e quatro carbonos, e 

ainda nos teores de insaturações (Figura 2). 

 
Figura 2. Perfil de ácidos graxos da Spirulina platensis e da Spirulina máxima cultivada no 

meio controle e no meio RM 
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Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Fonte: 

autoria própria 

 

Entre os ácidos graxos, o ácido palmítico (C16:0) predominou em todos os ensaios, com 

concentrações variando de 29 a 34%. Sendo o maior percentual encontrado na Spirulina 

máxima cultivada no meio controle. Resultados similares foram encontrados por Tai et al. 

(2016), 37,5% e por Hadyanto et al. (2018), 34,6 % cultivando a Spirulina sp. 
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Entre os ácidos graxos monoinsaturados, os teores dos ácidos oleico (C18:1 w9- c) 

também esteve presente em todas as espécies e condições de cultivo, porém foram superiores 

nas espécies quando cultivadas em meio Controle com concentrações variando de 29 a 30%. 

No que concerne aos ácidos polinsaturados, o ácido linoleico (C18:2w6-c) e ácido alfa- 

linolênico (c18:3 w3), os resultados nas condições de cultivo com RM mostraram sempre os 

maiores teores, indicando melhor efetividade com esse meio alternativo na produção destes dois 

tipos de ácidos graxos. Vale ressaltar que o ácido alfa-linolênico é um dos ácidos graxos 

essenciais usados no tratamento de distúrbios do sistema nervoso, artrite reumatóide, 

(NAVARINI et al., 2017) e diabetes (NUNEZ et al., 2019). 

O teor de PUFA foi maior para as duas espécies de Spirulina cultivadas no meio RM 

variando de 57 a 59%. Hultberg et al. (2017), obtiveram concentrações maiores de ácidos 

graxos insaturados na biomassa produzida com o meio à base de efluentes para Spirulina 

sp. Matos (2017); Paliwal et al. (2017), afirmam que a quantidade dos PUFAs varia com a 

espécie e condições de cultivo e ainda que está intimamente relacionada à composição química 

do meio de cultivo. 

Vale salientar que as biomassas da Spirulina máxima e da Spirulina platensis 

investigadas no presente estudo podem ser utilizadas na suplementação alimentar por 

possuir ácidos graxos de alto valor, principalmente as espécies quando foram cultivadas 

no meio RM. Estudos sugeriram a adição da Spirulina sp. em massas (Mostolizadeh et 

al., 2017), na suplementação alimentar de trutas (Roohani et al., 2019), de codornas 

(Boiago et al., 2019), e frangos (Bonos et al., 2016), podendo ser uma estratégia 

eficiente para introduzir os compostos bioativos e assim produzir produtos funcionais já 

que a demanda do consumidor por alimentos saudáveis cresce cada vez mais e 

consequentemente a da indústria de alimentos. 

O conteúdo de polissacarídeos da Spirulina platensis e máxima cultivada no meio 

controle e no meio RM (Tabela 5) variaram de 2,1 a 11,2 % nos diferentes tipos de extração. 

Variações na composição de polissacarídeos são influenciadas por condições de cultivo, 

localizações geográficas, época e técnicas de colheita e metodologias de extração. A estrutura 

química dos polissacarídeos determina suas atividades físicas, químicas, bioquímicas e 

biológicas (de Jesus Raposo et al., 2015).   O potencial biotecnológico dos polissacarídeos 

tem atraindo cada vez mais atenção principalmente da indústria alimentícia. Contudo, faz-

se necessárias pesquisas a respeito da extração desse composto (Kadam et al., 2013). 
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Tabela 5. Teor de Polissacarídeos obtido através de diferentes métodos extrações nas 

biomassas no da Spirulina platensis e da Spirulina máxima cultivada no meio controle e RM 

  Extrações (%)   

Cultivos Ext alcalina Água quente Ultrassom Água quente/ultrassom 

Spirulina platensis- C 8,2C,a±0,2 2,6B,c±0,1 6B,b±0,2 8,6C,a ±0 

Spirulina platensis- RM 
10,2A,a±0,2 

2,9AB,c,±0,2 7A,b±0 10,2B,a±0,3 

Spirulina máxima- C 8,7B,a ±0,1 2,1C,d±0,2 5,3C,c±0,1 8,3C,b±0,1 

Spirulina máxima- RM 10,1A,b±0,2 3,2A,d±0,2 6,5AB,c±0,3 11,2A.a±0,2 

 
Letras maiúsculas- diferença entre as colunas 

Letras minúsculas- diferença entre as linhas 

Colunas e linhas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Teste De Tukey 

 

Tecnologias de extração estão atraindo interesse das indústrias por causa de 

suas vantagens (maior rendimento, menor tempo de tratamento e menor custo) em 

comparação a técnicas convencionais de extração por solvente (Khanra et al., 2018). Das 

extrações realizadas no presente trabalho evidencia-se que a extração com água 

quente/ultrassom foi a que apresentou maiores valores nas duas espécies de Spirulina 

cultivadas em meio RM variando de 8,3 a 11,2 %. Esses dados indicam que o cultivo da 

Spirulina sp. em meio RM mostrou-se promissor. Já que a Spirulina sp. é uma das cepas 

mais estudadas para extração de polissacarídeo (Phélippé et al., 2019). Levando a 

necessidade de cada vez mais pesquisas voltadas para a utilização de meios alternativos para 

assim diminuir os custos com o cultivo que ainda são um dos principais entraves para o cultivo 

em larga escala desses microrganismos. 

As atividades do polissacarídeo de Spirulina sp. variam com a forma e estrutura 

existentes e, portanto, seu método de extração desempenha papel significativo suas 

atividades (Dananjaya et al., 2020). A extração desse composto se faz cada vez mais 

importante já que possuem ação antitumoral, antioxidante, radioprotetor, regulador 

imunológico, antimicrobiano, e atividades anti-inflamatórias (Kurd e Samavati, 2015). 
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Figura 3. Composição química dos polissacarídeos em diferentes métodos de extrações 
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Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Teste De Tukey 

 
 

Os valores de carboidratos obtidos nos polissacarídeos extraídos a partir de diferentes 

métodos (Figura 3) variando de 55 a 63%. Constratando com Rajasekar et al. (2019), que 

registraram 38,7 % de carboidratos do polissacarídeo extraído da Spirulina platensis. 

As amostras analisadas mostraram que o menor teor de proteínas foi obtido na extração 

água/ultrassom e isso se deu devido a metodologia utilizar o método SEVAGE que retira a 

proteína remanescente do polissacarídeo. Diferente de Rajasekar et al. (2019), que obtiveram 

21,3 % de proteína de Spirulina platensis e não utilizaram método algum para retirar a proteína. 

A diversidade evolutiva das microalgas envolve uma enorme complexidade em termos 

de presença, composição, e organização molecular de biopolímeros estruturais diantes disso, os 

polissacarídeos obtidos a partir de microalgas possuem potencial para serem usados como 

espessantes na indústria de alimentos. Para ter sucesso ao introduzir esses polissacarídeos como 

novos hidrocolóides alimentares, a caracterização e funcionalidade devem ser direcionadas para 

polissacarídeos obtidos a partir da individualidade da cepa. Conhecimentos fundamentais sobre 

a composição de polissacarídeo pode ajudar a prever a funcionalidade de extratos específicos 

de polissacarídeos (Bernaerts et al., 2019). 
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Figura 4. Teor de Exopolissacarídeos nas biomassas da Spirulina platensis e da Spirulina 

máxima cultivada no meio controle e RM 
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Colunas seguidas pela mesma letra não diferem significativamente (p < 0,05). Teste De Tukey 

 
 

As microalgas são produtoras significativas de exopolissacarídeos que variam de 

0,5g·L-1a 20g·L-1(Markou; Nerantzis, 2013). Os resultados desses compostos registrados nessa 

pesquisa foram maiores no cultivo com meio RM (191 a 193 mg· L-1) para as duas espécies de 

Spirulina (Figura 4). Evidenciando a possibilidade das espécies desse gênero serem utilizadas 

para produção de exopolissacarídeos a partir do cultivo em meio com RM. Estes achados 

demonstraram que EPS produzidos são influenciadas por muitos fatores, como espécie, 

linhagem, nutriente, condição de cultivo (Zhang et al., 2016). 

A utilização do sobrenadante após a colheita de Spirulina sp. é uma alternativa 

interessante para obter bioprodutos de alto valor como os EPS reaproveitando o que seria 

descartado (de Jesus Raposo et al., 2015). 

A coleta de cepas adequadas com alto rendimento e procedimentos de extração 

menos complexos podem aumentar o mercado comercial de EPS no futuro próximo. Nos 

alimentos, o EPS funciona com sucesso como viscosificante agentes, estabilizadores, 

emulsificantes, gelificantes e agentes de ligação à água (Singh et al., 2019). 

 
4. Conclusão 

Parâmetros de crescimento e composição nutricional das biomassas da Spirulina 

máxima e Spirulina platensis obiveram resultados iguais ou superiores ao meio de 

cultura sintético. Os maiores teores proteicos foram encontrados para Spirulina platensis 

seguida da Spirulina máxima cultivadas em meio com resíduo de malte. No que concerne 

aos ácidos polinsaturados, o ácido linoleico (C18:2w6 -c) e ácido alfa-linolênico (c18:3 

w3), os resultados nas condições de cultivo com RM mostraram maiores resultados 
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quando comparados com o controle. O teor de PUFA foi maior para as duas espécies de 

Spirulina cultivadas no meio RM. Os rendimentos de polissacarídeos e 

exopolissacarídeos foram superiores para as duas espécies de Spirulina quando cultivada 

no meio RM. Diante dos resultados obtidos, podemos observar que o cultivo da Spirulina 

máxima e da Spirulina platensis com meio alternativo utilizando o resíduo de malte 

decorrente do processo cervejeiro tem potencial para obtenção de compostos de 

interesse. Podendo ser utilizadas em diversas aplicações voltadas para indústria de 

alimentos. Que vão desde a introdução da biomassa para enriquecimento proteíco em 

um novo alimento até a utilização de polissacarídeo e exopolissacarídeos como 

hidrocolóide na indústria alimentícia. 
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PRODUÇÃO DE BIOMASSA DE MICROALGAS E/OU CIANOBACTÉRIAS 

UTILIZANDO RESIDUO DE MALTE DA INDUSTRIA CERVEJEIRA COMO MEIO 

ALTERNATIVO 
 

Roberta Conceição Ribeiro Varandas 

Cristiane Francisca da Costa Sasi 

Marta Maria da Conceição 

 

Campo da invenção 

[001] A presente invenção trata do processo de elaboração de meio de cultivo de microalgas 

utilizando resíduo de malte de cevada da indústria de cervejaria. Mais especificamente, a 

presente invenção trata da formulação de um meio de cultivo alternativo composto pelo 

resíduo de malte da indústria de cervejaria in natura e/ou concentrado e/ou diluído e/ou 

enriquecido com nutriente e/ou extrato. A biomassa obtida através do cultivo da microalga 

pode ser utilizada em indústrias do ramo alimentício, nutracêutico, farmacêutico, cosmético, 

de biocombustível, bioetanol, químico dentre outros. Visando a utilização da biomassa como 

ingrediente em um alimento funcional por possuir propriedades nutricionais atrativas. 
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