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RESUMO 

 

 

As microalgas representam uma das mais promissoras fontes de novos produtos e 

aplicações, possuindo vantagens consideráveis sobre matérias-primas tradicionais. Isso 

reforça a relevância de realizar estudos que avaliem meios de cultivo alternativos para 

produção de microalgas, pois com o aumento da produção de microalgas, aumenta-se 

também a prospecção de seus produtos para aplicações biotecnológicas. Assim, o objetivo 

do presente trabalho foi avaliar o desenvolvimento de Chlorella sorokiniana em meio 

alternativo à base de vinhaça de cana-de-açúcar (Saccharum officinarum) clarificada e a 

produção de biodiesel e filmes biopoliméricos a partir da biomassa microalgal. Para 

realizar o cultivo microalgal em vinhaça foi necessária a sua clarificação, para redução 

de cor e de turbidez. Como produto alternativo, a semente de Moringa oleifera + filtro de 

vidro foi eficiente na clarificação da vinhaça com maior percentual de redução de cor e 

turbidez obtido utilizando 30 g.L-1 de semente, com 68, 92% e 78,78% de redução, 

respectivamente. Os valores ótimos de densidade foram verificados para microalgas 

cultivadas em vinhaça diluída e suplementada com fertilizante NPK. Também foi possível 

obter uma relação funcional por regressão linear, para as três técnicas de quantificação 

microalgal: densidade celular, densidade óptica e biomassa seca, tornando plausível 

quantificar as microalgas através de uma técnica e transformar tais valores através das 

equações geradas pela regressão linear.  Quanto as aplicações da biomassa microalgal, os 

ésteres etílicos produzidos através da transesterificação etílica in situ da biomassa de 

Chlorella sorokiniana atenderam a maioria dos padrões de controle de   qualidade. A 

produção de filmes pelo método de casting com a microalga C. sorokiniana, gelatina e 

glicerol, demonstrou excelentes características para embalagens de alimentos. Os filmes 

demonstraram ser uma barreira, em todas as concentrações de biomassa microalgal 

avaliadas para o desenvolvimento dos microrganismos Pseudomonas aeruginosa, 

Escherichia coli, Staphylococcus epidermidis, Salmonella typhimurium. 

 

Palavras-chave: biocombustível, resíduo agroindustrial, microalgas, transesterificação 

etílica; casting. 

 

 



ABSTRACT 

 

Microalgae represent one of the most promising sources of new products and 

applications, with considerable advantages over traditional raw materials. This reinforces 

the relevance of carrying out studies that evaluate alternative means of cultivation for the 

production of microalgae, since with the increase in the production of microalgae, the 

prospecting of their products for biotechnological applications also increases. Thus, the 

objective of the present work was to evaluate the development of Chlorella sorokiniana 

in an alternative medium based on clarified sugarcane vinasse (Saccharum officinarum) 

and the production of biodiesel and biopolymer films from microalgal biomass. In order 

to carry out microalgal cultivation in vinasse, clarification was necessary to reduce color 

and turbidity. As an alternative product, Moringa oleifera seed + glass filter was efficient 

in clarifying the vinasse with a higher percentage of color and turbidity reduction obtained 

using 30 gL-1 of seed, with 68.92% and 78.78% reduction, respectively. The optimal 

density values were verified for microalgae grown in diluted vinasse and supplemented 

with NPK fertilizer. It was also possible to obtain a functional relationship by linear 

regression, for the three microalgal quantification techniques: cell density, optical density 

and dry biomass, making it plausible to quantify the microalgae through a technique and 

transform such values through the equations generated by linear regression. As for the 

applications of microalgal biomass, the ethyl esters produced through ethyl 

transesterification in situ of the Chlorella sorokiniana biomass met most quality control 

standards. The production of films by the casting method with microalgae C. sorokiniana, 

gelatin and glycerol, demonstrated excellent characteristics for food packaging. The films 

proved to be a barrier at all concentrations of microalgal biomass evaluated for the 

development of microorganisms Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, 

Staphylococcus epidermidis, Salmonella typhimurium 

 

Keywords: biofuel, agro-industrial residue, microalgae, ethyl transesterification; casting. 
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CAPÍTULO 1 

1.1  INTRODUÇÃO GERAL  

As microalgas têm sido foco de inúmeras investigações biotecnológicas devido a 

sua importância econômica, nutricional e ecológica.  Áreas como; medicina, matéria-

prima animal, cosmética, e até mesmo a produção de biocombustíveis, têm sido as mais 

estudadas ultimamente (JUNIOR, 2020).  Na indústria de alimentos elas estão sendo 

inseridas como aditivos alimentares, nas indústrias farmacêuticas como pigmentos ricos 

em vitaminas e antioxidantes, e em algumas indústrias com o objetivo de utilizá-las como 

energia renovável (KHAN et al, 2018).  

Sob este aspecto, possuem vantagens consideráveis sobre as matérias-primas 

tradicionais, como: alta produtividade,  geralmente de 10 a 100 vezes maior do que as 

culturas agrícolas tradicionais; captura de carbono altamente eficiente; elevado teor de 

lipídios ou amido, que podem ser utilizados para produção de biodiesel ou etanol, 

respectivamente; cultivo em água doce, água do mar, água salobra ou mesmo em águas 

residuais e produção sobre terras não agricultáveis (XU et al., 2011; CAZZANIGA et al., 

2014). 

Contudo existem algumas lacunas a serem preenchidas, como a necessidade da 

adequação metodológica das tecnologias de produção de biodiesel a partir da biomassa 

microalgal de forma sustentável, sem a utilização dos reagentes químicos convencionais. 

Outra oportunidade é o emprego das microalgas para a produção de filmes a partir de 

fontes renováveis, também chamados filmes biopoliméricos. Estes têm ganho aprovação 

para o armazenamento de alimentos, bebidas e medicamentos por causa de sua 

biodegradabilidade (MALATHI et al., 2014). Benefícios adicionais estão relacionados a 

sua utilização como matriz para a adição de aditivos e nutrientes.  

Investir em estudos que avaliem meios de cultivo alternativos de baixo custo e de 

elevada eficiência para produção de microalgas, bem como sua aplicação para a produção 

de diferentes produtos biotecnológicos torna-se indispensável. Assim o objetivo do 

presente trabalho é avaliar o desenvolvimento de Chlorella sorokiniana em meio 

alternativo à base de vinhaça de cana-de-açúcar (Saccharum officinarum) clarificada e a 

produção de biodiesel e biofilmes biopoliméricos a partir de sua biomassa. 

Para desenvolver a presente pesquisa, o estudo foi dividido em oito capítulos: 1) 

com uma introdução geral sobre os objetivos e principais resultados de cada capítulo; 2) 

uma revisão da literatura sobre a temática biocombustíveis a partir de microalgas; 3) um 

experimento de bancada sobre desenvolvimento de técnicas de clarificação da vinhaça; 
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4) um experimento de bancada sobre cultivo de microalgas em meio de cultivo com 

vinhaça clarificada; 5) um experimento para avaliar a relação funcional entre as variáveis 

de peso seco, densidade ótica e densidade celular da microalga; 6) um estudo 

experimental do desenvolvimento de metodologia  para a produção de biodiesel a partir 

da biomassa microalgal; 7) um estudo experimental do desenvolvimento de metodologia  

para aplicação da biomassa microalgal em biofilmes para proteção de alimentos; e 8) as 

considerações finais da estrutura experimental adotada e seus principais resultados. 

Assim, no capítulo dois foi realizada uma revisão dos biocombustíveis produzidos 

a partir de biomassa microalgal, destacando os métodos de produção, vantagens e 

desvantagens além de características relevantes de cada biocombustível. As microalgas 

são uma potencial biotecnologia sustentável na produção de biocombustíveis, 

necessitando apenas da adequação metodológica das tecnologias de produção para cada 

espécie, a fim de potencializar a geração do biocombustível que deseja obter (NUNES et 

al., 2020). 

O capítulo três traz a avaliação da redução de cor e turbidez da vinhaça de cana-

de-açúcar, submetida a processos de clarificação utilizando compostos comerciais, 

compostos químicos e floculantes alternativos naturais. A vinhaça foi também diluída em 

água destilada. Não houve um produto ou processo em específico com o melhor resultado 

de clarificação da vinhaça, mas vários. O que aumenta as perspectivas de tratamento para 

este resíduo, sendo possível o aumento do seu ciclo de vida, com a possibilidade de 

utilização da mesma para o cultivo de microalgas. 

Avaliar o desenvolvimento de Chlorella sorokiniana em meio alternativo à base 

de vinhaça de cana-de-açúcar (Saccharum officinarum) clarificada foi o objetivo do 

quarto capítulo. C. sorokiniana apresentou baixa densidade em meio contendo vinhaça 

clarificada. Os valores ótimos de densidade foram verificados para microalgas cultivadas 

em vinhaça diluída e suplementada com fertilizante NPK. Apesar da vinhaça clarificada 

ter sido eficiente em estudos na literatura, no presente trabalho se mostrou um fator de 

inibição para o crescimento de C. sorokiniana, sugerindo novos estudos para a 

compreensão dos processos químicos pós clarificação necessários para o crescimento da 

microalga. 

Foi verificada no capítulo cinco a existência de uma relação funcional entre as 

variáveis utilizadas para quantificar a microalga Chlorella sorokiniana. Para tanto, a 

análise de regressão linear foi aplicada às variáveis de densidade celular, densidade óptica 

e biomassa seca obtida pelo cultivo de microalgas em diferentes concentrações. Usando 
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as equações geradas a partir da análise de regressão para a microalga C. sorokiniana foi 

possível obter valores de densidade celular entre 3 a 38x105 mL-1 e valores de biomassa 

seca entre 0,1 e 4,3 mg mL-1 a partir dos valores de densidade óptica com alta precisão e 

maior praticidade (NUNES et al., 2021). 

No capítulo seis buscou-se produzir ésteres etílicos através da transesterificação 

etílica in situ da biomassa de Chlorella sorokiniana. A identificação e quantificação dos 

ésteres etílicos obtidos foi realizada através de cromatografia gasosa e as propriedades do 

biodiesel foram determinadas por equações empíricas.  Os ésteres etílicos obtidos com a 

melhor relação entre ácidos graxos saturados em maior quantidade e poli-insaturados em 

menor quantidade, como é preferível, apresentou 24,34% de ácidos graxos saturados 

56,63% de ácidos graxos monoinsaturados e 18,95% de ácidos graxos poli-insaturados. 

Quanto as propriedades do biodiesel avaliadas empiricamente, a maioria atendeu os 

padrões de controle de qualidade do biodiesel. 

Propusemos no capítulo sete desenvolver e caracterizar filmes biopoliméricos a 

base de biomassa da microalga Chlorella sorokiniana. Os filmes foram obtidos pelo 

método de casting em triplicata, com a microalga Chlorella sorokiniana, gelatina e 

glicerol, demonstrou excelentes características para embalagens de alimentos e uma 

barreira, em todas as concentrações de biomassa microalgal avaliadas para o 

desenvolvimento dos microrganismos Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, 

Staphylococcus epidermidis, Salmonella typhimurium. 

 

1.2 REFERÊNCIAS 

Cazzaniga, S., Dall'osto, L., Szaub, J., Scibilia, L., Ballottari, M., Purton, S. E., Bassi, R. 

2014. Domestication of the green alga Chlorella sorokiniana: reduction of antenna size 

improves light-use efficiency in a photobioreactor. Biotechnology for Biofuels, 7,157, 

p. 2-13. Doi: 10.1186/s13068-014-0157-z. 

Junior; W. G. M., Gorgicha; M., Corrêa; P. S., Martins; A.  A., Mata; T. M., Caetano; N. 

S. 2020. Microalgae for biotechnological applications: Cultivation, harvesting and 

biomass processing, Aquaculture, v. 528.  

Khan; M.I., Shin; J.H. e Kim; J.D. The promising future of microalgae: current status, 

challenges, and optimization of a sustainable and renewable industry for biofuels, feed, 

and other products. Microbial Cell Factories 17, 36, 2018.  

Malathi, A. N., Santhosh, K. S., Nidoni, U. 2014. Recent trends of biodegradable 

polymer: biodegradable films for food packaging and application of nanotechnology in 

biodegradable food packaging. Current Trends in Technology and Science, 3, 2, 73-

79. 



21 

Nunes, N. S. P., Ansilago, M., Oliveira, N. N., Leite, R. S., Paz, M. F., Fonseca, G. G. 

2020. Biofuel production. In: CHARIS M. GALANAKIS. (Org.). Microalgae 

Cultivation, Recovery of Compounds and Applications. I ed.: Elsevier, 145-166. 

Nunes, N. S. P., Oliveira, I. G. S., Ansilago, M., Carvalho, E. M. 2021. Analysis of 

functional relationships between the cell quantification variables in the microalgae 

Chlorella sorokiniana. Revista Ibero-Americana de Ciências Ambientais, 12, 1. Doi: 

10.6008/CBPC2179-6858.2021.001.0036 

Xu, L., Wim Brilman, D.W., Withag, J.A., Brem, G., Kersten, S. 2011. Assessment of a 

dry and a wet route for the production of biofuels from microalgae: energy balance 

analysis. Bioresource Technology, 102, 8, 5113-5122. Doi: 

10.1016/j.biortech.2011.01.066



22 

CAPÍTULO 2 

PRODUÇÃO DE BIOCOMBUSTÍVEIS A PARTIR DA BIOMASSA DE 

MICROALGAS: UMA REVISÃO 

 

RESUMO: Como uma solução promissora para atender as necessidades de energia e 

combustíveis tem-se as microalgas, organismos microscópicos unicelulares e 

fotoautotróficos encontrados principalmente em ambientes aquáticos. As microalgas 

podem ser utilizadas como matéria prima para a obtenção de biocombustíveis de terceira 

geração. Pesquisas vem sendo desenvolvidas no intuito de explorar precursores de 

biocombustíveis encontrados nestes microrganismos, como lipídios na forma de 

triacilglicerol e amido, sendo estes transformados em biodiesel e bioetanol, 

respectivamente, e a produção de biogás a partir da biomassa microalgal. Além disso, 

algumas espécies são capazes de produzir biohidrogênio, um combustível atraente e 

limpo que ajuda na redução de emissão de carbono. Desta forma, foi realizada uma 

revisão dos biocombustíveis produzidos a partir de biomassa microalgal, destacando os 

métodos de produção, vantagens e desvantagens além de características relevantes de 

cada biocombustível. Assim, observou-se que as microalgas são uma potencial 

biotecnologia sustentável na produção de biocombustíveis, necessitando apenas da 

adequação metodológica das tecnologias de produção para cada espécie, a fim de 

potencializar a geração do biocombustível que deseja obter. 

 

Palavras-chave: biomassa microalgal, biodiesel, bioetanol, biohidrogênio, energia. 
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2.1 INTRODUÇÃO 

É cada vez mais crescente a necessidade global por energia e o suprimento de 

combustíveis fósseis está ameaçado, pois essa fonte não é sustentável e está se esgotando. 

Assim a produção de alimentos e combustíveis depende da obtenção de recursos 

sustentáveis (TALEBI et al., 2013). Como uma solução promissora para atender as 

necessidades de energia e combustíveis tem-se as microalgas, organismos microscópicos 

unicelulares e fotoautotróficos encontrados principalmente em ambientes aquáticos, estão 

na base das cadeias alimentares e são considerados um dos organismos vivos mais antigos 

do planeta (KUMAR; SHARMA, 2014) 

A biomassa de microalgas contém como principais componentes carboidratos, 

proteínas, lipídios, pigmentos, entre outros. Cada espécie de microalga é capaz de 

produzir diferentes quantidades desses componentes e seu metabolismo pode se alterar 

de acordo com as mudanças na composição química do meio além de outras condições 

como a temperatura e a luminosidade. Elas podem ser usadas como fonte para síntese de 

vários bioprodutos, tais como combustíveis, químicos, materiais, cosméticos, ração 

animal e suplementos alimentares. 

O uso desta biomassa apresenta potencial para ser usado em vários processos 

energéticos. Ela possui vantagens consideráveis sobre matérias-primas tradicionais, 

como: alta produtividade - geralmente de 10 a 100 vezes maior do que as culturas 

agrícolas tradicionais; captura de carbono altamente eficiente; elevado teor de lipídios ou 

amido, que podem ser utilizados para produção de biodiesel ou etanol, respectivamente. 

Podem ser produzidas sobre terras não agriculturáveis sendo cultivadas em água doce, 

água do mar, água salobra ou mesmo em águas residuais e produção sobre terras não 

agricultáveis (XU et al., 2011; CAZZANIGA et al., 2014). 

Além de poderem ser colhidas continuamente ao longo do ano, sem período de 

entressafra, outra característica que favorece a produção integrada e sequencial de vários 

produtos e reduz os custos de logística nas instalações de biorrefinarias é o cultivo e o 

processamento de microalgas poderem ser realizados em um mesmo local. Entre as 

técnicas usadas atualmente para se produzir microalgas em larga escala estão o uso de 

tanques tipo raceway, que são grandes tanques abertos e de fotobiorreatores tubulares 

fechados. Com diversas possibilidades para a produção de biocombustíveis a partir da 

biomassa microalgal há oportunidades para o desenvolvimento de uma indústria 

sustentável baseada em microalgas cuja produtividade é independente da fertilidade do 

solo e menos dependente da pureza da água. Os biocombustíveis produzidos a partir de 
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matérias-primas de primeira e segunda gerações têm uma capacidade limitada de atingir 

metas comerciais para produção de biocombustíveis, além do baixo potencial de 

mitigação de carbono (MATA et al., 2010); enquanto que as microalgas, matéria prima 

de terceira geração (Figura 2.1), utilizam como fonte de carbono tanto o carbono 

inorgânico (CO2) quanto orgânico para a formação de ácidos graxos e, consequentemente, 

lipídios, sendo a quantidade destes em cada célula diferente entre espécies. Dessa forma 

há um interesse crescente em explorar microalgas na produção de precursores de 

biocombustíveis, como lipídios na forma de triacilglicerol e amido, que podem ser 

transformados em biodiesel e bioetanol, respectivamente, e a produção de biogás a partir 

da biomassa microalgal (Figura 2.2). 

 

Figura 2. 1 Produção bicombustíveis por meio de diferentes fontes de recursos.
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Figura 2. 2 Esquema de biocombustíveis produzidos a partir de microalgas. 

2.2. PRINCIPAIS BIOCOMBUSTÍVEIS PRODUZIDOS A PARTIR DE 

MICROALGAS 

2.2.1. Biodiesel 

Dentre as diversas aplicações para a biomassa microalgal, o uso para a produção 

de biodiesel tem ganhado destaque, já que as microalgas requerem muito menos área de 

terra, menos tempo (24 a 48 h) para maturidade e produzem cerca de 30 vezes ou mais 

rendimentos de óleo do que as culturas de sementes oleaginosas terrestres (KUMAR; 

SHARMA, 2014). 

Os teores de lipídios de microalgas encontrados na literatura podem variar de 5 a 

75% em termos de biomassa seca (SHARMA et al., 2012; OHSE et al., 2015). 

Apresentam em sua composição ácidos graxos com 14 a 22 átomos de carbono, que é 
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semelhante aos óleos vegetais utilizados na produção de biodiesel, além das 

características físicas e químicas semelhantes aos de biomassas tradicionais e do diesel, 

porém com um impacto ambiental significativamente menor do que o diesel derivado de 

fósseis (ADESANYA et al., 2014). 

Estudos atuais em todo o mundo, concentram-se principalmente em melhorar o 

acúmulo de lipídios nas microalgas sob diversas condições de crescimento para maior 

produção de óleo. O acúmulo de lipídios nas microalgas ocorre quando um nutriente é 

esgotado do meio ou se torna o fator limitador do crescimento (BRENNAN; OWENDE, 

2010). Dessa forma, intervenções biotecnológicas podem fazer grandes avanços para a 

produção em escala comercial de biocombustível a partir de microalgas. 

A fim de potencializar a produção de lipídios, os pesquisadores têm recorrido ao 

melhoramento genético, permitindo o controle direto sobre esses microrganismos através 

da mutagênese ou à engenharia metabólica com a introdução de transgenes que ajustam 

as vias metabólicas da célula para desencadear a produção de metabólitos (NASIR et al., 

2019). A modificação genética em microalgas oferece mais caminhos para o controle 

preciso dos mecanismos alvo, levando a um maior acúmulo de lipídios celulares em 

condições normais de crescimento (XUE et al., 2015; LIM; SCHENK, 2017). 

As condições de cultivo também influenciam diretamente sobre a concentração de 

lipídios produzidos por cada espécie de microalga, de forma que submeter as células a 

estressores, como depleção de nutrientes, intensidade variável de luz, temperatura, 

salinidade e pH, são convencionalmente usadas para aumentar o acúmulo de lipídios 

dentro dos limites biológicos das células (BARTLEY et al., 2014; SUYONO et al., 2015). 

A biomassa de Chlorella sp. obtida de culturas com 150 ppm de MgSO4, 12,5% 

de salinidade e baixa intensidade luminosa apresentou alto teor lipídico (32,5%), no 

entanto, quando cultivadas em menor concentração de MgSO4 e maior salinidade e 

intensidade luminosa, produziu menor teor lipídico (12,5%) (SHEKH et al., 2015). 

Verificando condições estressoras para promover a melhoria na produtividade de lipídios 

de Chlorella vulgaris, Beloti et al. (2013) constataram que a falta de nitrogênio representa 

apenas uma ligeira melhoria, porém quando associada a falta de nitrogênio e fósforo, 

houve aumento na produtividade total de lipídios não polares. 

Os lipídios são a matéria-prima de biocombustível mais facilmente extraível de 

algas, mas o armazenamento é dificultado pela presença de ácidos graxos poli-insaturados 

(PUFAs- Polyunsaturated fatty acid) causando reações de oxidação e alto teor de umidade 

(BRENNAN; OWENDE, 2010). O alto teor de lipídios polares, uma classe de moléculas 
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que afeta negativamente o processo de produção de biodiesel, do petróleo bruto de 

microalgas geralmente não é analisado (BELOTTI et al., 2013). A transesterificação do 

triacilglicerol (TAG) é significativamente influenciada por vários parâmetros 

operacionais, incluindo a razão óleo / biomassa / álcool, carga do catalisador, tempo de 

reação e temperatura e pureza dos reagentes. 

2.2.1.2 Métodos de produção 

Para a produção do biodiesel tradicionalmente utilizam-se óleos que são 

convertidos por meio da reação de transesterificação, usando um álcool de cadeia curta, 

tais como metanol e etanol, responsáveis por fornecer os radicais metila e etila, 

respectivamente, e um catalisador básico ou ácido, sendo que à medida que a reação 

avança são gerados o glicerol e um conjunto de ésteres de ácidos graxos como produtos 

(WAHLEN et al., 2011). Como alternativa ao processo clássico de produção de biodiesel, 

tem-se adotado o processo de transesterificação direta das microalgas usando soluções 

com álcool, catalisador e um solvente, juntamente com a biomassa. 

A transesterificação convencional tem duas etapas, na primeira os 

triacilglicerídeos (TAG) são extraídos os lipídios das microalgas pelo método de extração 

por solvente. Geralmente solventes como como clorofórmio, metanol, hexano ou 

isopropanol são usados para a extração, individualmente ou em proporções mistas. Na 

segunda etapa, os TAG são transformados em éster metílico de ácidos graxos (FAME- 

Fatty acid methyl ester) na presença de um álcool monohidroxi (como metanol) e um 

catalisador (um alcalino ou ácido) com glicerol como subproduto (PARK et al., 2019). 

Mesmo já sendo bem estabelecido, o processo de transesterificação convencional, tem 

algumas desvantagens, pois gera uma quantidade muito grande de contaminantes com 

solvente em águas residuais, gerando sérios problemas de reciclagem, além de que o 

manuseio e armazenamento do grande volume desses solventes podem causar riscos 

ambientais e de saúde.  

A transesterificação direta é uma alternativa para a produção de biodiesel a partir 

de biomassa microalgal em uma única etapa (Figura 2.3). Nesse processo, a biomassa 

microalgal é misturada com metanol na presença de um catalisador adequado por um 

certo período de tempo e em determinada temperatura. O metanol usado neste processo é 

facilmente recuperado e pode ser reutilizado várias vezes. Esse processo, portanto, 

minimiza o uso de grande quantidade de solventes, reduz os tempos de processamento e 

reduz a riscos ambientais e de saúde. No entanto, requer otimização adequada de 

parâmetros físico-químicos, como temperatura, concentração de catalisador, tempo de 
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reação entre outros, para obter rendimentos mais altos de biodiesel (GHOSH et al., 2017). 

Desse modo, busca-se eliminar o processo de extração e purificação dos lipídios da 

biomassa (TALEBI et al., 2013; GHOSH et al., 2017; VELASQUEZ-ORTA et al., 2012; 

TORRES et al., 2017). Com base nessas características, a transesterificação direta da 

biomassa microalgal pode alcançar valores semelhantes para a recuperação de ácidos 

graxos aos que seriam obtidos por métodos que realizam a extração seguida de 

transesterificação (Tabela. 2.1). No entanto, esses resultados dependem muito da espécie 

em estudo, para Chlorella vulgaris os valores de FAME foram superiores quando 

utilizado o processo convencional de transesterificação (NASCIMENTO et al., 2013; 

TALEBI et al., 2013; VELASQUEZ-ORTA et al., 2012), enquanto que para 

Nannochloropsis gaditana com a transesterificação direta é que foram obtidos os valores 

superiores de FAME (JAZZAR et al., 2015; TORRES et al., 2017). 

 

 

Figura 2.3. Fluxograma dos métodos de produção de biodiesel. 

 

As moléculas de triacilgliceróis reagem com um álcool de cadeia curta, metanol 

ou etanol, sendo mais utilizado o metanol. Ele é comercializado com um alto grau de 

pureza e não é higroscópico, porém como já citado é altamente tóxico, além de ser de 

origem fóssil. Assim, o uso do etanol como solvente contribuiria para o processo ser 

100% renovável, no entanto, a presença de água no álcool hidratado dificulta a síntese do 
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biodiesel. A hidrólise, reduz a atividade do catalisador, aumenta o seu consumo, aumenta 

saponificação e diminui o rendimento de biodiesel (RAHMAN et al., 2017). 

Buscando avaliar a utilização do etanol na transesterificação direta de biodiesel 

a partir da microalga Ankistrodesmus sp, Makareviciene et al. (2019) encontraram as 

condições ideais de processamento com temperatura a 42 ° C, razão molar etanol / óleo, 

8: 1, biocatalisador Lipozyme TL IM, 9,6% (da massa do óleo), duração do processo, 

12h, resultando em 97,69% de transesterificação de óleo, com um produto final contendo 

6,8% de ésteres etílicos de óleo de microalgas misturado com óleo diesel e atendendo aos 

requisitos da norma europeia de combustível diesel. Dessa forma, o etanol pode ser usado 

em vez de metanol para a produção de biodiesel e fazer a processo ecológico e eficiente, 

devendo-se apenas encontrar catalisadores que promovam o melhor desempenho deste 

solvente no processo de transesterificação direta. 

Tabela 2. 1 Comparação do rendimento FAME gerado na transesterificação 

convencional e na transesterificação direta. 

Método Condições 
Espécie de 

microalga 
AGS AGM AGP Ref. 

T
ra

n
se

st
er

if
ic

aç
ão

  

C
o

n
v

en
ci

o
n

al
 

 

NaOH em metanol, 

seguido de metilação 

com BF3 catalisador 

(12% em metanol) 

Ankistrodesmus 

falcatus 
41,39 28,41 30,20 

N
as

ci
m

en
to

 e
t 

al
. 

2
0

1
3
 

Ankistrodesmus 

fusiformis 
37,33 22,43 40,24 

Kirchneriella 

lunaris 
32,06 23,11 44,83 

Coelastrum 

microporum 
45,87 38,03 16,10 

Desmodesmus 

brasiliensis 
34,54 44,08 21,38 

Scenedesmus 

obliquus 
70,83 21,71 7,46 

Pseudokirchneriella 

subcapitata 
35,39 47,36 17,25 

Chlorella vulgaris 52,15 37,51 10,33 

hexano / clorofórmio 

(4: 1, v / v) 

Achnanthes sp. 40,20 45,90 14,30 

D
o
an

 e
t 

al
. 

2
0
1
1
 

Heterosigma sp. 45,40 31,00 23,70 

Nannochloropsis sp 47,50 41,80 10,70 
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Tabela 2.1. Comparação do rendimento FAME gerado na transesterificação 

convencional e na transesterificação direta (continuação). 
T

ra
n

se
st

er
if

ic
aç

ão
 

 D
ir

et
a 

Metanol e 2% de ácido 

sulfúrico em 4 mg de 

microalgas (2 h, 80 ° C, 

750 rpm). 300 μl de 

solução de NaCl a 

0,9% e 300 μl de 

hexano; centrifugada 

(3000 g, 20 ° C, 3 min) 

 

Ankistrodesmus sp. 23,43 23,27 37,16 

T
al

eb
i 

et
 a

l.
 2

0
1
3
 

Dunaliella salina 

(UTEX) 
22,77 22,89 34,47 

Scenedesmus sp. 18,59 26,86 30,00 

Chlorella emersonii 24,55 17,01 38,37 

Chlorella 

protothecoides 
22,79 19,23 36,19 

Chlorella salina 29,34 18,52 40,63 

Chlorella vulgaris 25,0 24,80 45,90 

Metanol e ácido 

clorídrico em 1 g de 

biomassa microalgal 

Chlorella sp 28,5 40,6 28,2 

G
h
o
sh

 e
t 

al
. 

2
0
1
7
 

Proporção de metanol 

600: 1, catalisador 

ácido Sulfúrico 0,35: 1 

Chlorella vulgaris 18,6 42,9 20,9 

V
el

as
q

u
ez

-O
rt

a 
et

 a
l.

 

2
0

1
2
 

Proporção de metanol 

600: 1, catalisador 

hidróxido de sódio 

alcalino 0,35: 1 

Chlorella vulgaris 15,3 41,86 31 

Metanol, catalisador 

ácido sulfúrico, 

agitação por 2h a 95–

100 ° C, hexano, 

agitação por 30 min. 

Biodiesel foi destilado 

duas vezes 

Nannochloropsis 

gaditana 
29,8 20,49 14,79 

T
o

rr
es

 e
t 

al
. 
2

0
1

7
 

AGS: ácidos graxos saturados (%), AGM: ácidos graxos monoinsaturados (%), AGP: 

ácidos graxos poliinsaturados (%) 

 

 

2.2.1.3 Caraterísticas relevantes 

As biomoléculas de lipídios são formadas por carbono, hidrogênio e oxigênio. 

Estes lipídios incluem fosfolipídios, glicolipídios, mono-, di- e triacilgliceróis, dentre 

outros (GREENWELL et al., 2010), os quais apenas os triacilgliceróis são facilmente 

convertidos em biodiesel pelo método de transesterificação. As microalgas são também 

compostas por triglicerídeos e ácidos graxos poli-insaturados que não são 

tradicionalmente utilizados para a obtenção de biodiesel, pois são propensos a reações de 
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oxidação indesejáveis (ADESANYA et al., 2014). A alta quantidade de ácidos graxos 

poli-insaturados limita a velocidade da reação e por sua vez aumenta a energia de ativação 

(GHOSH et al., 2017). 

A maioria das microalgas marinhas não atendem aos parâmetros exigidos por 

normas internacionais, com relação à composição de ácidos graxos, devido apresentarem 

consideráveis teores de ácidos insaturados, especialmente tri- e poli-insaturados. Assim, 

diante dos resultados de produção de biodiesel a partir de microalgas marinhas, estima-

se que o biodiesel produzido por espécies dulcícolas demonstrará melhor qualidade nas 

propriedades físico-químicas do biodiesel. De acordo com os parâmetros estabelecidos 

pela norma EN 14214, o limite máximo estabelecido para o teor de ácido linolênico ou, 

no caso de microalgas, de ácidos tri- insaturados, é de 12%; e de 1% para o teor máximo 

de ácidos graxos com mais de três duplas ligações (AGP). 

As insaturações reduzem a viscosidade do biodiesel e melhoram as propriedades 

de ponto de entupimento de filtro a filtro. Entretanto, a presença de ácidos graxos 

insaturados, principalmente os AGP, irá causar baixa estabilidade oxidativa ao 

biocombustível. A predominância dos ácidos oleico e palmitoleico, dentre os ácidos 

insaturados e os baixos teores de di, tri e poli-insaturados favorecem algumas das 

propriedades físicas do biodiesel, tais como as de ponto de entupimento e viscosidade. 

Apesar da saturação e do perfil dos ácidos graxos das microalgas não terem muito impacto 

sobre a obtenção de biodiesel a partir da reação de transesterificação, eles podem afetar 

as propriedades do biocombustível. 

Muitas revisões de literatura relacionam o conteúdo de lipídios e ácidos graxos 

obtidos através do cultivo de diferentes espécies e linhagens de microalgas, no entanto, 

poucos relacionam a influência dos métodos de obtenção com a qualidade do biodiesel 

produzido (GOH et al., 2019). A influência de cada ácido graxo nas propriedades do 

biodiesel foi investigada por Islam et al. (2013), os autores observaram que quanto maior 

o ácido graxo poliinsaturado, maior o valor de iodo (VI) e menor o número de cetano. A 

viscosidade é altamente associada aos ácidos graxos saturados, de modo que um valor 

mais alto de aquecimento aumenta os ácidos graxos saturados, enquanto o valor do iodo 

é um parâmetro indicador do grau de saturação do combustível que influencia a 

viscosidade do combustível e o ponto de conexão do filtro a frio. 

As propriedades do biodiesel produzido a partir de Chlorella sp foram avaliadas 

por Gumbytė et al., (2018) através da transesterificação convencional (TC) e por Ghosh 

et al. (2017) através da transesterificação direta (TD) (Tabela 2.2). A densidade e a 
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viscosidade do combustível afetam o desempenho do motor e suas características de 

emissão, foram obtidos valores de 833 e 886, para densidade, e 3.82 e 4.6 para 

viscosidade, através de TC e TD, respectivamente. O número de ácidos descreve a 

qualidade do biodiesel e mede seu potencial corrosivo, esta propriedade foi avaliada 

somente na TD, com 0.7. O valor do iodo indica a estabilidade química do biodiesel, com 

80.6, também avaliada apenas na TD. O valor de saponificação significa a quantidade de 

álcalis necessária para a hidrólise de ácidos graxos nos glicerídeos, com 244.8 obtidos 

através da TD. Outra característica importante do combustível é o número de cetano, que 

é a capacidade de um combustível inflamar rapidamente, foram observados os valores de 

52 e 56.1, para Chlorella sp através da TC e TD, respectivamente. 

Gumbytė et al. (2018) obtiveram um rendimento de 98% de transesterificação 

com uma razão molar de etanol e óleo de 4,54: 1, onde o baixo teor de ácidos graxos 

poliinsaturados foi uma propriedade positiva para a produção de combustível biológico, 

pois os ácidos poliinsaturados são propensos à oxidação; durante a oxidação, os produtos 

de oxidação secundária geram borrachas, bloqueando os injetores de combustível, esse 

combustível não pode alcançar o motor. Enquanto Ghosh et al. (2017) com uma razão 

molar de metanol e biomassa de microalgas de 5: 1 obtiveram uma conversão lipídica 

máxima de 95%. 

O perfil da FAME analisado por Nascimento et al. (2013) sugeriu que a melhor 

abordagem para gerar biodiesel de microalgas de alta qualidade é misturando os óleos de 

culturas celulares distintas, já que Kirchneriella lunaris, Ankistrodesmus fusiformis, e 

Ankistrodesmus falcatus mostraram os maiores níveis de FAME poli-insaturadas 

incorrendo na produção de biodiesel com a menor número de cetano (NC), o mais alto 

valores de iodo (IV) e a menor estabilidade à oxidação, enquanto que os níveis mais altos 

de FAME saturada nos óleos Scenedesmus obliquus os indicaram como fonte biodiesel 

com maior estabilidade à oxidação, maior NC e IV inferior. O biodiesel produzido a partir 

de microalgas pode ter altos valores do índice de iodo, uma vez que é composto 

principalmente de ácido graxo insaturado de ésteres metílicos (TORRES et al., 2017). 

Um biodiesel composto por ésteres de ácidos graxos saturados e de cadeia longa 

apresentará alto número de cetano (NC), o que favorece a qualidade do biocombustível. 

A propriedade de número de cetano, que mede a qualidade da combustão, está relacionada 

com a velocidade de ignição. Um alto número de cetano indica bom funcionamento do 

motor, com minimização da quantidade de poluentes emitidos. Esta propriedade é 

influenciada pelo grau de saturação e comprimento da cadeia carbônica. O NC mínimo 
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de biodiesel é 51 na Europa, 47 nos EUA e 45 no Brasil. Levando essas especificações 

em consideração, o biodiesel de microalgas atinge todos os requisitos de NC, e isto é uma 

indicação adicional da viabilidade deste biocombustível como alternativa ao biodiesel a 

partir de óleos vegetais alimentares (BATISTA et al., 2018) 

Assim nenhuma barreira é definitiva ao futuro de produção de biodiesel de 

microalgas, são necessárias inovações biológicas e de engenharia significativas para 

mitigar a demanda por recursos. É essencial determinar o método mais eficiente para cada 

espécie, quanto ao processo de produção do biodiesel, transesterificação direta ou 

convencional, o solvente a ser utilizado e o catalizador, parâmetros esses determinantes 

na qualidade do perfil de ácidos graxos extraídos e consequentemente nas propriedades 

do biodiesel produzido. 

2.2.2 Bioetanol 

O bioetanol produzido pelas microalgas se caracteriza como um biocombustível 

de terceira geração (LAKATOS et al., 2019), uma vez que é proveniente da fermentação 

do carboidrato presente na biomassa de um microrganismo, no caso em questão, das 

microalgas. O bioetanol microalgal se apresenta como um excelente substituto para a 

gasolina convencional refinada do petróleo (DOAN et al., 2012). 

As vantagens de se utilizar a biomassa microalgal em relação a outros tipos de 

biomassa, se dá pelo fato de que são necessários menos hectares para se obter uma boa 

produção de biomassa, podem ser cultivadas sobre áreas improdutivas, facilidade no 

rompimento celular e liberação dos carboidratos, além de que não existe um conflito 

alimentar, o que é um problema da primeira geração de biocombustíveis (DUTTA; LIN, 

2014; PHWAN et al., 2018). 

Até o presente momento, a desvantagem do bioetanol proveniente da biomassa 

se dá pelo fato de ainda não se ter a todas as variáveis (cultivo, colheita, ruptura celular e 

conversão) (Figura 2.4) do processo produtivo otimizadas (LEE et al., 2015). Além do  
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Tabela 2.  2 Propriedades do biodiesel de microalgas. 

Condições de reação do biodiesel Espécies de microalgas GI NC VS II FSCL POFF PN IA D V PI Ref. 

Transesterificação convencional 

Ankistrodesmus falcatus 88,81 50,52 201,97 101,33 1,69 -10,43 - - - - - 

Nascimento et al. 2013 

Ankistrodesmus fusiformis 102,91 48,00 199,85 113,81 1,78 -10,14 - - - - - 

Kirchneriella lunaris 112,77 42,47 202,21 136,97 1,94 -9,62 - - - - - 

Coelastrum microporum 70,23 52,95 205,63 88,42 1,98 -9,52 - - - - - 

Desmodesmus brasiliensis 86,84 53,28 205,46 87,05 1,23 -0,55 - - - - - 

Scenedesmus obliquus 36,63 63,63 216,04 35,28 1,23 -11,87 - - - - - 

Pseudokirchneriella subcapitata 81,86 53,94 207,68 82,83 1,95 -9,60 - - - - - 

Chlorella vulgaris 58,17 61,83 199,37 52,63 1,57 -10,81 - - - - - 

Chlorella protothecoides - 51,32 - - - - 246,0 0,224 0,874 4,88* 183,9 Batista et al. 2018 

Chlorella sp. - 52 - - - - - - 833** 3,82** 58 Gumbytė et al. 2018 

Acutodesmus obliquus - - 165,66 156,40 - - - 74,41 - 33,33** - Escorsim et al. 2018 

Transesterificação direta 

Ankistrodesmus sp. 97,59 52,45 170,60 114,88 5,22 -0,08 3,55 - - - - 

Talebi et al. 2013 

Dunaliella salina (UTEX) 91,83 55,40 170,56 108,58 4,85 -1,24 3,60 - - - - 

Scenedesmus sp. 86,86 59,57 152,99 99,57 3,05 -6,91 3,22 - - - - 

Chlorella emersonii 93,75 54,24 162,28 114,18 6,37 3,55 2,77 - - - - 

Chlorella protothecoides 91,60 54,57 163,37 111,75 4,93 -0,99 3,51 - - - - 

Chlorella salina 99,78 49,93 180,97 117,92 6,07 2,58 6,32 - - - - 

Chlorella vulgaris 116,59 44,0 194 135,26 6,71 4,60 2,66 - - - - 

Chlorella sp. MJ 11/11 - 56,1 244,8 80,6 - - -2,2 0,7 886* 4,6** 113 Ghosh et al. 2017 

Ankistrodesmus sp. - 52 - - - - - - 844** 4,45** 59 Makareviciene et al. 2019 

Nannochloropsis gaditana - - - 86,5 - - - 2,7 852** 3,76** - Torres et al. 2017 

GI: grau de insaturação, NC: número de cetano, VS: valor de saponificação (mg g-1), II: índice de iodo (g I2 100 g-1), FSCL: fator saturado de cadeia longa, POFF: ponto de 

obstrução do filtro frio (° C), PN: ponto de nuvem (° C), IA: Índice de acidez (mg KOH.g-1), D: Densidade (g.cm-3) a * 0 ° C, ** 15 °C; V: Viscosidade (mm2.s-1) a * 60 ° C, * 

* 40 ° C, FP: Ponto de inflamação (° C). 

 



35 

fato de que as enzimas ainda representam um elevado custo no setor industrial. No entanto 

tal fato, pode vir a ser contornado com maiores investimentos em microalgas 

geneticamente modificadas (LAKATOS et al., 2019). 

 

 

Figura 2.4. Fluxograma das variáveis do processo produtivo do bioetanol. 

 

2.2.2.1 Métodos de produção  

Os métodos de rompimento celular podem ser físicos, químicos e biológicos. Os 

tratamentos físicos são: agitação, ultrassonicação, autoclavagem, micro-ondas, entre 

outros. Tais métodos, atuam ou fazendo uma ruptura mecânica por contato, pressão ou 

desnaturação (LAKATOS et al., 2019) Uma das vantagens desses métodos é que são 

eficientes e não geram resíduos e a desvantagem é que demandam energia. 

Já os métodos químicos, se caracterizam pela utilização de reagentes químicos 

ácidos ou alcalinos para a ruptura celular. A vantagem desse processo é a simplificação, 

pois pelo uso dos reagentes químicos (principalmente o ácido sulfúrico), consegue-se 

realizar a ruptura celular e a hidrólise dos polissacarídeos ao mesmo tempo (CHNG et al., 

2017). A desvantagem é a geração de resíduos além do risco operacional por se tratar de 

um ácido extremamente corrosivo. 

O método biológico por sua vez, se caracteriza pelo uso de enzimas para fazer 

tanto a ruptura celular, como a hidrólise dos polissacarídeos. Enzimas, apesar de 

apresentarem valor elevado, não são nocivas ao meio ambiente, porém exigem o controle 

de alguns fatores como pH, temperatura, dentre outros (HARUN; DANQUAH, 2011). 

Outro método de produção é processo de sacarificação, que é extremamente 

necessários devido a diversidade de polissacarídeos encontrados na biomassa microalgal. 

Dentre os açúcares  não polissacarídeos, acumulados na biomassa microalgas pode-se 
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citar xilose, manose, arabinose, manose, galactose, glicose (KIM et al., 2014; KIM et al., 

2017). 

Os processos de sacarificação mais utilizados para a liberação e hidrólise dos 

polissacarídeos presentes nas microalgas são: hidrólise química e enzimática. A hidrólise 

química geralmente é realizada utilizando o ácido sulfúrico, mas também existem 

trabalhos que relatam o uso de ácido clorídrico e até mesmo o uso de ácido acético 

(CHNG et al, 2017; PHWAN et al., 2019). 

Dessa forma, mistura-se a biomassa microalgal com uma solução de ácido (a 

concentração do ácido pode variar de espécie para espécie). Logo em seguida, realiza-se 

a elevação da temperatura para a que a hidrólise de fato aconteça (KHAN et al., 2017; 

ZHOU et al., 2011). Após o processo de hidrólise, tem a necessidade de ajustar o pH para 

posterior ou simultânea fermentação (HO et al., 2013a, b). 

A hidrólise enzimática por sua vez, ocorre fazendo uso de enzimas de diferentes 

microrganismos. Dentre as enzimas utilizadas, pode-se citar: a amiloglucosidase (CHNG 

et al., 2017), β-glucosidase, celulase (ONAY, 2019), lisozima (KHAN et al., 2017). O 

rendimento desse processo é extremamente alto, no entanto quanto mais enzimas 

purificadas são utilizadas, maior é o custo do processo produtivo. 

A produção do bioetanol pode também ser realizada a partir da fermentação dos 

polissacarídeos encontrados na biomassa microalgal (DUTTA et al., 2014). Em relação 

ao processo fermentativo, pode se optar por fazer a hidrólise e em seguida a fermentação 

(HSF), ou fazer simultaneamente a hidrólise e a fermentação (SHF). Para o processo de 

SHF pode ser realizado algum tratamento físico antes, ou pode-se utilizar enzimas que 

realizem a ruptura celular.  

Nesse processo o rendimento de bioetanol é maior quando comparado com o 

SHF, na maioria dos trabalhos, pois ocorre um efeito sinérgico entre a digestão dos 

carboidratos (com a enzima ou com o ácido) e a produção de bioetanol (CHNG et al., 

2017; PHWAN et al., 2019; KIM et al., 2014). No processo HSF, tem-se a necessidade 

de realização de duas operações, sendo a primeira a hidrólise e posteriormente a 

fermentação. 

Para ambos os processos, a fermentação ocorre fazendo uso de dois principais 

microrganismos Zymomonas mobilis (HO et al., 2013a, b) e Saccharomyces cerevisiae 

(KIM et al., 2014; PHWAN et al., 2019). Logo, para verificar a eficiência da conversão 

dos carboidratos em etanol, utiliza-se a Equação 2.1 descrita por Mussatto et al. (2010). 
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Rendimento teórico de etanol % =
Etanol (g)

Açúcar Total (g) X  0. 511 X 100
 

Equação 2.1. 

 

Onde: 0.511 é a máxima conversão teórica de açúcar em etanol. 

 

De acordo com a Tabela 2.3, é possível observar que cada etapa do processo 

produtivo é extremamente importante, desde a escolha da cepa, ao método de hidrólise e 

o tipo de fermentação, pois vão influenciar diretamente na produtividade final de etanol 

obtida. Logo, para cada microalga e consequentemente para hidrólise de seus 

polissacarídeos é importante a avaliação de ambos os métodos de hidrólise e verificar a 

eficiência de cada um, bem como dos métodos de fermentação. 

A recombinação genética, poderia então ser utilizada visando minimizar as 

etapas do processo produtivo e dessa maneira, modificar a microalga para que seu 

metabolismo se assemelhe cada vez mais ao de uma levedura. 

 

2.2.2.2 Características relevantes 

A quantidade de açúcar encontrado na biomassa depende da espécie e também 

pode ser influenciada por outros fatores, tais como, temperatura, intensidade luminosa, 

pH, suplementação de dióxido de carbono, macronutrientes (nitrogênio, fósforo) entre 

outros (HO et al., 2012; BUONO et al., 2014; LAKATOS et al., 2019).  

No trabalho realizado por Kim et al. (2014), quando se induziu um estresse 

relacionado a limitação dos nutrientes nitrogênio e enxofre no cultivo de Chlorella 

vulgaris, foi constado o aumento de 7 e 40% (w/w), respectivamente, no teor de 

carboidratos totais encontrados em relação a condições normais. No estudo realizado por 

Ho et al. (2012) a influência da intensidade luminosa foi associada à limitação de 

nutrientes no processo produtivo de biomassa e de produto para a microalga Scenedesmus 

obliquus. Foi observado que à medida que se aumentou a intensidade luminosa, a 

quantidade de biomassa produzida também foi maior e consequentemente maior fixação 

de dióxido de carbono. No entanto, o limite de aumento para essa espécie nessas 

determinadas condições foi de 540 µmol m-2 s-1. E o maior teor de carboidratos foi de 

22,4% (w/w), com cinco dias de limitação de nitrogênio.  

Dessa forma, é possível observar que em relação ao custo produtivo final, deve-

se analisar todas essas variáveis, uma vez que elas também influenciam diretamente na 
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quantidade de biomassa produzida, logo a otimização das mesmas, pode resultar na 

diminuição dos custos por se ter uma alta produtividade de biomassa, somada a uma 

elevada produtividade de produto (HO et al., 2013). 

 

2.2.3 Biohidrogênio  

Nos últimos anos, em decorrência de uma crescente e elevada demanda de energia 

e ao fato de um consumo acentuado das reservas de combustíveis não renováveis, as 

tecnologias de produção de combustíveis produzidos a partir de energia renovável têm 

recebido especial atenção, entre eles o biohidrogênio, visto que o mesmo é considerado 

como uma fonte de energia potencialmente mais limpa e uma alternativa promissora 

quando comparado aos demais combustíveis fosseis convencionais (SHOW et al., 2019; 

KHOSRAVITABAR, 2019). O biohidrogênio libera somente água como produto final 

no seu processo de produção, por este motivo ele vem sendo considerado como uma 

alternativa sustentável para a substituição da gasolina e/ou do diesel, gerando assim 

menos impactos negativos ao meio ambiente (SZWAJA; GRAB-ROGALINSKI, 2009). 

O hidrogênio não pode ser encontrado livre no meio ambiente, porém pode ser 

encontrado combinado a outros elementos, sendo considerada uma fonte intermediária de 

energia. O hidrogênio pode conter o triplo de energia que combustíveis originários a partir 

de hidrocarbonetos (KHOSRAVITABAR, 2019). Ainda segundo Khorsravitabar (2019), 

para que ocorra o processo de produção do hidrogênio são necessários alguns aportes 

externos de energia, como a luz, o calor ou até mesmo a eletricidade. O desafio para a 

utilização do hidrogênio consiste na sustentabilidade na etapa de produção e da estocagem 

deste combustível (GHIMIRE et al., 2015). 

A utilização de microalgas para a produção de biohidrogênio é uma tecnologia 

recente, considerada limpa e que possui diversos benefícios, como por exemplo: elevada 

captura de CO2 quando comparada a outras plantas superiores, métodos simplificados 

para o cultivo deste microrganismo, podendo ser utilizados resíduos como fonte de 

carbono, além de produção acelerada e alto teor de carboidratos, sem presença de material  
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Tabela 2.  3 Influência da cepa, do método de hidrólise e o tipo de fermentação na produtividade final de etanol obtida. 

Microalga Método de hidrólise 
Tipo de 

fermentação 
Levedura 

Produção de bioetanol, g 

bioetanol / g biomassa 

Rendimento teórico 

de bioetanol, % 
Referência 

Scenedesmus 

dimorphus 
4% v/v ácido sulfúrico SHF Saccharomyces cerevisiae 0,178 80,3 

Ching et al. 

2017 Scenedesmus 

dimorphus 

Enzimático 

(amiloglucosidase) 
SHF Saccharomyces cerevisiae 0,183 84,3 

Scenedesmus 

obliquus 
2.5% ácido sulfúrico SHF Zymomonas mobilis 0,195 - Ho et al. 2013b 

Chlorella sp 1% ácido sulfúrico SSF Saccharomyces cerevisiae 0,137 - 

Phwan et al. 

2019 

Chlorella sp 3% ácido sulfúrico SSF Saccharomyces cerevisiae 0,169 - 

Chlorella sp 5% ácido sulfúrico SSF Saccharomyces cerevisiae 0,281 - 

Chlorella sp 7% ácido sulfúrico SSF Saccharomyces cerevisiae 0,154 - 

Chlorella sp 9% ácido sulfúrico SSF Saccharomyces cerevisiae 0,084 - 

Chlorella sp 1% ácido acético SSF Saccharomyces cerevisiae 0,110 - 

Chlorella sp 3% ácido acético SSF Saccharomyces cerevisiae 0,133 - 

Chlorella sp 5% ácido acético SSF Saccharomyces cerevisiae 0,230 - 

Chlorella sp 7% ácido acético SSF Saccharomyces cerevisiae 0,134 - 

Chlorella sp 9% ácido acético SSF Saccharomyces cerevisiae 0,080 - 

Porphyridium 

cruentum (SPC) 

Enzimático (celulase e 

pectinase) 
SSF Saccharomyces cerevisiae - 65,4 

Kim et al. 2017 
Porphyridium 

cruentum (FPC) 

Enzimático (celulase e 

pectinase) 
SSF Saccharomyces cerevisiae - 70,3 

Scenedesmus 

obliquus CNW-N 
2.0% ácido sulfúrico SHF Zymomonas mobilis 0,213 99,8 Ho et al. 2013b 

Chlorella vulgaris 
Enzimático (celulases e 

amilases) 
SHF Zymomonas mobilis 0,178 89,3 Ho et al. 2013a 

Chlorella vulgaris 
Enzimático (celulases e 

amilases) 
SSF Zymomonas mobilis 0,214 92,3  

Chlorella vulgaris Ácido sulfúrico SHF Zymomonas mobilis 0,233 87,59  

N.I.: não informado; ASPC: Porphyridium cruentum de água salgada; ADPC: Porphyridium cruentum de água doce; SHF: Fermentação e hidrólise separadas; SSF: 

Fermentação e hidrólise simultâneas. 
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lignocelulósico, possibilitando a sua utilização como matéria prima na produção de 

combustíveis de terceira geração (CALLEGARI et al., 2020; SARATALE et al., 2019). 

Dentre os substratos usualmente utilizados, para a produção das microalgas. pode-

se citar os materiais advindos de resíduos que geralmente não possuem grande valor 

econômico e comercial, sendo por vezes agravantes para o meio ambiente. Dentre os 

materiais que podem ser utilizados como substrato na produção de microalgas, temos: 

resíduos da agricultura, como bagaços lignocelulósico; dejetos da pecuária e suinocultura; 

resíduo industrial, como resíduo da produção do óleo de palma e óleo de oliva; resíduos 

orgânicos municipais, entre outros (GHIMIRE et al., 2015). 

 

2.2.3.1 Métodos de produção 

A produção de hidrogênio pode ocorrer de diferentes formas, como a partir de 

fontes não renováveis e fontes renováveis de energia. Dentre as técnicas de produção do 

hidrogênio por meio de fontes não renováveis de energia, pode-se citar a reforma a vapor 

de gás, gaseificação, pirólise, outras por meio da água, como a eletrolise e outras por meio 

de microrganismos, como a fermentação e a biofotólise (DEMIRBAS, 2009). Porém, as 

tecnologias associadas a combustíveis fósseis para produção do hidrogênio ainda são 

prejudiciais ao meio ambiente, sendo necessário o estudo e aplicação de tecnologias de 

produção limpa e que sejam ambientalmente mais sustentáveis (SHOW et al., 2011). 

Dentre as técnicas para a produção de hidrogênio por meio de fontes renováveis, pode-se 

citar a energia hidroelétrica, energia eólica, energia ondomotriz, energia solar, energia 

geotérmica, por meio de biomassa e até por meio de energias não renováveis, como 

carvão, gás natural e energia nuclear (ABE et al., 2019). 

A produção de biohidrogênio por meio de microalgas pode ocorrer por meio de 

sistemas fotobiológicos em biorreatores, que são utilizados para a produção da biomassa, 

em condições de cultivo controladas, como luz, temperatura, pH, aeração, entre outras 

(HALLENBECK, 2005; CHANDRA et al., 2019). Dentre os processos, pode-se citar a 

foto-fermentação, a fermentação anaeróbica, a eletrólise microbiana, a pirólise e a 

gaseificação (AZIZ, 2015; SARATALE et al., 2019) como pode ser visualizado na Figura 

2.5. Na fermentação anaeróbica ocorre a fermentação com ausência de luz, produzindo 

hidrogênio. Na foto-fermentação tem-se a eletrólise direta e indireta e a fermentação com 

presença de energia luminosa (SARATALE et al., 2019). O processo de fotólise envolve 

a fotossíntese e o acúmulo de carboidratos, que em um momento posterior são convertidos 

em hidrogênio. No processo de eletrólise microbiana, os elétrons, que são resultantes do 
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metabolismo dos microrganismos, percorrem do anodo para o catodo, gerando energia, 

convertendo assim energia química em energia elétrica (MONASTERIO et al., 2017). 

 

Figura 2.5. Metodologias para a produção de biohidrogênio por meio de microrganismos 

incluindo processos bioquímicos e processos termoquímicos de produção. 

 

A produção do biohidrogênio por microrganismos ocorre por meio de autotrofia 

e heterotrofia e as reações químicas envolvidas nestes processos podem ser visualizadas 

na Figura 2.6. Na conversão autotrófica a energia solar é convertida em biohidrogênio 

diretamente pela fotossíntese, que ocorre semelhante a plantas superiores. Já na conversão 

heterotrófica substratos orgânicos são convertidos em biohidrogênio juntamente com a 

formação de outros compostos orgânicos menos complexos (GHIMIRE et al., 2015). 

As vantagens e desvantagens de cada método variam de acordo com a 

sustentabilidade, a praticidade da tecnologia envolvida e com a eficiência energética do 

processo. Apesar do grande potencial de produção, as tecnologias utilizando microalgas 

ainda são objetos de investigação e necessitam de estudos em ampla escala. Na eletrólise 

microbiana a grande vantagem decorre da eficiência energética deste método em 

comparação com outros, além da grande disponibilidade de material intracelular, como 

por exemplo, de lipídios. Já a desvantagem decorre do fato da dificuldade de ampliação 

deste método em larga escala (MONASTERIO et al., 2017). 
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Na conversão bioquímica a desvantagem decorre do fato de ser um processo lento 

e com uma baixa conversão energética quando comparada a conversão termoquímica. Na 

conversão termoquímica por gaseificação são geralmente utilizados os métodos 

convencional e supercrítico. A desvantagem do método convencional se baseia na 

necessidade da máxima secagem da biomassa de microalga, gerando alto consumo de 

energia (AZIZ, 2014), o que não é necessário no método supercrítico, visto que a 

gaseificação é realizada em meio aquoso. Porém, na técnica de gaseificação supercrítica, 

também é necessário um alto consumo energético quando a biomassa de microalga é 

levada a um estado supercrítico (AZIZ, 2015). 

 

 

Figura 2.6. Esquematização das reações químicas envolvidas na produção de 

biohidrogênio a partir da presença e a da ausência de energia luminosa. 

 

A biofotólise é caracterizada pela ação biológica por meio da energia luminosa 

em dissociar um substrato em hidrogênio e oxigênio, tem como vantagens a utilização de 

recursos naturais geralmente com maior disponibilidade no meio ambiente, como energia 

luminosa e água, porém se limita pela baixa produção do bicombustível (SINGH; DAS, 

2018). Na fermentação no escuro o metabolismo microbiano não necessita gastar energia 

específica para transportar glicose para o interior da célula além de não gastar ATP para 

a produção de glicose-6-phosphate (SHOBANA et al., 2017). 
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2.2.3.2 Características relevantes 

O hidrogênio que é produzido por meio de agentes biológicos, como microalgas 

e bactérias é conhecido como biohidrogênio. Estes microrganismos têm a capacidade de 

decompor matéria orgânica e transformá-la em dióxido de carbono e hidrogênio 

(CALLEGARI et al., 2019). A produção de hidrogênio por meio de microalgas é uma 

tecnologia promissora, visto os inúmeros benefícios e propriedades destes 

microrganismos, além requerer pequenas áreas para a produção da biomassa das 

microalgas, o que difere de outros combustíveis que necessitam de um grande espaço de 

área agriculturável (KRUSE; HANKAMER, 2010). As enzimas envolvidas no processo 

de produção do biohidrogênio são as hidrogenases e a nitrogenases. As hidrogenases 

utilizam prótons reduzindo-os para a produção de hidrogênio e as nitrogenases estão 

associadas na fixação de nitrogênio reduzindo este elemento em amônia (SINGH; DAS, 

2018). 

Na Tabela 2.4 são apresentados alguns trabalhos que utilizaram microalgas para a 

produção de biohidrogênio, por meio de diferentes processos e em diversos meios de 

cultivo, tanto sintéticos, como por exemplo meio BG-11, tanto como naturais, como por 

exemplo resíduo da indústria de amido. 

 

Tabela 2.  4 Produtividade de biohidrogênio por diferentes espécies de microalgas. 

Espécies de 

microalgas 

Meio de 

cultivo 

Condições de 

reação 

Modo de 

cultura 
Rendimento Ref. 

Chlorococcum sp. BG-11 

Fermentação 

anaeróbica de 

acetona-butanol 

Mini-reatores 

8,4 e 6,1 

mmol L-1 de 

meio/dia 

Chernova; 

Kiseleva, 2017 

Scenedesmus sp. 
TAP 

(com S) 

Foto 

fermentação 

Reator de vidro 

retangular 

Máxima 

evolução de 

17,72% v/v H2 

do total de 
gases 

Dasgupta et al. 

2015 

Chlamydomonas 

reinhardtii 
TAP 

Foto 

fermentação 

Foto biorreator 

Tubular 

3121,5 ± 

178,9 mL 

Giannelli; 

Torzillo, 2012 

Gloeocystis sp. 

BG-11 
sem de 

glicose 

Condições de 

luz / Condições 

escuras 

Frascos para 

septo / frascos de 

septo 

embrulhados em 

papel alumínio 

346 μmol H2 

(mg chl a h−1) 

−1 /108,5 

μmol H2 (mg 

chl a h−1)−1 

Junaid et al. 

2019 

Chlorella vulgaris - 
Pirólise (900 ° 

C e 4 Mpa) 

Reator de fluxo 

confinado 
88,01 vol% 

Maliutina et 

al. 2018 

Scenedesmus sp  

Águas 

residuais 

de amido 

Fermentação 

escura 

Reatores onde o 

ar foi removido 

do espaço 

1508,3 mL L-1 
Ren et al. 

2015 
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superior pelo gás 

argônio 

Scenedesmus sp. 

Pilha de 

milho 

(resíduos 

de 

biomassa 

agrícola) 

Fermentação 

escura 

Reator 

anaeróbico de 

sequenciamento 

descontínuo 

811,1 mL L−1 

d−1 

Ren et al. 

2019 

Chlorella sp. 
Glicerol 

bruto 
Condições 
anaeróbicas 

Frasco de soro / 
biorreator 

10,31 ± 0,05 

mL L −1 
11,65 ± 0,65 

mL L−1 

Sengemee et 
al. 2017 

 

2.2.4 Outros biocombustíveis  

Menos estudados, porém não menos importantes existem outros biocombustíveis 

obtidos a partir da biomassa microalgal. 

2.2.4.1 Bio-óleo 

O bio-óleo é produzido pela pirólise da biomassa microalgal, ele e o diesel têm 

características semelhantes, assim, o bio-óleo poderia substituir o diesel e resolver o 

problema conflito de demanda e oferta de combustível. Porém, o teor de oxigênio do bio-

óleo de microalgas não é o mesmo que o diesel, o que restringe o uso industrial deste 

material. Portanto, para melhorar a sua qualidade o bio-óleo de microalgas precisa ser 

desoxigenado e torná-lo adequado para a indústria de combustíveis, assim Guo et al., 

(2019) utilizaram a hidróxido-calcinação CaO (HC CaO) para desoxigenar a pirólise bio-

óleo de Nannochloropsis sp. de forma que os resultados indicaram que o HC CaO 

desoxigenou significativamente o bio-óleo, melhorando seu desempenho através da 

fixação direta de “intermediários ativos de quase-CO2”. 

2.2.4.2 Gás de combustão 

A aplicação da tecnologia de microalgas para capturar CO2 a partir de gases de 

combustão tem ganho atenção significativa. Embora não possa ser tratado como um 

método de mitigação de CO2 a longo prazo (a menos que o CO2 é armazenado), ainda é 

um método neutro em carbono, porque a quantidade de CO2 liberado durante a combustão 

de biocombustíveis de algas não é superior ao CO2 capturado durante o cultivo de algas 

(VUPPALADADIYAM, et al., 2018). Realizando uma revisão dos aspectos técnicos e a 

viabilidade da fixação combinada de carbono e o cultivo de microalgas para reutilização 

de carbono. Vuppaladadiyam et al. (2018) concluíram que a fixação do dióxido de 

carbono dos gases de combustão depende principalmente da cepa de microalgas 

selecionada e dos compostos dos gases de combustão/concentrações, e apesar das 
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inovações tecnológicas, a sua viabilidade para aplicação a nível comercial ainda exigem 

mais pesquisas. 

 

2.2.4.3 Biometano 

A digestão anaeróbica de microalgas para a produção de biometano tem grande 

potencial devido à sua facilidade de cultivo e baixa conteúdo de lignina. No entanto, 

segundo Bishop e Rahman, (2017) muitos obstáculos permanecem no caminho da 

expansão comercial, como alto consumo de água, qualidade / quantidade variável de 

produtos gasosos e fenômenos de inibição e para estes problemas serem superados, mais 

pesquisas são necessárias para a diversidade e função das bactérias e microalgas. Dentro 

do digestor e o desenvolvimento de uma abordagem robusta ao cultivo. Produzindo 

biometano por gaseificação hidrotérmica, Haiduc et al. (2009) descreveram um novo 

processo (SunCHem) onde os nutrientes, a água e o CO2 produzidos são reciclados, de 

forma que os resultados confirmaram que o SunCHem é um processo promissor para 

produção eficiente de metano por gaseificação catalítica por HT da biomassa de 

microalgas, porém a economia do processo deve ser melhorada. 

 

2.2.4.4 Bioeletricidade 

A bioeletricidade pode ser gerada pelo uso de células combustíveis microbianas 

de microalgas fotossintéticas (PMMFC). Nesse sistema as microalgas atuam utilizando a 

luz (artificial ou natural) de maneira a gerar energia elétrica. Sendo assim, elas 

desempenham a função de biocatalisadores em reações de oxidação ou redução, podendo 

estar tanto no compartimento de ânodo como de cátodo (GOUVEIA et al., 2014; 

BADZAR et al., 2018; KUMAR et al., 2019). 

 

2.2.4.5 Biocarvão 

O biocarvão obtido por meio da biomassa de microalgas possui aproximadamente 

um tamanho de 10 a 100 μm com a porosidade em torno de 1 μm. O biocarvão pode ser 

produzido através do processo de pirólise ou pelo processo de combustão. No processo 

de pirólise para a obtenção de carvão ativado, o que determina o sucesso da técnica é o 

tempo e a temperatura empregada (MALIUTINA et al., 2018). A pirólise ocorre na 

ausência de oxigênio entre 350 a 700 ºC. Uma das aplicações do carvão ativado é na 

utilização deste material como biofertilizante e como um sequestrante de dióxido de 

carbono da atmosfera (RIZWAN et al., 2018; EL-NAGGAR et al., 2019). Quando a 
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pirólise ocorre de forma rápida, há uma produção de biocarvão, porém com a geração de 

subprodutos, como bio-óleo, enquanto a pirólise que ocupa um tempo maior, acaba tendo 

um maior rendimento apenas do biocarvão (YU et al., 2017). No processo de 

carbonização, que é um processo químico da combustão, a biomassa de microalga passa 

por um processo de degradação térmica, que ocorre em temperaturas moderadas, levando 

assim maior tempo para que o processo esteja completo (RODRIGUES; BRAGHINI 

JUNIOR, 2019).  

 

 2.2.4.6 Biogás 

O biogás é um dos produtos da decomposição da matéria orgânica. Para a 

produção de biogás pode ser utilizado como matéria-prima o carvão, resíduos 

agroindustriais, biomassa microalgal, coque de petróleo, entre outros (TORO et al., 

2018). Dentre os processos para obtenção de biogás pode-se citar a gaseificação e a 

digestão anaeróbica. A obtenção de biogás por meio do processo de gaseificação envolve 

diversas etapas, como a alimentação do sistema de gaseificação com a biomassa de 

microalgas, com o aumento da temperatura até 1200 ºC. Conforme a temperatura deste 

processo vai aumentando, a água vai evaporando, ocorrendo assim a oxidação parcial da 

biomassa, produzindo por fim o biogás, que neste processo também pode ser chamado de 

gás de síntese (PATINVOH et al., 2016). O biogás obtido por meio da digestão anaeróbica 

pode ser produzido com diferentes substratos, como por exemplo matéria orgânica e 

biomassa. Para que ocorra o processo de obtenção do biogás, reações químicas ocorrem 

em diferentes estágios, como por exemplo, a hidrólise, acidificação, produção de acetato 

e produção de metano. Deste processo químico, o biogás formado é composto por metano 

e dióxido de carbono (TORO et al., 2018). Porém pode ser encontrado demais traços de 

gases diferentes, como sulfeto de hidrogênio, amônia, hidrogênio, monóxido de carbono, 

entre outros. 

 

2.3 CONDIÇÕES DE CULTIVO 

2.3.1 Metabolismo microalgal 

Cada condição de cultivo fornece diferentes fontes de nutrientes e fontes de 

energia, resultando na variação do conteúdo de carboidratos, lipídios, proteínas e da 

produtividade de biomassa. As microalgas apresentam diferentes formas de metabolismo 

energético, o metabolismo fotoautotrófico: utilizando a luz para produzir energia química 

através do processo de fotossíntese, por exemplo, a luz solar, como fonte de energia, e o 
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carbono inorgânico, por exemplo, o CO2; o heterotrófico: quando a energia e o carbono 

são obtidos de fonte orgânica externa, em geral pela oxidação de açúcares; o mixotrófico: 

quando a fotossíntese e a oxidação de compostos orgânicos ocorrem concomitantemente 

e o fotoheterotrófico: quando a fonte de energia é a  luz e a fonte de carbono são 

compostos orgânicos. Escolher qual a melhor condição para produção dependerá do 

objetivo do cultivo, bem como as características da microalga, afim de se alcançar maior 

teor do composto pretendido, à custa de menor produtividade de biomassa. 

Tradicionalmente, o cultivo de microalgas tem explorado o seu metabolismo 

fotoautotrófico, no entanto estudos têm apontado vantagens da produção de biomassa por 

outras vias metabólicas. O conhecimento do metabolismo de cada espécie é relevante para 

otimizar a produção de compostos em grande escala, uma vez que estas vias metabólicas 

influenciam as caraterísticas de crescimento, assim como os produtos a serem extraídos 

e consequentemente suas aplicações energéticas (AMARO et al., 2011; LIANG, 2013; 

ANDRULEVICIUTE et al., 2014). 

Microalgas em cultivo heterotrófico, não realizam fotossíntese, assim não 

necessitam de luz, apenas de uma fonte orgânica externa para obtenção de energia e 

carbono. No entanto, as microalgas fotoautotróficas também são capazes de oxidar 

compostos orgânicos, originados do processo interno de fotossíntese para obter energia, 

enquanto nas heterotróficas, o carbono orgânico é captado do meio externo (PEREZ-

GARCIA et al, 2011). 

Com rendimentos significativamente superiores aos do cultivo fotoautotrófico, 

o cultivo heterotrófico evita problemas associados à limitação de luz, utilizando o carbono 

orgânico tanto como fonte de energia quanto como fonte de carbono para a produção de 

biomassa (HUANG et al., 2010; LIANG, 2013). No entanto, é necessário que uma fonte 

de carbono seja adicionada ao meio. As fontes de carbono que mais têm sido utilizadas 

são: a glicose, o glicerol e o acetato, aplicadas nos cultivos heterotrófico e mixotrófico 

(FENG et al., 2011; ZHENG et al., 2012; ANDRULEVICIUTE et al., 2014).  

A entrada de carbono orgânico na célula, é umas das caraterísticas mais 

determinantes para o metabolismo heterotrófico (AZMA et al., 2011). O uso de uma fonte 

de carbono orgânico possibilita a redução do custo do cultivo de microalgas, reutilizando 

excesso de nutrientes encontrados em ou águas residuais industriais ou domésticas, além 

do aspecto ambiental. Assim, alguns pesquisadores têm combinado o cultivo de 

microalgas com o tratamento de águas residuais, com excelente produção de lipídios e 

biomassa, como também a assimilação de alguns elementos. Utilizando as microalgas em 
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águas residuais de destilaria de álcool, Solovchenko et al. (2014) observaram um declínio 

de nitrato (95%), fosfato (77%) e sulfato (35%), além do aumento na composição de 

clorofila e ácidos graxos da biomassa das microalgas. Higgins et al. (2016) estudaram a 

co-cultura de microalgas com Auxenochlorella protothecoides e Escherichia coli em 

condições mixotróficas, o que levou ao aumento de 2-6 vezes no crescimento das 

microalgas, a duplicação do teor de lipídios, além de elevadas taxas de remoção de 

nutrientes; indicando o potencial de sua utilização no tratamento de águas residuais e de 

melhorar a produção de biocombustíveis a partir de microalgas. 

A concentração e a fonte de carbono utilizada no meio de cultivo influenciam a 

composição bioquímica da biomassa microalgal, Liang (2009) observaram  em Chlorella 

vulgaris  cultivada em meio com 1% de glicose: 44% de carboidratos, 21%  lipídios, 32% 

proteínas e 3% cinzas; com 1% de acetato: 23% de carboidratos, 31% de lipídios, 42% de 

proteínas e 4% de cinzas; com 1% glicerol: 29% de carboidratos, 22% de lipídios, 45% 

de proteínas e 4% de cinzas; e com 2% de glicerol: 34% de carboidratos, 32% de lipídios, 

30% de proteínas e 3% de cinzas. Assim a escolha da fonte de carbono para o meio de 

cultivo heterotrófico deve ser de acordo com o composto que se deseja obter. 

Cultivando Chlorella vulgaris em meio heterotrófico e fotoautotrófico, Barros 

et al. (2019) observaram velocidades específicas máximas de crescimento de 1,24 e 1,28 

d −1. Os autores sugeriram uma solução para melhorar a expansão de microalgas, 

combinando dois modos de cultivo em uma produção eficiente em duas etapas, baseando-

se no crescimento heterotrófico para obter alta concentração de inóculos para reatores que 

operam sob fotoautotrofia. Assim, os autores supracitados avaliaram inóculos de C. 

vulgaris cultivados heterotroficamente e fotoautotroficamente, e os utilizaram para 

semear flat panel (FP) de 1 m3, operados sob condições fotoautotróficas. Os inóculos 

cultivados heterotroficamente levaram a uma diminuição de 100 vezes no volume 

necessário para iniciar um FP, em comparação com os inóculos obtidos usando condições 

fotoautotróficas, sem qualquer atraso causado pela mudança metabólica para as novas 

condições tróficas. 

Para Chlorella sorokiniana o melhor desempenho de crescimento foi obtido sob 

condições mixotróficas quando comparadas com as condições fotoautotróficas e 

heterotróficas a fonte de carbono foi a glicose com 4 g L-1, apresentando uma taxa de 

crescimento específica (3,40 d-1) e peso seco de biomassa (3,55 g L-1) na cultura 

mixotrófica  1,8 e 2,4 vezes mais do que na cultura heterotrófica e 5,4 e 5,2 vezes mais 

sob a cultura fotoautotrófica. Quanto ao conteúdo lipídico, em cultivo mixotrófico houve 
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um aumento substancial, alcançando um teor lipídico de 45% em comparação com apenas 

13% na cultura heterotrófica (LI et al., 2016). 

Analisando o efeito da temperatura e da concentração de nitrogênio na 

produtividade lipídica em três diferentes microalgas; e estudando as respostas 

morfológicas, de crescimento, da composição bioquímica e fotossintética da microalga 

Chlorella vulgaris, Ördög et al. (2016) e Li et al. (2016), respectivamente, concluíram 

que para maximizar a produção de lipídios nas microalgas é essencial regular a oferta de 

nitrogênio, e ter conhecimento de que cada espécie responde de forma diferente aos 

suprimentos que recebe. 

A comparação da produtividade dos diferentes sistemas de cultivo de microalgas, 

nem sempre é fácil, pois existe grande variação nas metodologias utilizadas para obtenção 

dos dados, bem como nas condições de cultivo. Observou-se que a adição de nutrientes 

no cultivo de microalgas, resulta em maior custo, as águas residuais são uma opção para 

tornar o cultivo mais econômico e sustentável, no entanto apenas algumas espécies 

sobrevivem nestas condições de cultivo. Cultivos heterotróficos e fotoautotróficos são os 

mais utilizados, de forma que o cultivo heterotrófico produz microalgas com lipídios mais 

elevados conteúdo, mas as microalgas são contaminadas facilmente, especialmente em 

sistemas de cultivo aberto, enquanto o cultivo fotoautotrófico é ecológico, mas o conteúdo 

lipídico produzido é baixo (CHEW et al., 2018).  

 

2.3.2 Sistemas de cultivo microalgal 

Vários sistemas são utilizados para a produção de microalgas, desde tanques 

abertos até biorreatores controlados. Cada sistema tem suas vantagens e desvantagens, 

com volumes diferentes de cultivo e características próprias. O controle da produção pode 

ser uma vantagem visto a otimização da produção, porém, a elevação de custos 

energéticos e operacionais acaba sendo menos atrativo, cabendo assim a escolha de cada 

sistema baseada nas necessidades intrínsecas de cada microrganismo utilizado, as 

condições climáticas da região e os custos que foram despendidos no sistema 

(BRENNAN; OWENDE, 2010).  

Os sistemas fechados, conhecidos como fotobiorreatores, possuem como 

característica o não contato direto com o ar atmosférico, o que permite o controle de 

diversas condições de cultivo, como temperatura, luminosidade, pH, quantidade de 

nutrientes e densidade celular, reduzindo assim o risco de contaminações (BITOG et al., 
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2011). Geralmente este sistema é empregado para obtenção de produtos com maior valor 

agregado, como farmacêuticos e suplementação alimentar. 

Os fotobiorreatores possuem diferentes configurações e entre elas pode-se citar: 

painel plano, tubular e/ou espiral. O fotobiorreator de painel plano constitui-se de duas 

placas de vidros transparentes dispostas de forma a retangular conectadas em cascata, 

podendo ser dispostas verticalmente e de forma inclinada (BITOG et al., 2011). 

Apresentando uma maior superfície de contato, o que permite uma maior luminosidade 

do cultivo, porém possui como uma desvantagem a possibilidade de formação de biofilme 

na superfície interna das placas de vidro (CHEW et al., 2018).  

Estudando o cultivo da microalga Geitlerinema sp. em fotobiorreatores do tipo 

painel plano de 100 L em condições de cultivo não assépticas, Romero-Villegas et al. 

(2018) observaram que as microalgas alcançaram um resultado de 47,7 g m-2 de biomassa 

seca, além da remoção de 82%, 85% e 100% de carbono, nitrogênio e fosforo, 

respectivamente, e identificaram na biomassa microalgal alta concentração de 

carboidratos, seguido de proteínas e lipídios.  

Já os fotobiorreatores tubulares são uma série de tubos transparentes conectados 

entre si, que podem estar dispostos de forma inclinada, horizontal ou vertical, sendo 

divido em colunas de bolhas e airlift, (DEMIREL et al., 2015). Na configuração do 

biorreator airlift ocorre introdução de CO2, que por meio de uma agitação física, há o 

borbulhamento dentro do reator, realizando um transporte para a superfície do biorreator, 

quando chega na superfície o gás se desprende e volta para o fluxo do sistema (SINGH; 

SHARMA, 2012). Cylindrotheca closterium apresentou em biorreator airlift a 

produtividade 0,356 g L-1 de biomassa e 7,364 mg L-1 de lipídios de em meio F/2 

(DEMIRLEL et al., 2015). 

Nas colunas de bolhas a movimentação das bolhas é de forma aleatória, muitas 

vezes por meios mecânicos, enquanto o airlift possui um fluxo de bolhas cíclicas, 

geralmente o biorreator de coluna de bolhas possui o dobro de altura do diâmetro do 

cilindro, a luz é fornecida externamente e a movimentação das bolhas faz com haja uma 

maior mobilidade celular, aprimorando assim a fotossíntese (CHEW et al., 2018). 

Sob condições naturais é realizado o cultivo de microalgas em sistemas abertos, 

com pouco ou até nenhum controle de condições de cultivo. Os tanques de cultivo são 

abertos, estando assim em contato com o ar atmosférico, porém apresentam um maior 

risco de contaminação externa. Geralmente os tanques utilizados são rasos, para que todo 
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o cultivo tenha maior eficiência na utilização da luminosidade (BRENNAN; OWENDE, 

2010). 

Os sistemas abertos de produção de microalgas, geralmente do tipo raceways, 

foram desenvolvidos visando uma maior produção de biomassa microalgal com menor 

custo operacional. Porém, quando este cultivo está sendo realizado em ambientes 

externos, um fator que pode prejudicar a produção microalgal, ocasionar contaminação e 

alterar a composição bioquímica das células microalgais é a variação sazonal, de 

temperatura e condições de luminosidade (KUMAR et al., 2015; CHEW et al., 2018). Os 

sistemas abertos geralmente são aplicados para produção de biomassa microalgal com 

menor valor agregado, podendo ser aplicado na alimentação de organismos aquáticos, 

produção de biocombustíveis (HE et al., 2016), entre outros. 

Realizando um cultivo em dois estágios da microalga Chlorella vulgaris 

Adesanya et al. (2014) combinaram fotobiorreatores tubulares do tipo airlift em um 

primeiro estágio e raceways em um segundo estágio. Neste estudo, os autores avaliaram 

o impacto ambiental do biodiesel produzido por meio das microalgas e de combustíveis 

fósseis. Assim, foi observado uma redução no potencial de aquecimento global de 76% e 

redução nos requisitos de energia fóssil de 75%.  As microalgas Chlorella sp. (5,15 g m-

2 d-1; 4,06 g m-2 d-1) e Monoraphidium dybowskii Y2 (5,35 g m-2 d-1; 3,00 g m-2 d-1) 

apresentaram uma produção lipídica diferente nos modos de alimentação semi-contínuo 

e no modo de batelada, revelando assim um maior rendimento lipídico no modo de 

alimentação semi-contínuo em raceways ponds de 40.000 L (HE et al., 2016).  

Apesar de econômico e simples, o sistema aberto possui algumas desvantagens 

para o crescimento das algas, como a perda de evaporação que resulta em baixo 

rendimento produzido e contaminação no meio de cultura; enquanto que os 

fotobiorreatores são predominantemente projetados para cultivar algas em condições 

ideais que eliminam a maioria dos problemas encontrados no cultivo em sistema aberto 

(CHEW et al., 2018). 

 

2.4 APLICAÇÃO COMERCIAL DESTAS TECNOLOGIAS 

Uma das características mais marcantes e que atraem o interesse comercial em 

relação ao estudo e comercialização das microalgas, é sua capacidade de acumular 

diferentes compostos que por sua vez podem ser matéria prima de diferentes coprodutos 

de um processo produtivo (ZHAN et al., 2017). O conceito de biorrefinaria faz alusão a 

maximização do processo produtivo de forma a converter a biomassa microalgal em 
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diferentes materiais, ou seja, é uma forma de extrair diferentes produtos e matérias primas 

para diferentes aplicações, tendo como base neste caso a biomassa das microalgas (CHEN 

et al., 2019).  

Dessa forma, a produção de biocombustíveis pode estar associada a outros 

processos, cujo objetivo é a geração de compostos de médio a alto valor agregado 

(antioxidantes, cosméticos, suplementos, entre outros) (CHIA et al., 2018). Além disso, 

é importante ressaltar que o mesmo deve ser integrado, seja fazendo o reuso da água, ou 

utilizando efluentes para o cultivo microalgal (DEPRÁ et al., 2018), o que irá reduzir os 

custos de produção, quanto ao suprimento de nutrientes, tornando o processo mais 

sustentável. 

Sendo assim, no contexto da produção de biocombustíveis, para o processo ser 

economicamente viável as microalgas devem ser vistas como uma matéria prima versátil. 

Tal estratégia já vem sendo adotada por plantas pilotos e algumas companhias que já 

produzem biocombustível a partir de microalgas, como por exemplo Sapphire Energy 

Inc, Cellana Inc (CELLANA 2020; DICKINSON et al., 2017), que vem gerando como 

produtos o biocombustível, ração para aquicultura, e suplemento de ômega 3 a partir do 

cultivo de microalgas.  A Cellana Inc, assim como a Sapphire Energy Inc, tem visado a 

produção de biocombustíveis bem como a produção de ração para a aquicultura e 

suplemento de ômega 3. Já a Algenol Biotech LLC, tem seu processo produtivo em 

biorreatores fechados voltado para a produção biocombustíveis, tais como etanol, 

biodiesel, bem como suplementação a base de microalgas e desenvolvimento de produtos 

de cuidados pessoais (ALGENOL 2020). A Joule Unlimited Inc, Synthetic Genomics Inc 

possuem o mesmo foco, voltado para a produção de biocombustível, fazendo uso de 

engenharia genética para a melhora das cepas (DICKINSON et al., 2017). 

 

2.5 PERSPECTIVAS  

Apesar dos problemas atualmente enfrentados na produção de microalgas, 

nenhuma barreira é definitiva ao futuro de produção de biocombustíveis de microalgas, 

uma vez que estão sendo desenvolvidas inovações de engenharia significativas para 

mitigar a demanda por recursos, além da análise de diversos métodos, que promovam o 

aumento da produção dos biocombustíveis a partir da biomassa microalgal. Sobre a 

contribuição futura dos biocombustíveis, Kagan e Bradford (2009) foram bem otimistas 

e estimaram que a matéria-prima de algas atingisse 37% (40 bilhões de galões) da 

produção total de biocombustíveis no mundo até 2022, enquanto outros autores acreditam 
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que esse valor possa ser de 6000 gal. / acre / ano produzidos por cultivo de microalgas e 

que esse valor possa ser aumentado para até 10.000 gal. / acre / ano se os fatores limitantes 

existentes forem bem abordados (TABATABAEI et al., 2011; WALTZ et al., 2009). 

Sabe-se que as microalgas são potencialmente uma forma sustentável de produzir 

biocombustíveis, necessitando apenas da adequação metodológica das tecnologias de 

produção para cada espécie, a fim de potencializar a geração do biocombustível que 

deseja obter. 
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CAPÍTULO 3 

CLARIFICAÇÃO DA VINHAÇA DE CANA-DE-AÇÚCAR (Saccharum 

officinarum) 

 

RESUMO: A disposição final da vinhaça da produção sucroenergética tem gerado 

grandes preocupações para adequação do setor na agenda da sustentabilidade. Com a 

produção contínua e crescente de álcool e açúcar, a fertirrigação como alternativa final 

para a vinhaça torna-se insuficiente. Neste contexto, o aproveitamento dos micros e 

macronutrientes presentes na vinhaça para a suplementação de meios de cultivo para o 

crescimento de microalgas pode se tornar uma técnica viável economicamente e 

ambientalmente. No entanto, a concentração utilizada de vinhaça nos estudos ainda é 

muito baixa em decorrência principalmente da sua cor e turbidez elevadas. Assim, o 

objetivo deste trabalho é determinar formas alternativas para clarificação da vinhaça 

resultante da destilação fracionada do caldo de cana-de-açúcar. Para tal, foram utilizados 

compostos comerciais: 1) tanfloc MT, 2) polímero Praestol Solenis 2530; compostos 

químicos 3) cloreto de ferro III (FeCl3) 4) sulfato de alumínio (Al2(SO4)) 5) hidróxido de 

cálcio (Ca(OH)2) e floculantes alternativos naturais 6) semente de Moringa oleifera; 7) 

semente de Moringa oleifera+ carvão ativado e 8) carvão ativado. A vinhaça foi também 

diluída em água destilada nas concentrações de 10%, 25%, 40% e 50% de vinhaça para 

avaliação.  Foi avaliada a redução de cor e turbidez da vinhaça, submetida aos processos 

de clarificação. Como produto alternativo a semente de Moringa oleifera + filtro de vidro 

foi eficiente na clarificação da vinhaça com maior percentual de redução de cor e turbidez 

obtido utilizando 30 g.L-1 de semente, com 68, 92% e 78,78% de redução, 

respectivamente. Dessa forma, não há razão para se desperdiçar a vinhaça, seja 

descartando ou armazenando-a, já que devidamente tratada, a sua utilização como fonte 

de nutrientes para o cultivo microalgal poderá ser uma alternativa.  

 

Palavras-chave: cor, turbidez, clarificantes, tanfloc MT, hidróxido de cálcio, Moringa 

oleifera. 
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3.1 INTRODUÇÃO 

A indústria sucroenergética é responsável pela produção do etanol e do açúcar, 

por meio de matérias primas de origem celulósicas (cana-de-açúcar) e neste processo 

acaba gerando resíduos líquidos, sólidos e gasosos, além de subprodutos de valor 

agregado para outras cadeias produtivas. Dentre os resíduos gerados, a vinhaça apresenta 

um volume relativamente elevado, considerando a taxa de geração de vinhaça 

normalmente utilizada de 12 litros de vinhaça por litro de etanol produzido, estima-se, 

para 2030, um volume de aproximadamente 540 bilhões de litros de vinhaça por ano 

(UNICA, 2019). Esse rejeito industrial acaba se tornando um grande desafio e 

despendendo grandes esforços do setor para o seu armazenamento e disposição final. 

A vinhaça da cana-de-açúcar constitui em um caldo fermentado sem álcool e com 

alguns sólidos orgânicos em suspensão, bem como minerais, açúcar residual e alguns 

compostos voláteis (SYDNEY et al., 2019). Estes materiais orgânicos e inorgânicos 

presentes na vinhaça geralmente apresentam-se concentrações acima da capacidade de 

suporte de ambientes aquáticos e terrestres, exigindo muita cautela na sua correta 

disposição. 

Este efluente apresenta baixo pH e alta demanda química e bioquímica de 

oxigênio, não podendo ser descartado diretamente em ambientes aquáticos por ser 

considerado um poluente (CORTEZ et al., 2014). O descarte inadequado e indiscriminado 

da vinhaça de cana-de-açúcar no solo e nos corpos d'água tem recebido muita atenção há 

décadas, devido aos problemas ambientais associados a essa prática (CHRISTOFOLETTI 

et al., 2013).  

A legislação ambiental federal, bem como as resoluções do Conselho Nacional do 

Meio Ambiente – CONAMA estabelecem normas para o descarte de efluentes industriais, 

porém os resíduos são tratados de forma genérica. A maior parte das empresas idôneas e 

regulamentadas segue, no âmbito nacional, a resolução nº 430 de 2011 do CONAMA, a 

qual classifica os corpos de água traça, estabelece condições para o lançamento de 

efluentes industriais e outras diretrizes ambientais (CONAMA, 2011).  

Visando suprir as deficiências da Federação no regramento jurídico referente à 

destinação dos efluentes da indústria sucroenergética, alguns estados propuseram seus 

próprios regulamentos, sendo São Paulo o ente federativo que construiu a maior e mais 

complexo normativa sobre o tratamento e disposição da vinhaça (FERNANDES FILHO; 

ARAUJO, 2016).  A norma técnica P 4.231 da Companhia Ambiental do Estado de São 

Paulo (CETESB) estabelece os critérios e procedimentos para o armazenamento, 
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transporte e aplicação da vinhaça gerada pela atividade sucroenergética no processamento 

de cana-de-açúcar (CETESB, 2015). No entanto, quanto a penalidade para o descarte 

inadequado, há somente uma ação corretiva da CETESB, aprovada pela decisão Nº 

103/2007/C/E, de 22 de junho de 2007, àqueles que não cumprirem os procedimentos 

para gerenciamento de áreas contaminadas, que incluem a elaboração de planilhas para 

avaliação de risco para as áreas contaminadas sob investigação e um roteiro para 

realização de investigação detalhada , além da elaboração de plano de intervenção em 

postos e sistemas retalhistas de combustíveis, descritos no documento e regulamentado 

pela da Lei 997/76 aprovada pelo Decreto 8468/76. Porém, o artigo 69-A da Lei n° 9.605, 

de 12 de fevereiro de 1998 (Lei de Crimes Ambientais) estabelece que caso haja o uso da 

informação falsa, incompleta ou enganosa em relatório, estudo ou laudo ambiental haverá 

punição penal.  

Assim, afim de mitigar os impactos ambientais, a vinhaça de cana-de-açúcar tem 

sido amplamente utilizada como fertilizante do solo na indústria sucroenergética 

brasileira, para reciclagem de potássio e água através da técnica de fertirrigação (FUESS 

et al., 2018). Essa técnica tem fornecido diversos benefícios agrícolas, como melhores 

condições químicas, físicas e biológicas na fertilidade do solo; elevada produtividade da 

cana; retenção da umidade no solo; aumento da mineralização do nitrogênio; entre outros 

(SILVA et al., 2007). No entanto, a falta e manejo e controle adequado deste resíduo no 

solo pode acarretar impactos de grandes proporções no meio ambiente. 

Os potenciais efeitos negativos da fertirrigação no solo, a longo prazo, 

representam uma grande desvantagem em relação a essa prática, segundo Christofoletti 

et al. (2013), a infiltração da vinhaça compromete a potabilidade das águas subterrâneas, 

pois transfere altas concentrações de amônia, magnésio, alumínio, ferro, manganês, 

cloretos e matéria orgânica para o lençol freático, além de que a quantidade de nutrientes 

da vinhaça causa a proliferação de microrganismos que esgotam o oxigênio dissolvido na 

água, matam animais aquáticos e plantas. E ainda, o custo para transporte e/ou 

bombardeamento da vinhaça até as lavouras, que geralmente se apresentam em lugares 

distantes da indústria, acaba gerando custos elevados, dificultando o aproveitamento deste 

resíduo de forma integral e ocasionando riscos de contaminação por vazamento no meio 

ambiente. 

Com a produção contínua e crescente de álcool e açúcar, somente a fertirrigação 

como alternativa final para a vinhaça torna-se insuficiente. Os micros e macronutrientes 

presentes na vinhaça podem ser empregados com fonte de suplementação para o 
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crescimento de outros organismos fotossintetizantes, como microalgas. Estudos 

realizados em escala de bancada têm demonstrado elevada eficiência na produção de 

biomassa de microalgas com o emprego da vinhaça (CANDIDO; LOMBARDI, 2018; 

MELO et al., 2018; QUINTERO-DALLOS et al., 2019; SANTANA et al., 2017; ENGIN 

et al., 2018; DOS SANTOS et al., 2016). No entanto, inúmeros desafios abrem caminho 

para o emprego eficiente da vinhaça impulsionar a produção de microalgas. 

Além de sua elevada carga orgânica e concentração de nutrientes a vinhaça 

apresenta uma coloração escura, sobretudo devido as moléculas denominadas 

melanoidinas (CHANDRA et al., 2018). Por ser um resíduo escuro, a vinhaça dificulta a 

entrada de luz solar ou artificial no meio de cultivo inibindo a fotossíntese das microalgas 

e com isso o seu desenvolvimento. As melanoidinas são macromoléculas orgânicas 

formadas pela reação entre aminoácidos e açucares, por serem macromoléculas orgânicas 

semelhantes a matéria orgânica natural, são passiveis de remoção por 

coagulação/floculação (LIANG et al., 2009; CHANDRA et al., 2008) 

Tecnologias para a clarificação da vinhaça, seja por meio de processos químicos, 

físicos ou biológicos, são necessários, para a redução da turbidez e a cor.  Foi observado 

na literatura diversos sistemas mecânicos de filtração com adoção de membranas 

ultrafinas através de osmose reversa (GOMES et al., 2011; MOTA et al., 2015; SANTOS 

et al.,2017), substâncias que promovem a decantação de nutrientes e até processos 

eletrolíticos (ZAYAS et al., 2007; YODHOR et al., 2017), oxidativos (GUERREIRO et 

al., 2016; RODRIGUES et al., 2017) e biológicos (RODRIGUES et al., 2017; MOTA et 

al., 2015; SILES et al., 2011), baseados na decomposição de matéria orgânica. Apesar da 

eficiência nos processos supracitados, o maior problema apresentado é o custo de tais 

processos, o qual poderá ser economicamente inviável para o seu emprego em escala 

industrial. 

Assim este trabalho justifica-se pela necessidade de investigar meios alternativos 

para a clarificação da vinhaça resultante da destilação fracionada do caldo de cana-de-

açúcar e, consequentemente, o seu emprego na produção de biomassa de microalgas. Tais 

investigações possibilitarão minimizar o impacto ambiental resultante da atividade 

sucroenergética, somado às possibilidades de lucros e continuidade da cadeia produtiva 

na produção de biomassa de microalgas e subsequente aproveitamento para elaboração 

de ração animal, suplementação humana, biofertilizantes, bem como para extração de 

óleos e seus bioativos para uma infinidade de aplicações biotecnológicas.  
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3.2. OBJETIVO GERAL 

Determinar formas alternativas para clarificação da vinhaça resultante da 

destilação fracionada do caldo de cana-de-açúcar. 

 

3.2.1. Objetivos Específicos 

✓ Comparar a eficiência da clarificação da vinhaça entre produtos alternativos, 

comerciais e químicos. 

✓ Clarificar a vinhaça através de dosagens moderadas com produto alternativo aos 

produtos comerciais e químicos; 

✓ Determinar um protocolo adequado para a clarificação da vinhaça com um 

clarificante alternativo.  

3.3 MATERIAIS E MÉTODOS 

Para clarificar a vinhaça obtida de usinas da região de Dourados-MS, foram 

utilizados produtos comerciais, químicos e alternativos conforme descrito na tabela 3.1, 

seguindo a metodologia esquematizada na figura 3.1. Foi realizada também a diluição da 

vinhaça em 10, 25, 40 e 50% de água destilada.  

Tabela 3. 1 Produtos utilizados no processo de clarificação da vinhaça de cana-de-açúcar. 

PRODUTOS 

COMERCIAS 
Tanfloc MT 

Praestol Solenis 

2530 
 Souza et al., 2013 

PRODUTOS 

QUÍMICOS 

sulfato de 

alumínio 

(Al2(SO4)) 

cloreto de ferro 

III (FeCl3) 

hidróxido 

de cálcio 

(Ca(OH)2) 

Liang et al., 2009; Santana 

et al., 2017 

PRODUTOS 

ALTERNATIVOS 

semente de 

Moringa 

oleifera* 

semente de  

Moringa 

oleifera*+ 

carvão ativado 

carvão 

ativado 

 

Zaid; Ghazali, 2019; 

Seixas et al., 2016 

* a biomassa seca da semente triturada sem a casca (POZZOBON; KEMPKA, 2015), 

obtida de uma comunidade extrativista. 

 

3.3.1 Avaliação  

Foram avaliados através de espectrofotômetro cor (455 nm) e turbidez (860 nm) 

(APHA, 2017), o pH através de equipamento portátil, de cada um dos tratamentos, 

realizados em triplicatas. O percentual de redução de cor e turbidez da vinhaça, 

separadamente foi calculado através da equação 3.1. 

𝑅% = [(C0 − Ct). 100]/C0 

Equação 3. 1 

onde Co: valor inicial de cor e turbidez (nm); Ct: valor final de cor e turbidez (nm). 
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Figura 3. 1 Metodologia esquematizada do processo de clarificação com os produtos comerciais, químicos e alternativos. 
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3.3.2 Análise dos dados 

A análise de variância (ANOVA) foi aplicada a fim de verificar diferença 

significativa por tratamento (5% de probabilidade), seguido do teste de Tukey, no 

programa de estatística GENES versão DOS (Visual Basic 5.0). 

 

3.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

As microalgas são organismos fotossintéticos, isto é, necessitam da energia 

luminosa para converter o gás carbônico em energia química contida nas moléculas 

biológicas. A radiação fotossinteticamente ativa, útil para microalgas, está localizada na 

faixa de 400 a 700 nm da irradiância da luz, correspondendo a 50% da radiação solar e 

intensidade de 800 a 1000 W m² (ZHANG et al., 2015). Assim, foi determinado o 

percentual de redução mínimo de 50% de cor e turbidez da vinhaça, para a clarificação 

ser considerada eficiente e adequada para sua utilização como meio de cultivo no 

desenvolvimento microalgal. 

Dos produtos alternativos, comerciais e químicos avaliados Moringa oleifera+ 

filtro de vidro, tanfloc MT, hidróxido de cálcio, além da vinhaça sem adição de produtos 

submetida a centrifugação, filtração em filtro de vidro e a vinhaça diluída em água 

destilada foram eficientes com mais de 50% de clarificação da vinhaça.  

Como produto alternativo a semente de Moringa oleifera + filtro de vidro foi 

eficiente na clarificação da vinhaça com maior percentual de redução de cor e turbidez 

obtido utilizando 30 g.L-1 de semente, com 68, 92% e 78,78% de redução, 

respectivamente (Figura 3.2 - A). A vinhaça sem adição da semente, submetida ao 

processo de filtração em filtro de fibra de vidro também foi eficiente, com redução de 

52,80% para cor e 73,40% para turbidez, sendo o valor de turbidez significativamente 

igual ao tratamento acrescido de 30 g L-1 de M. oleifera, porém significativamente 

diferente para cor, com valores superiores ao processo sem a adição da semente.  

 Com Moringa oleifera + carvão ativado + filtro de vidro, obteve-se na 

concentração de 5 g.L-1 de M. oleifera a maior redução de cor, porém abaixo do mínimo 

esperado, com 46, 98% e 56,99% de redução para turbidez, que não diferiram 

significativamente dos resultados da vinhaça submetida a filtração em fibra de vidro sem 

a adição de M. oleifera (Figura 3.2 - B)   

Ainda não existe protocolo para a utilização de M. oleifera no tratamento de 

vinhaça, mas sua aplicação no tratamento de água já é conhecida (ZAID; GHAZALI, 

2019). Mesmo com coloração marrom escura, alto teor de matéria orgânica, sólidos 



70 

suspensos, além de alta fração mineral, a utilização da semente de M. oleifera foi eficiente 

para a redução de cor e turbidez, quando associada ao processo de filtração em fibra de 

vidro, já que o filtro de fibra de vidro possui alta capacidade de retenção de partículas, 

contribuindo para a clarificação da vinhaça. 

 

Figura 3. 2 Percentual de redução de cor e turbidez da vinhaça após processo utilizando 

A) Moringa oleifera+ filtro de vidro; B) Moringa oleifera+ carvão ativado+ filtro de 

vidro; C) tanfloc MT; D) hidróxido de cálcio; E) vinhaça diluída e F) vinhaça 

diluída+NPK 
*Letras maiúsculas iguais não diferem entre si, comparando os valores médios do percentual de redução de 

cor e letras minúsculas iguais não diferem entre si, comparando os valores de turbidez, entre as diferentes 

concentrações avaliadas, dentro de cada tratamento, pelo teste de Tukey, a 5% de probabilidade de erro. 

 

No processo de clarificação da vinhaça com a semente de M. oleifera as partículas 

solúveis se ligam ao agente ativo e juntam-se para formar grandes flocos, tornando o 

processo eficiente (ZAID; GHAZALI, 2019). A semente de M. oleifera é composta por 

duas proteínas que atuam como um polieletrólito catiônico, as proteínas da semente são 

pequenas e difíceis de desnaturar em solução (MOULIN et al, 2019). As duas proteínas 
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isoladas do extrato bruto de M. oleifera são MO2.1 o cuja sequência foi determinada por 

Gassenschmidt et al., (1995) e MO-CBP3-1, que é a única proteína de semente de M. 

oleifera com uma estrutura de cristal disponível (ULLAH et al, 2015).  

Sabe-se que o principal foco para a clarificação da vinhaça é aumentar o ciclo de 

vida desse resíduo, podendo ser utilizado em outros processos, reduzindo o seu descarte 

e armazenamento inadequado. Após o tratamento da vinhaça com a semente de M. 

oleifera ainda haverá a geração de resíduo, porém este problema será menor do que o 

gerado originalmente pela vinhaça sem tratamento, já que a semente de M. oleifera não é 

tóxica, é renovável, produz menos lodo e é biodegradável (TETTEH; RATHIAL 2019). 

Dos compostos comerciais avaliados, tanfloc MT na concentração de 5 g.L-1, 

promoveu 94,53% e 87,42% de redução para cor e turbidez (Figura 3.2 - C). Ele foi 

eficiente em decantar as impurezas da vinhaça, separando a mistura em duas fases uma 

líquida, o sobrenadante e outra sólida, os flocos formados. O tanfloc MT é um tanino de 

origem vegetal (Acácia negra) que possui cor característica escura, portanto o mesmo não 

permite que o líquido clarificado fique cristalino. Tanfloc é uma linha de 

coagulantes/floculantes desenvolvido pela empresa TANAC ainda na década de 80, são 

polímeros orgânicos de baixo peso molecular, atuando em sistemas de partículas 

coloidais, neutralizando as cargas e formando pontes entre as partículas, formando assim 

os flocos e consequente sedimentação (TANAC, 2018).  

Como composto químico o hidróxido de cálcio na concentração de 5 g.L-1, 

promoveu a redução da cor e turbidez da vinhaça de 99,81% e 48,50%, respectivamente 

(Figura 3.2 - D). Em trabalho realizado por Santana et al. (2017), os autores obtiveram 

resultados positivos na clarificação da vinhaça com hidróxido de cálcio, porém em 

concentrações bem inferiores às do presente trabalho, com 3 g.L-1, e posteriormente 

utilizaram a vinhaça para cultivar duas cepas de microalgas, no entanto, foi necessário 

ajustar o pH para 8 antes da inoculação das microalgas (SANTANA et al., 2015). Essa 

diferença na quantidade de produto utilizado se dá possivelmente, pelas características da 

vinhaça, que pode variar dependendo das condições de produção, necessitando assim do 

aumento ou não da concentração de produto para a clarificação. 

A vinhaça diluída em água destilada também foi avaliada, como esperado os 

valores demonstraram maior percentual de redução para cor e turbidez na menor 

concentração de vinhaça (10%) com redução de 92,30% para cor e 94,55% para turbidez 

(Figura 3.2 - E). Quando acrescida de NPK, não houve diferença significativa para cor, 



72 

já a turbidez apresentou maior percentual de redução também na menor concentração de 

vinhaça (10%) com 91,30% (Figura 3.2 - F). 

A diluição da vinhaça possibilitou excelente redução de cor e turbidez, porém com 

a utilização de baixíssimas concentrações de vinhaça (10%). O que torna o processo, de 

certa forma inviável, pois espera-se utilizar a maior concentração possível desse resíduo 

no cultivo microalgal, a fim de mitigar o impacto ambiental do descarte e armazenamento 

inadequado da vinhaça, aumentando o seu ciclo de vida de forma sustentável. Já a adição 

do NPK a vinhaça não promoveu aumento em sua cor e turbidez, acredita-se que a soma 

de vinhaça e NPK promovam maior desenvolvimento microalgal, uma vez que o NPK já 

é utilizado como nutriente para o crescimento das microalgas em substituição aos meios 

comerciais (SIPAÚBA-TAVARES; ROCHA 2003).  

Os produtos químicos sulfato de alumínio, cloreto de ferro III, o produto 

comercial Praestol Solenis 2530, e os alternativos o carvão ativado, M. oleifera + papel 

filtro e M. oleifera + carvão ativado + papel filtro, não foram eficientes para a clarificação 

da vinhaça (Figura 3.3). 

Os resultados negativos obtidos, com a utilização do cloreto de ferro III e do 

sulfato de alumínio na clarificação da vinhaça, podem ser devido à diversos fatores, entre 

eles o pH, sendo necessários mais estudos que avaliem a viabilidade destes produtos como 

clarificantes da vinhaça. A coagulação da vinhaça com cloreto de ferro III é um processo 

altamente dependente do pH, com melhor eficiência de remoção alcançada em níveis 

baixos de pH, a intensidade de mistura rápida, ao invés de tempo de mistura rápida, tem 

maior influência nas características dos flocos formados, já que a diminuição da 

intensidade de mistura resulta no aumento da taxa de floculação, com mais acúmulo de 

flocos flutuantes (LIANG et al., 2009). 

Entretanto, o intuito é encontrar um produto que não seja tão residual e tóxico 

como é o cloreto de ferro III e o sulfato de alumínio, limitando a posterior utilização da 

biomassa microalgal, porém, ainda assim estes produtos foram avaliados, pois esperava-

se resultados eficientes que serviriam de comparação com os produtos alternativos. 

Polímeros têm sido utilizados como coagulantes primários ou como auxiliares de 

coagulação no tratamento de efluentes, promovendo aumento na taxa de sedimentação, 

redução da produção de lodo e melhorias do seu desaguamento, da qualidade final da 

água e redução de custos (TETTEH; RATHIAL, 2019). O polímero Praestol Solenis 2530 

é um acrilato de sódio acrilamida copolímero, entretanto, para a o tratamento da vinhaça, 
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esse polímero, não demonstrou eficácia, com um baixo percentual de redução de cor e 

turbidez mesmo utilizando-se altas concentrações.  

 

 

Figura 3. 3 Percentual de redução de cor e turbidez da vinhaça após processo utilizando 

A) sulfato de alumínio; B) cloreto de ferro III; C) Praestol Solenis 2530; D) carvão 

ativado; E) Moringa oleífera + papel filtro e F) Moringa oleífera + carvão ativado + papel 

filtro. 

*Letras maiúsculas iguais não diferem entre si, comparando os valores médios do percentual de redução de 

cor e letras minúsculas iguais não diferem entre si, comparando os valores de turbidez, entre as diferentes 

concentrações avaliadas, dentro de cada tratamento, pelo teste de Tukey, a 5% de probabilidade de erro. 

 

O carvão ativado tem sido reconhecido como um dos adsorventes mais antigos e 

amplamente utilizado para o tratamento de água potável e águas residuais para remover 

poluentes orgânicos e inorgânicos (BHATNAGAR et al., 2013). Porém, a utilização do 

carvão ativado juntamente com a M. oleifera, não potencializou a ação da semente, como 

esperado. Assim como também a sua utilização de forma isolada, não apresentou 
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resultado positivo para a clarificação da vinhaça. Enquanto que Seixas et al., (2016) 

utilizaram o bagaço da cana-de-açúcar para produzir o carvão ativado e o utilizaram no 

tratamento da vinhaça, obtendo remoções de cor, turbidez e DQO de aproximadamente 

76%, 85% e 69%, respectivamente, fazendo uso do bagaço de cana carbonizado a 800 ° 

C (1° estágio) e 600 ° C (2° estágio), em dosagens de 25 g de carvão por litro de vinhaça. 

Os autores supracitados constataram que a ação do carvão ativado depende 

principalmente da química da superfície e da estrutura dos poros dos carbonos porosos, 

além da interação com a amostra a ser tratada. 

Quanto ao aspecto visual da vinhaça, é possível observar as diferenças quanto a 

coloração original da vinhaça, sem os tratamentos de clarificação e após os testes 

realizados com cada produto e concentração avaliados (Figura 3.4) 

 

 
 

Figura 3.4 Aspecto visual da vinhaça após o processo de clarificação de acordo com o 

produto utilizado e sua concentração. 
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De forma geral, os produtos que promoveram percentuais de redução de cor e 

turbidez acima de 50% na vinhaça, não alteraram o seu pH, com exceção apenas para o 

hidróxido de cálcio, o qual chegou ao valor de 10,39 na concentração de 5 g.L-1 (Figura 

3.4) 

 

Figura 3. 4 Valores médios do potencial hidrogeniônico (pH) da vinhaça após processo 

de clarificação com cada produto e concentração avaliada. 
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Dessa forma, não há razão para se desperdiçar a vinhaça, seja descartando ou 

armazenando-a, já que devidamente tratada, a sua utilização como fonte de nutrientes 

para o cultivo microalgal é uma alternativa. Assim, o mesmo efluente que apresenta risco 

poluidor tem enorme potencial para a geração de renda e riqueza, desde que corretamente 

aproveitado. Portanto, com base nos resultados, é possível aumentar o ciclo de vida da 

vinhaça após a sua clarificação com um produto alternativo: a semente de Moringa 

oleifera. 
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CAPÍTULO 4 

CULTIVO DE Chlorella sorokiniana EM VINHAÇA DE CANA-DE-AÇÚCAR 

(Saccharum officinarum) CLARIFICADA 

 

RESUMO: As aplicações das microalgas vêm sendo cada vez mais exploradas, com 

interesses intrínsecos na suplementação humana e animal, produção de biocombustíveis, 

em seus bioativos para indústria nutracêutica e cosmecêutica. Entretanto, a redução no 

custo de produção de biomassa de microalgas em ambientes controlados ainda é um 

desafio. Assim, o objetivo para este trabalho é avaliar o desenvolvimento de Chlorella 

sorokiniana em meio alternativo à base de vinhaça de cana-de-açúcar (Saccharum 

officinarum) clarificada. A clarificação da vinhaça é um processo importante, pois 

permite reduzir a cor e turbidez que são fatores limitantes para a fotossíntese das 

microalgas. Para tal, C. sorokiniana foi cultivada durante 35 dias em ambiente controlado 

no meio contendo vinhaça submetida a diferentes processos de clarificação, além da 

vinhaça bruta diluída em água destilada e um controle. Os valores ótimos de densidade 

foram verificados para microalgas cultivadas em vinhaça diluída e suplementada com 

fertilizante NPK. Apesar da vinhaça clarificada ter sido eficiente em estudos na literatura, 

no presente trabalho se mostrou um fator de inibição para o crescimento de C. 

sorokiniana, esses resultados sugerem novos estudos para a compreensão dos processos 

químicos pós clarificação necessários para o crescimento ótimo da microalga. 

 

Palavras-chave: resíduo agroindustrial, clarificação, microalgas, cinética. 
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4.1 INTRODUÇÃO 

A maioria das microalgas tem alta produtividade de biomassa e alta taxa de 

fixação de dióxido de carbono (CO2), elas liberam oxigênio como subproduto da 

fotossíntese, dessa forma são importantes em qualquer cadeia alimentar (KUMAR; 

SHARMA, 2014). Estima-se que 50 a 80% do oxigênio presente na Terra seja produzido 

por elas, qualquer corpo de água contém algas planctônicas em seus primeiros metros de 

profundidade (PULZ; GROSS, 2004; TORTORA et al., 2005). 

Estes organismos são utilizados para os mais diversos fins, pois possuem grande 

potencial biotecnológico nos mais diversos campos (DERNER et al., 2006). A utilização 

de microalgas em processos biotecnológicos possui inúmeras vantagens: alta taxa de 

duplicação celular com elevada produtividade e absorção de CO2, resistência a alterações 

do meio com capacidade de crescimento em águas salinas, salobras ou contaminadas por 

diversos resíduos, capacidade de produzir diversas biomoléculas, como proteínas e 

carboidratos, que na forma de amido, glicose, açúcares e outros polissacarídeos, de alta 

digestibilidade são altamente visadas na indústria alimentar (CHISTI, 2008; WALTZ, 

2009; XU et al., 2011; CAZZANIGA et al., 2014). 

As aplicações das microalgas vêm sendo cada vez mais exploradas, dessa forma, 

outros produtos celulares também são de interesse para a bioenergia ou produtos de 

elevado valor comercial constituindo, uma alternativa para produção de biodiesel e outras 

formas de biocombustíveis, como o metano e biohidrogênio (SPOLAORE et al, 2006; 

CHISTI, 2008), além de aplicações na indústria farmacêutica. 

Assim, o estudo do cultivo de microalgas é importante para aumentar o 

conhecimento sobre a sua biologia, favorecendo posterior produção em ambientes 

controlados. Entretanto, o grande desafio no cultivo de microalgas é realiza-lo de forma 

economicamente viável, pois os meios de enriquecimento do cultivo são essenciais para 

o desenvolvimento das microalgas. No entanto, cabe ressaltar que os custos com a fonte 

de nutrientes consistem no segundo maior custo de produção (ANDRADE; COSTA, 

2008), isso porque comumente utilizam-se meios sintéticos comerciais de elevado custo. 

A glicose, o glicerol e o acetato de sódio são as principais fontes de carbono aplicadas 

nos cultivos heterotróficos e mixotróficos (FENG et al., 2011; ANDRULEVICIUTE et 

al., 2014). 

Diante disso, novos meios de cultivo de menor custo têm sido avaliados, 

mostrando o potencial de cultivo de diferentes microalgas utilizando a vinhaça da cana-

de-açúcar, tanto em diferentes concentrações quanto bruta e tratada, como fonte de 
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nutrientes, resultando em alta produção de biomassa microalgal, como para Chlorella 

vulgaris (CANDIDO; LOMBARDI, 2018; MELO et al., 2018; QUINTERO-DALLOS et 

al., 2019), Micractinium sp. e Chlamydomonas bioconvexa (SANTANA et al., 2017; 

ENGIN et al., 2018) e Spirulina maxima (DOS SANTOS et al., 2016).  

O gênero Chlorella engloba microalgas verdes, que são utilizadas para a 

suplementação na alimentação humana e animal (SATHASIVAM et al.,2017). A espécie 

Chlorella sorokiniana é uma microalga de tamanho pequeno (4,5 μm), apresenta um 

crescimento rápido, alta produção de biomassa, possui vantagem competitiva e pode ser 

cultivada em ambientes mixotróficos, ideal para cultivo em águas residuais (LIZZUL et 

al., 2014). Dessa forma, iremos avaliar o desenvolvimento de Chlorella sorokiniana em 

meio alternativo à base de vinhaça de cana-de-açúcar (Saccharum officinarum).  

 

4.2 OBJETIVO GERAL 

Avaliar a cinética de crescimento da microalga Chlorella sorokiniana na fração 

clarificada da vinhaça, um efluente da indústria sucroenergética.  

 

4.2.1 Objetivos Específicos 

✓ Quantificar os micros e macronutrientes de vinhaça de cana-de-açúcar; 

✓ Avaliar o desenvolvimento de Chlorella sorokiniana em vinhaça de cana-de-

açúcar clarificada. 

4.3 MATERIAIS E MÉTODOS 

4.3.1 Digestão de amostras no micro-ondas para análises de micros e 

macronutrientes da vinhaça de cana-de-açúcar  

Foi pesado aproximadamente 100 mg da amostra, colocadas no tubo digestor do 

micro-ondas e adicionado 5 mL de ácido nítrico e 3 mL de peróxido de hidrogênio. A 

mistura foi repousada por um período de 15 min para reação da amostra/mistura acida. 

Após esse período, os tubos foram tapados e conduzidos ao digestor de micro-ondas para 

digestão completa da amostra conforme paramentos abaixo:  

Tabela 4. 1 Curva programada para digestão das amostras. 

 T P Ramp. Time Power 

1 170 35 5 5 60 

2 190 35 2 10 80 
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3 210 35 2 15 90 

4 50 35 0 0 0 

5 50 35 0 0 0 

 

Após a digestão completa da amostra, a mistura ácida foi transferida para balão 

volumétrico e completado o volume para 25 mL. As leituras foram feitas em 

espectrometria de emissão óptica com plasma (ICP-OES) usando curva padrão 

multielementar. Todas as soluções usadas nas digestões foram de padrão analítico (PA). 

 

4.3.2 Obtenção da biomassa microalgal 

Foi utilizada cepa da microalga Chlorella sorokiniana (Trebouxiophyceae) 

adquirida da Fundação André Tosello (Ref. 211-32; CTT 7727; IBVF 211-32, University 

of Seville- Spain), que após recebida foi cultivada in vitro no Laboratório de 

Bioengenharia da UFGD. Para tal, utilizou-se meio definido (SUEOKA et al., 1967) em 

galões de polipropileno, com aeração constante, temperatura ambiente e fotoperíodo 

controlado (12 h luz / 12 h escuro), a colheita microalgal foi realizada durante a fase 

estacionária. A biomassa foi separada por eletrofloculação e depois liofilizada. 

 

4.3.3 Cultivo de Chlorella sorokiniana em vinhaça de cana-de-açúcar 

A microalga foi inoculada na densidade de 290,75 (x105 céls. m.L-1) em Erlemeyer 

com volume útil de 250 ml mantidos em estufa incubadora com demanda bioquímica de 

oxigênio (BOD), a temperatura (25° C) e fotoperíodo controlados (12 h luz / 12 h escuro) 

e agitação constante de 200 rpm. A microalga foi cultivada em vinhaça de acordo com os 

tratamentos descritos na Figura 4.1 

 

4.3.4 Avaliação e Análise dos dados 

O cultivo foi monitorado diariamente e a cada sete dias foram retiradas as 

amostras para aferir a densidade celular utilizando contagem em câmara de Neubauer. 

Foram também monitorados semanalmente os valores de pH.  

A análise de variância (ANOVA) foi aplicada a fim de verificar diferença 

significativa por tratamento e entre os tratamentos (5% de probabilidade), seguido do 

teste de Tukey, no programa de estatística GENES versão DOS (Visual Basic 5.0). 
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Figura 4. 1 Delineamento determinando os tratamentos/ meios de cultivo para a 

microalga Chlorella sorokiniana em vinhaça. 

4.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A vinhaça apresenta uma gama de micro e macronutrientes, com valores 

consideráveis de Ferro, Manganês e Zinco, comparáveis aos meios comerciais 

comumente utilizados para o cultivo microalgal. Já o NPK (20:5:20) apresenta somente 

macronutrientes, estes em concentração mais elevada do que na vinhaça, porém, inferior 

aos meios comerciais (Tabela 4.2).  

A associação de vinhaça e NPK aumenta a gama de nutrientes do meio de cultivo 

para as microalgas.  Já que o acréscimo do NPK ao meio possibilita maior inserção de 

nitrogênio, um nutriente essencial para a produção microalgal (SIPAÚBA-TAVARES et 

al., 2015). O nitrogênio é um elemento importante no metabolismo microalgal, sendo 

necessário em maior quantidade depois do carbono, cerca de 12 %; esse nutriente 

participa da composição molecular de proteínas e enzimas, das quais dependem as reações 

químicas celulares, e dos ácidos nucléicos, que compõem o DNA, além disso, o nitrogênio 

compõe muitas moléculas orgânicas (aminoácidos, peptídeos) e inorgânicas (NH3, NO3-, 

N2) (WOJCIECHOWSKI et al., 2013).  

A microalga Chlorella sorokiniana apresentou maior densidade microalgal no 

meio contendo vinhaça a 25% (281,44±2,53 x105 céls. mL-1) e 40%, ambas 

suplementadas com fertilizante agrícola NPK (275,15±0,20 x105 céls. mL-1), diferindo 

significativamente dos demais meios de cultivo, de forma que C. sorokiniana cultivada 

em vinhaça clarificada esteve abaixo de 53 x105 céls. mL-1, ou seja, cinco vezes menor 

que os melhores resultados (Tabela 4.3). 
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Tabela 4. 2 Composição e quantificação dos micro e macronutrientes da vinhaça, NPK e 

os meios comerciais CHU12, BBM e Sueoka (mg L-1). 

Componente 

(mg L-1) 
Vinhaça NPK CHU12 BBM Sueoka 

Zinco (Zn) 1,60  - 8,82 (ZnSO4,7H2O) 4,40 (ZnSO4,7H2O) 

Chumbo (Pb) 0,45  - - - 

Cádmio (Cd) 0,05  - - - 

Níquel (Ni) 0,20  - - - 

Ferro (Fe) 42,50  1,0 (FeCl3) 4,98 (FeSO4,7H2O) 1,00 (FeSO4,7H2O) 

Manganês 

(Mn) 
5,50  1,15 (MnCl2,4H2O) 1,44 (MnCl2,4H2O) 1,02 (MnCl2,4H2O) 

Cobre (Cu) 0,95  - 1,57 (CuSO4,5H2O) 0,32 (CuSO4,5H2O) 

Cromo (Cr) 0,07  - - - 

Cobalto (Co) 0,22  - 0,49 (Co(NO3)2, 0,32 (CoCl26H2O) 

Alumínio 

(Al) 
43,80  - - - 

Cálcio (Ca) 1,13  20 (Ca(NO3)2) 25 (CaCl2,2H2O) 0,133 (CaCl2,2H2O) 

Magnésio 

(Mg) 
234  25 (MgSO4,7H2O) 75 (MgSO4,7H2O) 

0,25 

(MgSO47H2O), 

Sódio (Na) 25,30  20 (Na2CO3) 
250 (NaNO3) 

25(NaCl) 
- 

Potássio (K) 2,45 14 6 (K2HPO4) 
75 (K2HPO4) 

175 (KH2PO4) 

5,3 (K2HPO4) 

8,3 (KH2PO4) 

Molibdênio 

(Mo) 
˂DL  - - - 

Boro (B) 27,3  2,5 (H3BO3) 11,42 (H3BO3) 2,28 (H3BO3) 

Nitrogênio 

(N) 
0,06 14 20 (Ca(NO3)2) 

0,49 (Co(NO3)2) 

250 (NaNO3) 
9,35 (NH4Cl) 

Fósforo (P) 0,06 3,5 6 (K2HPO4) 
75 (K2HPO4) 

175 (KH2PO4) 
- 

Sílica (Si) -  25 (Na2SiO3) - - 

Enxofre (S) -  - 0,1 (ml) (H2SO4) - 

EDTA -  2 (Na2 EDTA) 10 (Na2 EDTA) 50,80 (Na2 EDTA) 

Legenda: <DL= Abaixo do limite de detecção.  Fonte: BBM (BOLD 1949, BISCHOFT; BOLD 1963); 

CHU12 (CHU, 1942), Sueoka (SUEOKA et al., 1967). 

 

Os resultados apresentados indicaram que nos meios de cultivo preparados com 

vinhaça clarificada houve uma inibição de crescimento de até cinco vezes em comparação 

com os meios preparados com vinhaça diluída até 40%. Os produtos químicos utilizados 

para clarificação podem ter deixado resíduos na vinhaça, interferindo em aspectos 

fundamentais para manutenção da microalga no meio, como tensão superficial, 

metabolismo, permeabilidade, trocas de nutrientes com o meio, entre outros.  

Para corroborar as observações supracitadas seria importante que os tratamentos 

que não utilizaram produtos químicos para clarificação, como aqueles que adotam 

somente centrifugação e a filtração, tivessem valores de desempenho ótimos ou melhores. 

No entanto, esses tratamentos também propiciaram baixo crescimento para as microalgas. 
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Tabela 4. 3 Densidade celular da microalga Chlorella sorokiniana cultivada em vinhaça durante 35 dias. 

 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 

 

 
 

 

 
 

 

 
 

V1) vinhaça clarificada com 5 g.L-1 de Hidróxido de cálcio; V2) vinhaça clarificada com 30 g.L-1 de Moringa oleifera; V3) vinhaça clarificada com 5 g.L-1 de 

Tanfloc MT; V4) vinhaça centrifugada (1792g 10min); V5) vinhaça filtrada em filtro de fibra de vidro (0,5µm); V6) 10% de vinhaça diluída  V7) 25% de 

vinhaça diluída; V8) 40% de vinhaça diluída; V9) 50% de vinhaça diluída; V10) 10% de vinhaça diluída+1% de solução estoque de NPK; V11) 25% de vinhaça 
diluída+1% de solução estoque de NPK; V12) 40% de vinhaça diluída+1% de solução estoque de NPK; V13) 50% de vinhaça diluída+1% de solução estoque 

de NPK e um controle (V14) preparado com água destilada e  NPK 1% (v / v) 
*Médias seguidas de mesma letra maiúsculas não diferem estatisticamente entre si, comparando os meios de cultivo, na coluna. Médias seguidas de mesma letra 
minúscula, não diferem estatisticamente entre si, dentro de cada meio, entre os dias de cultivo, na linha. Pelo teste de Tukey a 5% de probabilidade. 

Meio de 

cultivo 
Densidade celular em cada dia de cultivo (x105 céls. mL-1)   

 1 7 14 21 28 35 f p 

V1 5,56±0,10 NS e 22,33±1,17 G b 27,44±0,18 HI a 25,88±0,79 H a 18,00±0,51 G c 10,94±0,54 HIJ d 173,59 ˂0,05 

V2 5,56±0,10 NS de 4,79±0,49 I e 20,33±1,03 IJ a 9,13±1,06 J c 13,33±0,74 G b 9,00±0,58 IJK cd 60,01 ˂0,05 

V3 5,56±0,10 NS c 4,67±0,37 I c 15,79±0,58 JK b 14,19±0,11 IJ b 19,19±0,18 G a 5,00±0,58 JK c 285,28 ˂0,05 

V4 5,56±0,10 NS e 11,17±0,71 H d 9,18±0,04 K d 21,94±0,95 HI b 42,15±1,03 EF a 15,58±0,65 GHIJ c 365,94 ˂0,05 

V5 5,56±0,10 NS d 24,71±01,12 G c 38,42±0,55 G b 52,17±1,16 G a 51,81±1,08 DE a 48,63±0,87 F a 430,98 ˂0,05 

V6 5,56±0,10 NS e 77,79±2,85 C c 128,50±2,47 C a 109±2,89 E b 36,13±2,17 F d 13,00±1,53 HIJ e 531,70 ˂0,05 

V7 5,56±0,10 NS f 85,35±0,90 B c 122±1,73 C b 163,54±2,22 C a 54,24±1,30 D d 18,63±2,25 GHI e 1439,97 ˂0,05 

V8 5,56±0,10 NS f 76,23±0,72 Cb 109±2,89 D a 45,10±1,21 G c 35,06±0,32 F d 21,25±3,36 GH e 398,63 ˂0,05 

V9 5,56±0,10 NS d 66,94±1,46 D a 35,33±1,10 GH b 24,08±0,72 H c 9,13±0 G d 0 K e 968,96 ˂0,05 

V10 5,56±0,10 NS e 31,56±0,59 F d 58,46±0,72 E c 136,63±0,69 D a 61,79±0,63 D b 59,92±0,37 E bc 6114,21 ˂0,05 

V11 5,56±0,10 NS f 108,19±1,32 A e 255,48±3,13 A b 281,44±2,53 A a 184,54±1,86 C c 174,04±1,7 B d 2510,83 ˂0,05 

V12 5,56±0,10 NS f 75,85±1,11 C e 224,40±2,26 B c 275,15±0,20 A a 253,60±2,06 A b 210,63±0,95 A d 6063,57 ˂0,05 

V13 5,56±0,10 NS f 36,46±1,14 Fe 122±1,73 C d 224,25±2,53 B a 183,33±5,49 C b 149,33±4,91 C c 661,91 ˂0,05 

V14 5,56±0,10 NS e 48,17±1,09 E d 48,25±0,45 F d 69,10±2,83 F c 208±4,62 B a 112±4,04 D b 638,88 ˂0,05 

f - 797,54 2157,03 3154,97 1450,82 1094,60   

P 1 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05   
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Assim, uma combinação de fatores pode ter interferido no desempenho da microalga, 

entre eles a elevada concentração de micro e macronutrientes na vinhaça em relação aos 

meios de cultivo comerciais mais adotados na literatura. A vinhaça chega a ter cinco 

nutrientes, alguns metais dentre eles, a mais do que a composição dos meios comerciais 

normalmente utilizados.  

Alguns metais pesados podem ser necessários para muitos microrganismos em 

determinadas concentrações ou associações, sendo assim chamados de elementos-traço 

(GUILHERME et al., 2005). Os metais pesados são considerados tóxicos para grande 

parte dos seres vivos. Em uma pesquisa realizada por Ansilago et al. (2016) com a 

microalga Pseudokirchneriella subcapitata, foi atribuído ao sulfato de zinco, quando 

presente isoladamente, um potencial efeito crônico de toxicidade; o mesmo ocorreu com 

cloreto de alumínio e sulfato ferroso quando avaliados isoladamente, apresentando um 

potencial de efeito agudo sobre as microalgas; enquanto que a associação entre cloreto de 

alumínio  + sulfato ferroso + sulfato de zinco pode ter resultado em um efeito antagônico, 

em que os contaminantes, aplicados juntos, interferem um no outro ou interferem com 

outro contaminante que coexiste no meio, tornando-se benéficos às microalgas, com a 

maior taxa de crescimento para este meio.  

O mesmo possivelmente ocorreu na presente pesquisa, onde a alta gama de 

nutrientes e associação destes, somado ao NPK potencializou o desenvolvimento 

microalgal. Quanto aos produtos utilizados inibirem o desenvolvimento microalgal pela 

presença de resíduos na vinhaça, essa possibilidade é ínfima, pois, com exceção apenas 

para o tratamento com tanfloc MT, todos os demais processos para clarificação foram 

submetidos a filtração e a centrifugação, eliminando qualquer resíduo do produto do 

meio, o que possivelmente reduziu também grande parte dos nutrientes necessários para 

o desenvolvimento microalgal. 

O NPK já é um meio de cultivo alternativo a meios sintéticos. A utilização de 

fertilizante químico (NPK) associado com extrato de macrófita (Eichhornia crassipes) 

mostrou-se eficiente na promoção do cultivo de alta densidade de Haematococcus 

pluvialis, uma alternativa adequada para substituir o meio convencional (WC) 

(SIPAÚBA-TAVARES et al., 2015). Os fertilizantes inorgânicos são simples, pois estão 

amplamente disponíveis, se dissolvem facilmente, apresentam uma composição definida, 

alta taxa de nitrogênio e fósforo e desencadeiam pH moderado no meio (TEW et al., 

2006).  
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A microalga é um microrganismo fotossintetizante, dessa forma fica dispersa na 

coluna d`água, apresentando diferentes formas de metabolismo energético, o 

metabolismo fotoautotrófico: utilizando a luz para produzir energia química através do 

processo de fotossíntese, por exemplo, a luz solar, como fonte de energia, e o carbono 

inorgânico, por exemplo, o CO2; o heterotrófico: quando a energia e o carbono são obtidos 

de fonte orgânica externa, em geral pela oxidação de açúcares; o mixotrófico: quando a 

fotossíntese e a oxidação de compostos orgânicos ocorrem concomitantemente e o 

fotoheterotrófico: quando a fonte de energia é a  luz e a fonte de carbono são compostos 

orgânicos. O crescimento microalgal tem normalmente como fonte de carbono o CO2, 

mas ainda requer outros nutrientes, especialmente os macros (NPK) e micronutrientes 

(metais), além de vitaminas, em certos casos. O uso de uma fonte de carbono orgânico 

possibilita a redução do custo do cultivo de microalgas, reutilizando o excesso de 

nutrientes encontrados em águas residuais industriais, além do aspecto ambiental. 

Diante disso, é grande o potencial de cultivo de microalgas utilizando a vinhaça 

da cana-de-açúcar, como fonte de nutrientes, acrescida de 1% de NPK, resultando em alta 

produção de biomassa microalgal. Outros autores relataram sobre a fisiologia da 

Chlorella vulgaris cultivada em 60% de vinhaça convencional e 80% tratada com 

biodigestão, em experimentos de 6 dias, de forma que os resultados mostraram que C. 

vulgaris cresceu melhor na vinhaça do que nos controles (CANDIDO; LOMBARDI, 

2018). Já os resultados de Quintero-Dallos et al. (2019), demonstraram que C. vulgaris 

cultivada em vinhaça apresentaram concentrações máximas (% w / w) de: 48,95% de 

proteínas, 2,88% de xilose, 7,82% de glicose, 4,54% arabinose, 8,28% frutose e 4,82% 

lipídios. Sugerindo que a vinhaça é um produto promissor e meio sustentável para o 

crescimento de C. vulgaris e a produção de metabólitos valiosos. 

No entanto, não são todas as espécies de microalgas que terão sucesso em se 

desenvolver em vinhaça. Santana et al. (2017) avaliaram quarenta cepas de microalgas 

para chegar a duas espécies que apresentaram crescimento vigoroso de forma dependente 

da luz, mesmo sem diluição da vinhaça em condições não axênicas, sendo elas 

Micractinium sp. Embrapa-LBA32 e C. biconvexa Embrapa-LBA40. Estas pesquisas, 

juntamente com o presente trabalho destacam o potencial do uso de vinhaça de cana-de 

açúcar para cultivar microalgas para a produção de energia e bioprodutos. Destacando 

ainda a singularidade de cada espécie microalgal e a necessidade de avalia-las 

individualmente.  Alguns pesquisadores têm ainda, combinado o cultivo de microalgas 

com o tratamento de águas residuais, com excelente produção de lipídios e biomassa, 
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como também a assimilação de alguns elementos (SOLOVCHENKO et al., 2014; 

HIGGINS et al., 2016).  

O pH do meio de cultivo variou entre 5,02 e 10,71 tanto no tempo amostral quanto no 

tratamento (Tabela 4.4). Quando o pH foi analisado ao longo do período amostral foi 

observado que, com exceção do controle, todos os tratamentos apresentaram diferença 

significativa; quando avaliado em função dos tratamentos observou-se diferença 

significativa em todos os dias de amostragem do meio.  

O pH ótimo para o crescimento das microalgas varia para cada espécie, mas de 

forma geral está próximo da neutralidade; a este pH, teoricamente pouca energia é 

necessária para manter a homeostase (IHNKEN et al., 2014), ele é um dos fatores mais 

importantes no cultivo de microalgas. Ele determina a solubilidade do dióxido de carbono 

e minerais no meio e influencia direta ou indiretamente o metabolismo das microalgas. 

No presente experimento a fonte de carbono teve origem somente nos nutrientes (NPK e 

vinhaça) adicionados ao meio de cultivo, diferente de outras pesquisas que têm injetado 

o dióxido de carbono continuamente no cultivo de microalgas (ADAMCZYK et al., 2016; 

MOREIRA et al., 2016; SHABANI et al., 2016).   

Cultivada em vinhaça com NPK, Chlorella sorokiniana apresentou maior 

densidade microalgal em pH alcalino. A instabilidade do meio na manutenção do pH 

demonstra que essas variações possivelmente foram resultado da vinhaça em si, uma vez 

que nos meios com vinhaça diluída não houve inserção de produtos, apenas água 

destilada, e mesmo assim notou-se essa instabilidade, enquanto o controle não. O pH do 

meio de cultura é conhecido por ter grande influência no crescimento e na produção da 

biomassa de microalgas, uma vez que seu pH citosólico é neutro, ou ligeiramente alcalino, 

e suas enzimas celulares são sensíveis ao pH e podem se tornar inativas em condições 

ácidas (TRIPATHI et al., 2015). 
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Tabela 4. 4 Variação dos valores de potencial hidrogeniônico do meio de cultivo de Chlorella sorokiniana ao longo dos 35 dias de cultivo. 

 
V1) vinhaça clarificada com 5 g.L-1 de Hidróxido de cálcio; V2) vinhaça clarificada com 30 g.L-1 de Moringa oleifera; V3) vinhaça clarificada com 5 g.L-1 de 

Tanfloc MT; V4) vinhaça centrifugada (1792g 10min); V5) vinhaça filtrada em filtro de fibra de vidro (0,5µm); V6) 10% de vinhaça diluída  V7) 25% de 

vinhaça diluída; V8) 40% de vinhaça diluída; V9) 50% de vinhaça diluída; V10) 10% de vinhaça diluída+1% de solução estoque de NPK; V11) 25% de vinhaça 
diluída+1% de solução estoque de NPK; V12) 40% de vinhaça diluída+1% de solução estoque de NPK; V13) 50% de vinhaça diluída+1% de solução estoque 

de NPK e um controle (V14) preparado com água destilada e  NPK 1% (v / v) 
*Médias seguidas de mesma letra maiúsculas não diferem estatisticamente entre si, comparando os meios de cultivo, na coluna. Médias seguidas de mesma letra 
minúscula, não diferem estatisticamente entre si, dentro de cada meio, entre os dias de cultivo, na linha. Pelo teste de Tukey a 5% de probabilidade.  
 

Meio de 

cultivo 
Valores de pH em cada dia de cultivo   

 1 7 14 21 28 35 f p 

V1 8,51±0,11 A c 8,74±0,07 AB bc 9,17±0,06 BC a 9,12±0,06 EF ab 8,94±0,08 DEFG ab 9,27±0,16 DEF a 12,33 ˂0,05 

V2 5,07±0,05 DE c 7,02±0,58 D b 9,39±0,13 AB a 9,31±0,03 DE a 9,30±0,03 CD a 9,62±0,01 CDE a 57,26 ˂0,05 

V3 5,02±0,04E c 7,38±0,76 BCD b 8,83±0,04 DEF ab 9,08±0,01 EF a 8,79±0 FG ab 9,31±0,01 DEF a 27,52 ˂0,05 

V4 5,16±0,03DE d 7,22±0,25 CD c 8,93±0,05 CDE b 9,38±0,01 CDE ab 9,31±0,04 CD ab 9,47±0 CDE a 269,69 ˂0,05 

V5 5,10±0,02DE e 6,97±0,20 D d 8,75±0,06 EFG c 9,24±0,03 DEF b 9,28±0,02 CDE b 9,76±0,03 CD a 419,18 ˂0,05 

V6 5,53±0,05CDE c 8,45±0,06 ABCD b 8,79±0,10 DEFG ab 9,08±0,08 EF a 8,84±0,13 EFG ab 9,08±0,01 EF a 166,01 ˂0,05 

V7 5,21±0,01DE d 8,16±0,03 ABCD c 8,59±0,04 FG b 8,81±0,05 FG a 8,76±0,04 G ab 8,79±0,17 F ab 1129,40 ˂0,05 

V8 5,08±0,01DE c 8,28±0,01 ABCD b 8,20±0,04 H b 8,61±0,10 G a 8,80±0,02 FG a 8,80±0,05 F a 965,70 ˂0,05 

V9 5,01±0E f 8,17±0,01 ABCD e 8,49±0,01 GH d 8,99±0,01 EFG b 8,81±0,02 FG c 9,24±0,03 DEF a 26037,96 ˂0,05 

V10 6,57±0,13B d 9,03±0 A c 9,18±0,02 BC c 9,65±0,02 BCD b 9,54±0,07 BC b 10,70±0 A a 392,54 ˂0,05 

V11 6,06±0,01BC e 8,86±0,05 AB d 9,41±0,04 AB c 9,99±0,01 AB b 10,57±0,06 A a 10,71±0,08 A a 1160,67 ˂0,05 

V12 5,60±0,01CDE d 8,74±0,03 AB c 9,66±0,01 A b 10,32±0,06 A a 10,28±0,02 A a 10,33±0,08 AB a 4193,12 ˂0,05 

V13 5,65±0,07CD c 8,55±0,01 ABC b 9,34±0,10 B ab 9,78±0,27 BC a 9,82±0,26 B a 9,86±0,027 BC a 71,10 ˂0,05 

V14 8,93±0,39 A ns 8,32±0,44 ABCD ns 9,31±0,04 B ns 9,26±0,05 DE ns 9,21±0,05 CDEF ns 9,50±0,05 CDE ns - 6,5 

f 115,06 5,63 42,94 29,28 44,25 33,50   

P ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05 ˂0,05   
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Dessa forma, C. sorokiniana não apresentou alta densidade microalgal em meio 

contendo vinhaça clarificada, mas sim em vinhaça diluída. Assim, afim de mitigar os impactos 

ambientais da vinhaça, ela pode ser utilizada no cultivo da microalga Chlorella sorokiniana, 

diluída a 40% e acrescida de 1% de solução estoque de NPK (20:5:20). Os resultados sugerem 

novos estudos para a compreensão dos processos químicos pós clarificação necessários para o 

crescimento ótimo da microalga, criando um impulso para aprimorar essa tecnologia para 

geração de energia e bioprodutos.  
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CAPÍTULO 5 

ANÁLISE DA RELAÇÃO FUNCIONAL ENTRE AS VARIÁVEIS DE 

QUANTIFICAÇÃO CELULAR DA MICROALGA Chlorella sorokiniana 

 

RESUMO: Dada a ampla gama de aplicações da biotecnologia, a pesquisa com microalgas tem 

se intensificado. O cultivo destes em condições artificiais também aumenta, tornando 

importante a análise de métodos de quantificação e avaliação da cinética de crescimento. O 

objetivo deste trabalho foi verificar a existência de uma relação funcional entre as variáveis 

utilizadas para quantificar a microalga Chlorella sorokiniana. Para tanto, a análise de regressão 

linear foi aplicada às variáveis de densidade celular, densidade óptica e biomassa seca obtida 

pelo cultivo de microalgas em diferentes concentrações. Usando as equações geradas a partir 

da análise de regressão para a microalga C. sorokiniana foi possível obter valores de densidade 

celular entre 3 a 38x105 mL-1 e valores de biomassa seca entre 0,1 e 4,3 mg mL-1 a partir dos 

valores de densidade óptica com alta precisão e maior praticidade. 

 

Palavras-chave: Densidade celular, peso seco, densidade óptica.
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5.1 INTRODUÇÃO 

A quantificação da densidade microalgal em rotinas padrões é realizada por 

métodos de densidade celular por microscopia (ARAGAW, 2017). Tal técnica permite 

também observação da taxa de crescimento celular, tal como de mutações citológicas, 

porém além da demanda de tempo para análise, há perda da precisão quando há diluições 

na amostra (CORCINI, 2011). Outros métodos de quantificação envolvem o cálculo de 

massa ou volume, porém demandam longos períodos, apresentando, muitas vezes, 

procedimentos com vários passos de preparação e mesmo assim, possuem alta 

probabilidade de erros sistemáticos (RODRIGUES, 2011). Ainda assim, o cálculo de 

massa ou volume são os mais utilizados para análises quantitativas destes organismos, 

principalmente quando o interesse é produção e obtenção de biomassa.  

Em contrapartida, existem métodos como a quantificação por 

espectrofotometria, que oferecem maior economia de tempo, menor quantidade de 

amostra, simplificação do procedimento e baixa probabilidade de erro (SOBRINHO, 

2008), a espectrofotometria é uma técnica baseada no grau de absorbância de luz, que 

permite leitura rápida e de fácil manuseio, vem sendo muito utilizada como metodologia 

alternativa ao invés de metodologias complexas e dispendiosas. Paschoal et al. (2003), 

utilizaram a espectrofotometria como alternativa para a cromatografia líquida de alta 

eficiência e Brito et al. (2013) realizaram monitoramento da qualidade de água residual 

por espectrofotometria in situ. Em experimentos onde, tem-se como objetivo quantificar 

metabólitos celulares, como é o caso de Barbarino e Lourenço (2005), Marxen et al. 

(2007) e Leite et al. (2016) a técnica de espectrofotometria já é altamente difundida, 

enquanto que trabalhos que visam analisar o crescimento microalgal ou velocidade de 

crescimento predomina-se a utilização da densidade.  

A técnica de quantificação de biomassa seca, apesar de ser mais trabalhosa e 

demandar de mais tempo para a secagem das amostras, ainda é muito utilizada, 

principalmente quando se tem o objetivo de produção ou caracterização de biomassa 

como feito por Hosseinizand et al. (2018). 

Buscando obter os valores de densidade celular a partir da quantificação 

microalgal por densidade ótica, para as espécies Chlamydomonas reinhardtii, 

Scenedesmus communis, Cryptomonas phaseolus e Selenastrum rinoi Valer e Glock 

(1998), apresentaram equações que permitem estimar a concentração microalgal a partir 

de dados de absorbância para densidades celulares entre 104 e 105 células mL-1. Enquanto 

Rodrigues et al. (2011), propuseram uma curva de calibração para correlacionar os 
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valores de absorbância (684 nm) e densidade celular de Pseudokirchneriella subcapitata 

de até 5x106 células mL-1. Assim, cada espécie de microalga apresenta características 

intrínsecas, tornando-se necessários estudos específicos com cada espécies, em altas e 

baixas densidades celulares. Selecionando entre as técnicas a que apresenta menor custo, 

simplificação do procedimento, adequação ao escopo do trabalho e às necessidades 

intrínsecas da unidade de quantificação. 

 

5.2 OBJETIVO GERAL 

Avaliar a relação entre as técnicas adotadas para estimar densidade celular, 

densidade ótica e biomassa seca da microalga Chlorella sorokiniana.  

 

5.2.1 Objetivos específicos 

✓ Avaliar a relação entre as técnicas adotadas para estimar densidade celular, 

densidade ótica e biomassa seca da microalga Chlorella sorokiniana.  

✓ Selecionar entre as técnicas a que apresenta menor custo, simplificação do 

procedimento, adequação ao escopo do trabalho e às necessidades intrínsecas da 

unidade de quantificação 

 

5.3 MATERIAIS E MÉTODOS 

Foram utilizadas cepas da microalga Chlorella sorokiniana (Trebouxiophyceae) 

adquirida da Fundação André Tosello (Ref. 211-32), cultivada in vitro no laboratório do 

Centro de Pesquisa em Biodiversidade (CPBio) na Universidade Estadual de Mato 

Grosso do Sul (UEMS). 

A microalga foi cultivada no laboratório em frasco Erlenmeyer de 2.000 mL, e 

suplementada com fertilizante químico NPK (SIPAÚBA-TAVARES; ROCHA, 2003; 

CARVALHO et al., 2012) e vinhaça, mantida em sistema de cultivo estático não axênico, 

com aeração constante, temperatura ambiente e fotoperíodo controlado (12 h luz / 12 h 

escuro).  

Na preparação da solução inicial utilizou-se uma proporção entre 80% e 20% (v/v) 

do meio de cultivo e o inóculo de microalga, respectivamente. Para suplementação foram 

adicionados 1% de vinhaça de cana-de-açúcar e 1% da solução estoque de N:P:K, ambas 

sobre a alíquota total de 2000 mL. A solução estoque NPK foi preparada com 0,70 g.L-1 

de adubo químico NPK (20:5:20 g.L-1) para cada 1000 mL (SIPAÚBA-TAVARES; 

ROCHA, 2003). 
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A partir da solução inicial, foram então preparadas cinco diluições seriada, com 

três réplicas cada, sempre corrigindo as concentrações dos suplementos NPK e vinhaça. 

O experimento teve duração de 35 dias, onde coletou-se a cada cinco dias amostras para 

realizar as respectivas quantificações descritas abaixo. 

 

5.3.1 Quantificação em câmara de Neubauer 

Uma alíquota foi retirada de cada tratamento e contada em câmara de Neubauer 

(hemocitômetro) para obtenção da densidade microalgal.  

 

5.3.2 Quantificação em espectrofotometria 

Através do método de varredura, foram tomadas a distribuição espectral da 

absorbância nas cinco concentrações, num intervalo 200-800nm, a fim de verificar os 

picos de absorção de luz. Posteriormente tomou-se as leituras de absorbância para cada 

amostra no comprimento de onda no qual ocorreram os picos de absorção (686nm). O 

equipamento foi calibrado com “branco”, representado pelo próprio meio de cultivo 

utilizado na produção microalgal. 

 

5.3.3 Quantificação da biomassa 

Para se determinar o peso de biomassa seca, utilizou-se tubos Eppendorf de 

volume 2 mL previamente secos e tarados. Dessa maneira retirou-se uma alíquota de 2 

mL dos respectivos cultivos em duplicata e os mesmos foram repassados para o tubo 

Eppendorf. As amostras foram submetidas ao processo de centrifugação em micro 

centrífuga refrigerada a 13500 rpm (18.574 x g) durante 5 min a 5° C. Posteriormente, foi 

descartado o sobrenadante e os tubos Eppendorfs com a biomassa foram colocados na 

estufa de circulação overnight a 60 °C até obtenção de peso constante (24-48 h). Após a 

secagem os tubos Eppendorf foram pesados novamente e peso seco foi obtido através da 

diferença entre peso final e peso inicial. 

 

5.3.4 Análise dos dados 

Com o objetivo de verificar a existência de uma relação funcional entre as 

variáveis utilizadas para quantificação da microalga C. sorokiniana empregou-se a 

análise de regressão linear. A equação gerada pela análise tende a explicar a variação da 

variável dependente pela variação do(s) nível(eis) da(s) variável(eis) independente(s). 
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Para verificar a correlação entre as variáveis analisadas utilizou-se o teste não-

paramétrico de Spearmam com probabilidade de 95% de confiança (p <0,05). 

 

5.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Os resultados da leitura de absorbância indicaram que o pico máximo variou entre 

670 e 690 nm (Figura 5.1). Dessa forma, foi selecionado o comprimento de onda de 686 

nm para a realização da leitura de densidade óptica da microalga C. sorokiniana. 

 

 

Figura 5.  1 Padrão de absorção de luz para as diluições com Chlorella sorokiniana 

rastreada entre 200 e 800 nm. 

Posteriormente foi analisada a regressão linear (R2) entre as variáveis de 

densidade óptica, densidade celular e biomassa seca. Os resultados indicaram a melhor 

regressão linear entre a densidade óptica do cultivo de Chlorella sorokiniana com a 

densidade celular, seguido por densidade celular com biomassa seca, e densidade óptica 

com biomassa seca (Figura 5.2). Todos os cruzamentos apresentam correlação 

significativa pelo teste de Spearman, com probabilidade de 95% de confiança (p <0,05): 

densidade óptica com densidade celular apresentou a maior correlação (r = 0,96; p<0,05), 

seguido por densidade celular x biomassa seca (r = 0,87; p<0,05) e densidade óptica x 

biomassa (r = 0,75; p<0,05). A partir destes resultados é possível obter a mensuração da 

densidade microalgal, densidade celular e biomassa da microalga C. sorokiniana a partir 

de somente uma técnica de mensuração, com maior confiança entre densidade óptica para 

densidade celular e vice-versa.  

 

A regressão linear gerou as seguintes equações: 
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Para regressão da densidade óptica para densidade celular (número células x 105 

m L-1) 

DC = (15,602. NDO) + 5,1905  

Equação 5.1 

Onde: 15,602 é a constante de regressão; NDO é a variável independente 

(densidade óptica), 5,1905 é o coeficiente de regressão. 

 

Para regressão de densidade celular para densidade óptica  

DO= (0,0598. NDC) - 0,2556  

 Equação 5.2 

Onde: 0,0598 é a constante da regressão; NDC é a variável independente 

(densidade celular). 0,2556 é o coeficiente de regressão. y = 0.0598x – 0,2556 

 

Para regressão de biomassa seca (g.L-1)  para densidade celular 

DC = (0,0843. NBS ) – 0,0758  

Equação 5.3 

Onde: 0,0843 é a constante da regressão; NBS é a variável independente (biomassa 

seca). 0,0758 é o coeficiente de regressão. y = 0.0843x - 0.0758 

 

Para regressão de densidade celular para biomassa seca 

BS = (10,109. NDC ) + 3,582   

Equação 5.4 

Onde: 10,109 é a constante da regressão; NDC é a variável independente 

(densidade celular). 3,582 é o coeficiente de regressão. y = 10,109x + 3,582 

Para regressão de densidade óptica para biomassa seca 

BS = (1,999. NDO ) + 0,2531   

Equação 5.5 

Onde: 1,999 é a constante da regressão; NDO é a variável independente (densidade 

óptica). 0,2531 é o coeficiente de regressão. y = 1,999x + 0,2531 

 

Para regressão de biomassa seca para densidade óptica 

DO = (0,6116. NBS ) + 0,1027 

 Equação 5.6 
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Onde: 0,616 é a constante da regressão; NBS é a variável independente (biomassa 

seca). 0,1027 é o coeficiente de regressão. y = 0,6116x + 0,1027 

 

 

Figura 5.  2 Correlação entre as variáveis. A) densidade óptica (absorbância 686nm) x 

densidade celular (nº células x 105 m L-1); B) densidade celular x densidade óptica; C) 

biomassa seca (g. L-1)  x densidade celular; D) densidade celular x biomassa seca; 

E)densidade óptica x biomassa seca; F)biomassa seca x densidade óptica. 
 

Quando a absorbância espectrofotométrica é a técnica escolhida, é comum 

verificar a adoção do comprimento de onda de 750 (e.g. EPA, 1994; EATON et al., 1995). 

Entretanto, valores de 687 nm (VALER; GLOCK, 1998), 684 nm (RODRIGUES et al., 

2011) e 686 nm (DZIOSA; MAKOWSKA, 2016) também sejam verificados na literatura. 

De qualquer forma, todos estes valores de leitura estiveram representados dentro do 

comprimento de onda estimado no presente trabalho. 

Para se estimar a quantificação microalgal podem ser incluídas técnicas como 

contagens celulares diretas, quantificação de biomassa seca e a densidade óptica por 

absorbância em espectrofotometria. No entanto, algumas técnicas exigem mais tempo, 
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esforço e apresentam maior probabilidade de erro. Entre as técnicas apresentadas, a 

densidade óptica permite analisar um número maior de amostras, demandando menos 

trabalho e menor probabilidade de erro. No entanto, as estimativas mais empregadas na 

literatura são biomassa seca e densidade celular.  

Com base nos resultados supracitados será possível comparar os dados da 

produção microalgal com diferentes dados da literatura. A densidade óptica é uma 

metodologia que já tem sido utilizada para a quantificação de parâmetros de crescimento 

de cepas de microalgas (CEREIJO et al., 2015; BAUMGARTNER et al., 2013; 

RODRIGUES et al., 2011). Neste trabalho corroboramos que a quantificação através da 

densidade óptica é correspondente às outras técnicas utilizadas, como a densidade celular 

ou a biomassa seca. Esta técnica pode ser usada para simplificar a aquisição dos dados 

usados para preparar inóculo para uma cultura inicial ou estimar a produtividade da 

biomassa de microalgas (CEREIJO et al., 2015). No entanto, para que esta técnica seja 

viável é necessário um espectrofotômetro nas proximidades do local de cultivo, o qual 

poderá requerer um investimento inicial. 

Apesar das vantagens e desvantagens de cada técnica de quantificação, o que vai 

demandar sua utilização é o tipo de aplicação que se deseja da microalga. Nas pesquisas 

recentes realizadas com microalgas em cultivo em laboratório verifica-se que tanto os 

métodos de quantificação por densidade celular em câmara de Neubauer (densidade) 

quanto métodos indiretos como leitura em espectrofotometria (densidade óptica) e peso 

seco (biomassa), são importantes para validar os resultados. 

A densidade celular é uma técnica de baixo custo, mas a desvantagem é que pode 

ser exaustivamente trabalhosa e pode apresentar maior variabilidade de erro. Dependendo 

do tipo de contaminante utilizado no ensaio ou até mesmo mudanças na temperatura 

poderá ocorrer uma aglutinação das células de microalgas levando a uma superestimação 

ou subestimação da densidade celular. Além disso, para a contagem das células é 

necessário o investimento de um bom microscópio binocular, câmara de Neubauer 

(hemocitômetro) e mão de obra com treinamento em microscopia. 

Já a quantificação através da biomassa seca exige considerável tempo e trabalho, 

uma vez que as amostras devem ser preparadas e totalmente secas. A microalga em 

suspensão dever passar por centrifugação para separação do sobrenadante e secar em 

estufa a 60ºC por aproximadamente 24 horas até peso constante. Devido a sequência de 

processos poderá ocorrer erros desde o preparo do recipiente da microalga para 

centrifugação e secagem, o qual deve estar previamente tarado e pesado, até mesmo por 
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interferências no tempo para secagem e troca de amostras, diminuindo assim a exatidão 

da técnica. Além disso, é preciso ter como investimento uma balança analítica de 

precisão, centrífuga e estufa de secagem. 

Com os resultados obtidos foi possível inferir que a regressão linear entre 

densidade celular e densidade óptica apresentou elevada correlação, indicando menor 

probabilidade de erro. Assim, torna-se possível substituir a técnica de densidade celular 

pela densidade óptica. A transformação dos valores se dá através da equação de regressão, 

permitindo realizar a quantificação microalgal a partir da densidade óptica, com rapidez 

e segurança (VALER; GLOCK, 1998). Apesar da menor correlação entre biomassa seca 

e densidade óptica, o valor ainda é significativo e a equação de regressão linear pode ser 

utilizada para a quantificação por densidade óptica, em detrimento da biomassa seca. O 

processo para se obter a biomassa seca de microalgas é demorado, além de mais caro, 

pois requer uma grande quantidade de energia (HOSSEINIZAND et al., 2018). De acordo 

com Silva et al. (2007), ao correlacionarem a densidade celular em hemocitômetro com 

a contagem eletrônica a partir de plaquetas em esfregaço, foi obtido índice de correlação 

de r: 0,60, o qual consideraram esse valor como confiável. No entanto, nosso menor índice 

de correlação ainda foi superior aos valores encontrados pelos autores supracitados. 

Utilizando as equações geradas a partir da análise de regressão para a microalga 

Chlorella sorokiniana é possível obter valores da densidade celular entre 3 a 38x105 mL-

1 a partir da densidade óptica e valores de biomassa seca entre 0,1 e 4,3 mg mL-1 a partir 

também dos valores de densidade óptica com alta precisão. Valores fora desse espectro 

podem apresentar um erro maior, o qual requer novas análises.  

Dessa forma foi possível obter uma relação funcional por regressão linear para as 

três técnicas de quantificação da concentração de microalgas: densidade celular, 

densidade óptica e biomassa seca. Assim, foi possível quantificar as microalgas através 

de uma técnica e transformar tais valores através das equações geradas pela regressão 

linear.  

Dentre as técnicas apresentadas, a densidade óptica se mostrou a mais apropriada 

em função da praticidade e rapidez na manipulação das amostras e obtenção dos valores 

em menor tempo. Diante dos resultados foi possível estimar valores de densidade celular 

e biomassa microalgal seca utilizando-se apenas a técnica por espectrofotometria para 

obtenção da densidade óptica. 
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CAPÍTULO 6 

 

TRANSESTERIFICAÇÃO ETÍLICA in situ A PARTIR DA BIOMASSA DE 

Chlorella sorokiniana 

 

RESUMO: Como uma solução promissora para atender as necessidades de energia e 

combustíveis tem-se as microalgas, organismos microscópicos unicelulares e 

fotoautotróficos encontrados principalmente em ambientes aquáticos. Para se obter 

biodiesel sustentável e limpo, com viabilidade comercial, mais ênfase deve ser dada aos 

solventes verdes e técnicas de extração mais ecológicas, como menor uso de solvente, 

melhoria na qualidade do biocombustível e redução da energia e tempo das etapas de 

processamento. Assim, o objetivo foi realizar a transesterificação etílica in situ da 

biomassa seca da microalga Chlorella sorokiniana. A identificação e quantificação dos 

ácidos graxos foi realizada através de cromatografia gasosa e as propriedades dos ésteres 

etílicos foram determinadas por equações empíricas. Assim, os ésteres etílicos produzidos 

através da transesterificação etílica in situ da biomassa de Chlorella sorokiniana, com a 

melhor relação entre ácidos graxos saturados em maior quantidade e poli-insaturados em 

menor quantidade, como é preferível, em 12h de reação com ultrassom, apresentando 

24,34% de ácidos graxos saturados, 56,63% de ácidos graxos monoinsaturados e 18,95% 

de ácidos graxos poli-insaturados. Quanto as propriedades avaliadas empiricamente, a 

maioria atendeu os padrões de controle de qualidade do biodiesel. 

 

Palavras-chave: microalga, ácidos graxos, éster etílico, biodiesel, etanólise. 
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6.1 INTRODUÇÃO 

Como uma solução promissora para atender as necessidades de energia e 

combustíveis tem-se as microalgas, organismos microscópicos unicelulares e 

fotoautotróficos encontrados principalmente em ambientes aquáticos. As microalgas 

podem ser utilizadas como matéria prima de terceira geração para a obtenção de 

biocombustíveis. Elas apresentam cultivo simples, com rápido crescimento, elevada 

produtividade de biomassa e alto teor lipídico, podem ser cultivadas em águas residuais 

e em áreas pequenas, em regiões onde a terra já não possui capacidade em gerar outros 

produtos, sendo assim não compete com a produção de alimentos (BOROWITZKA et al 

2012). 

Os lipídios, na forma de triacilglicerol, são transformados em biodiesel. Os teores 

de lipídios de microalgas encontrados na literatura podem variar, os gêneros relatados 

como aqueles com maior o conteúdo lipídico são Chlorella sp., de 20% a 30%; Dunaliella 

sp., de 17,5% a 67%, e Scenedesmus sp., de 11% a 55% (ISLAM et al., 2013; 

NASCIMENTO et al., 2013; SYDNEY et al., 2011). Apresentam em sua composição 

ácidos graxos de 14 a 22 átomos de carbono, que é semelhante aos óleos vegetais 

utilizados na produção de biodiesel, além das características físicas e químicas 

semelhantes aos de biomassas tradicionais e do diesel, porém com um impacto ambiental 

significativamente menor do que o diesel derivado de fósseis (ADESANYA et al., 2014).  

A transesterificação in situ é uma alternativa para a produção de biodiesel a partir 

de biomassa microalgal em etapa única. Nesse processo, a biomassa é misturada com um 

solvente na presença de um catalisador adequado por um certo período de tempo e em 

determinada temperatura. Esse processo, portanto, minimiza o uso de grande quantidade 

de solventes, reduz os tempos de processamento e reduz os riscos ambientais e de saúde. 

Sorgatto et al.  (2019) um método aprimorado de transesterificação in situ adequado para 

a análise quantitativa de múltiplas amostras secas quanto ao seu teor de ácidos graxos, 

usando uma quantidade mínima de biomassa e reagentes. 

Metanol é o solvente mais utilizado na produção de biodiesel, porém é tóxico e de 

fonte não sustentável, já o etanol apresenta diversas vantagens, pois é biodegradável, 

apresenta baixa toxicidade (comparado com o metanol), e a substituição do metanol como 

solvente não afeta o rendimento de ácidos graxos (D’OCA et al., 2011a, 2011b). Foram 

observados em Chlorella sp. rendimentos semelhantes de ácidos graxos com 11,6% na 

transesterificação in situ com etanol e 11,0% transesterificação convencional com 

metanol (LEMÕES et al., 2016). Assim, o uso de solventes verdes para a produção de 
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biocombustíveis a partir de biomassa microalgal é decisiva para um sucesso econômico, 

produção ambiental e social de múltiplos produtos em detrimento de processos, sob o 

conceito de biorrefinaria (MENEGAZZO e FONSECA, 2019). 

Quanto aos métodos de rompimento celular e extração de lipídios, o desempenho 

do ultrassom como método de pré-tratamento proporciona resultados satisfatórios para 

algumas espécies de microalgas. Em estudo utilizando Chlorella sp., Nostoc sp. e 

Tolypothrix sp. foram testados diferentes métodos de rompimento celular para extração 

de lipídios, o ultrassom se apresentou como melhor sistema (PRABAKARAN e 

RAVINDRAN, 2011). Já para Chlorella pyrenoidosa não houve diferença significativa 

quando utilizado agitação e ultrassom assistido pela mistura clorofórmio:metanol 2:1 

(D'OCA, et al., 2011b).  

Alguns autores avaliaram a produção de biodiesel de microalgas utilizando 

catalisadores alcalinos convencionais, e estes não foram adequados à transesterificação 

dos lipídios de microalgas devido a reação paralela de saponificação que ocorre em 

decorrência dos elevados teores de ácidos graxos livres (MIAO et al., 2006; SUALI et al., 

2012). A transesterificação in situ a partir de biomassa microalgal exige um catalisador 

com carga mais alta quando comparada à transesterificação de óleos extraídos (CHEN et 

al., 2015). Assim, para microalgas, a catálise ácida é geralmente usada (RAWAT et al., 

2013; HALIM et al., 2011).  

Quanto as propriedades do biodiesel, o padrão de qualidade americano, elaborado 

pela ASTM (American Society of Testing and Materials), através da norma ASTM 

D6751, e o estabelecido na União Europeia através da norma EN 14214 do Comitê 

Europeu de Normalização (Comité Européen de Normalisation - CEN) figuram como os 

mais conhecidos e são geralmente usados como referência ou base para outros padrões 

no controle de qualidade do biodiesel (KNOTHE, 2006).  Assim, no Brasil o 

Regulamento Técnico da Agência Nacional do Petróleo, Gás Natural e Biocombustíveis 

(ANP) nº 45 de 2014 dispõe sobre a especificação do biodiesel e as obrigações quanto ao 

controle da qualidade, com base nas normas da Associação Brasileira de Normas Técnicas 

(ABNT), nas normas internacionais da "American Society for Testing and Materials" 

(ASTM), da "International Organization for Standardization" (ISO) e do "Comité 

Européen de Normalisation" (CEN). 

É necessário obter biocombustíveis que atendam aos padrões de qualidade, que 

sejam sustentáveis e limpos, com viabilidade comercial, portanto mais ênfase deve ser 

dada aos solventes verdes e técnicas de extração mais ecológicas, como menor uso de 
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solvente, melhoria na qualidade do biocombustível, redução da energia e tempo das 

etapas de processamento. Dessa forma, o uso do etanol na transesterificação in situ da 

biomassa microalgal tornará o processo mais ecológico e com o uso do ultrassom espera-

se maior eficiência na reação, com a quebra da estrutura celular que permitirá maior 

liberação de lipídios. 

 

6.2 OBJETIVO GERAL 

Avaliar o processo de transesterificação etílica in situ da biomassa seca da 

microalga Chlorella sorokiniana. 

 

6.2.1 Objetivos específicos 

✓ Determinar a composição dos ácidos graxos a partir da transesterificação etílica 

in situ da microalga Chlorella sorokiniana; 

✓ Verificar as características empíricas dos ésteres etílicos obtidos por 

transesterificação etílica in situ da microalga Chlorella sorokiniana. 

 

6.3 MATERIAIS E MÉTODOS 

6.3.1 Obtenção da biomassa microalgal 

Foi utilizada cepa da microalga Chlorella sorokiniana (Trebouxiophyceae) 

adquirida da Fundação André Tosello (Ref. 211-32), que após recebida foi cultivada in 

vitro no Laboratório de Bioengenharia da UFGD. Para tal, utilizou-se meio definido 

(SUEOKA et al., 1967) em galões de polipropileno, com aeração constante, temperatura 

ambiente e fotoperíodo controlado (12 h luz / 12 h escuro), a colheita microalgal foi 

realizada durante a fase estacionária. A biomassa foi separada por eletrofloculação e 

depois liofilizada. 

 

6.3.2 Transesterificação in situ 

O biodiesel foi produzido a partir da transesterificação etílica in situ da biomassa 

de Chlorella sorokiniana de acordo com a metodologia proposta por Sorgatto et al. 

(2019), com adaptações. A reação foi realizada mantendo a proporção: 1:20 (p / v) com 

0,1 g de biomassa seca em 2 mL de ácido sulfúrico (H2SO4 0,2 mol. L-1) em etanol. As 

suspensões foram submetidas ao ultrassom (40 khz) por 30 min. (T1, T2, T4, T6), 

enquanto que T3, T5 e T7 não foram submetidos ao ultrassom. Todas as amostras foram 
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agitadas por 2 min e submetidas a aquecimento sob a temperaturas de 70 ° C em dry 

block, com exceção do T1 que após a ultrassom a reação já foi concluída (Figura 6.1).  A 

reação foi catalisada em tubos de vidro de 15ml, fechados e bem lacrados, submetidos a 

vórtice periodicamente (3 min a cada 4h). A cada 4h a amostra em triplicata de cada 

tratamento foi retirada, até completar 20h de reação, sendo T2 e T3- 4h; T4 e T5-12h; T6 

e T7-20h (Figura 6.2). 

Depois que as reações foram concluídas, as suspensões foram resfriadas à 

temperatura ambiente e misturadas com 2 ml de água destilada para aumentar a polaridade 

da fase etanólica e para dissolver o excesso de ácidos e glicerol. Foram adicionados 4 mL 

de solvente (hexano) e os tubos centrifugados a 2.688 g por 10 min para acelerar a 

separação de fases. A camada superior, que contêm os FAEE, foi extraída e submetida a 

filtração em filtro de fibra de vidro (0,5µm) para a análise cromatográfica. 

  

 

Figura 6. 1 Etapas da produção do biodiesel. A) biomassa de microalgas em tubo de 

ensaio; B) suspensões submetidas ao ultrassom; C) amostras em aquecimento sob 

temperaturas de 70 ° C em dry block; D) amostras sendo centrifugadas para acelerar a 

separação de fases; E) separação de fases; F) filtração da amostra e G) armazenamento 

das amostras em vials 
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Figura 6. 2 Fluxograma metodológico da transesterificação in situ etílica a partir da 

biomassa da microalga Chlorella sorokiniana.  

6.3.3 Derivatização 

Foi realizada a derivatização dos óleos utilizando metanol e ácido para-tolueno 

sulfônico (PTSA). A mistura reacional foi colocada num agitador térmico em tubos 

Falcon de 15 mL e mantidos a 60 °C durante 1h. Em seguida, foi adicionado certa 

quantidade de água deionizada e hexano (a baixo), e o sobrenadante (fração apolar) foi 

coletada. A fração orgânica foi aquecida para a remoção do hexano, por fim, o conteúdo 

restante (determinação do perfil lipídico) foi analisado por cromatografia em fase gasosa 

(CG). 

Quantidades:  

-Óleo vegetal: 0,6 g 

-PTSA: 0,036 g 

-Metanol: 1 mL 

-H2O: 1,5 mL 

-Hexano: 1,5 mL 

 

6.3.4 Análise cromatográfica 

6.3.4.1 Equipamento 

Todas as análises foram realizadas num cromatógrafo a gás da Shimadzu modelo 

GC 2010, com detecção por ionização de chama (FID) e amostrador automático (AOC-

20i). Para a análise foi usada a coluna cromatográfica CARBOWAX-20M (0,32 mm x 

0,25 µm x 30 m). 
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6.3.4.2 Preparo da amostra 

A um frasco de vidro de 10 mL foram adicionados cerca de 100 mg da amostra de 

biodiesel (óleo derivatizado), em seguida, foi adicionado ao mesmo frasco 10 mL de 

tolueno (solvente). Após a homogeneização, 1 µL da amostra foi injetada no 

cromatógrafo, e, após a eluição dos picos, procedeu-se a identificação dos mesmos através 

de uma curva de calibração previamente injetada no cromatógrafo, contendo uma série 

de ésteres distintos.  

 

6.3.5 Predição de propriedades do biodiesel 

A composição de ácidos graxos foi detalhada e utilizada para determinar as 

características do biodiesel como grau de instauração (GI), número de cetano (NC), índice 

de iodo (II), índice de saponificação (IS), ponto de nuvem (PN), ponto de entupimento de 

filtro à frio (PEFF), poder calorífico (PC), viscosidade cinemática (V) e densidade (D). 

Todas estas propriedades de combustível foram determinadas por equações empíricas e a 

precisão e a confiabilidade dessas equações já foram comprovadas (TALEBI et al., 2014, 

SHEKH et al., 2015, RAMOS et al., 2009). 

 

6.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A partir da transesterificação etílica in situ da biomassa de Chlorella sorokiniana, 

os ácidos graxos foram identificados e quantificados através de análise cromatográfica e 

as frações em massa foram normalizadas a porcentagem a partir do total de ácidos graxos.  

A transesterificação in situ minimiza o tempo de processamento por eliminar a 

etapa de extração do óleo, que ocorre simultaneamente no processo, dessa forma, a 

produção de biodiesel com o uso do ultrassom promoveu maior eficiência, pela maior 

quantidade de AGMI quando comparados ao tratamento sem ultrassom. A ação das ondas 

ultrassônicas se propaga em meio líquido e em ciclos de alta e baixa pressão, onde 

microbolhas a vácuo são produzidas nos ciclos de baixa pressão e, em seguida, colapsam 

durante o ciclo de alta pressão, resultando em cavitação, que quebra mecanicamente a 

estrutura celular, permitindo a liberação de lipídios (MUBARAK et al., 2015; NETO et 

al., 2013), potencializando a transesterificação in situ. 

O perfil de ácidos graxos do biodiesel de C. sorokiniana mostrou diferentes 

composições de acordo com o tempo de reação e com pré-tratamento (ultrassom ou não), 

com predominantemente maior porcentagem dos ácidos graxos C16 ao C18. De forma 

geral, foram observadas as cadeias carbônicas C16:0 (20,27 a 10,93%), C 17:0 (2,14 a 
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1,02%), C 18:0 (7,04 a 2,84%), C18:1n9c (50,05 a 16,52%), C18:2n6c (35,42 a 15,80%) 

e C18:3n3 (33,94 a 2,55%). As cadeias carbônicas C14:0, C20:4n6, C22:0, C24:0 e C24:1 

não excederam a 3% cada uma e C 22:6n3 não excedeu 10% (Tabela 6.1). 

 

Tabela 6.  1 Composição de ácidos graxos obtidos a partir da transesterificação etílica in 

situ da biomassa seca da microalga Chlorella sorokiniana. 

Ácidos 

Graxos 

 Tempo de reação (horas) 

 0  4   12  20 

 
Com 

ultrassom 
 

Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 
 

Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 
 

Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 

C 14:0  -  2,41±0,02 1,18±0,01  2,18±0,01 -   - 1,39±0,04 

C16:0  12,32±0,06  13,81±0,02 12,87±0,02  14,09±0,02 10,93±0,01   20,27±0,02 11,79±0,05 

C16:1  1,76±0,04  4,88±0,04 3,04±0,02  5,25±0,03 4,64±0,01   2,84±0,02 5,38±0,02 

C17:0  -  1,02±0,01 1,30±0,02  - 2,14±0,03   - - 

C18:0  4,22±0,01  5,00±0,03 4,42±0,02  6,33±0,02 2,84±0,02   7,04±0,02 5,40±0,04 

C18:1n9c  17,49±0,08  30,20±0,03 36,76±0,05  50,05±0,04 16,52±0,01   28,18±0,01 41,58±0,03 

C18:2n6c  22,95±0,02  15,80±0,02 24,50±0,05  16,11±0,03 16,22±0,02   35,42±0,01 19,72±0,02 

C18:3n3  33,94±0,03  21,46±0,01 11,15±0,03  2,55±0,04 28,06±0,01   4,59±0,01 13,35±0,06 

C20:4n6  1,11±0,02  1,02±0,01 1,30±0,03  0,29±0,02 1,72±0,01   0,88±0,01 0,45±0,04 

C22:0  1,08±0,01  1,08±0,01 0,75±0,01  0,54±0,02 2,53±0,01   0,80±0,02 0,29±0,03 

C22:6n3  0,84±0,01  0,82±0,01 0,50±0,01  - 9,55±0,01   - 0,22±0,02 

C24:0  2,92±0,01  - 1,83±0,02  1,22±0,02 -   - 0,57±0,02 

C24:1  1,30±0,03  - -  1,36±0,1 -   - - 

AGS  20,54±0,05  23,31±0,01 22,33±0,03  24,34±0,01 18,44±0,02   28,10±0,06 19,43±0,01 

AGMI  20,55±0,10  35,08±0,01 39,79±0,03  56,63±0,04 21,16±0,01   31,02±0,04 46,96±0,01 

AGPI  58,83±0,08  39,11±0,01 37,45±0,04  18,95±0,09 55,55±0,01   40,89±0,04 33,73±0,14 

NI  -  - 0,43±0,01  - 4,81±0,11   - - 

C 14:0- ácido mirístico; C16:0- ácido palmítico; C16:1- ácido palmitoléico; C17:0- ácido 

heptadecenóico; C18:0- ácido esteárico; C18:1n9c- ácido oleico; C18:2n6c- ácido linoleico; 
C18:3n3- ácido linolênico; C 20:4n6- ácido araquidônico; C 22:0- ácido behênico; C 22:6n3- 

ácido docosa-hexaenóico; C 24:0- ácido lignocérico; C 24:1- ácido nervônico. AGS: Ácido graxo 

saturado; AGMI: Ácido graxo monoinsaturado; AGPI: Ácido graxo poli-insaturado. NI: não 

identificado 

 

Os ácidos graxos identificados e quantificados, palmítico (C16:0), esteárico 

(C18:0), oleico (C18:1n9c) e linoleico (C18:2n6c) são reconhecidos como os principais 

ácidos graxos no biodiesel (KNOTHE, 2005). A presença de ácidos 

graxos monoinsaturados na mistura de biodiesel melhora a estabilidade oxidativa e o 

desempenho a baixas temperaturas. Os ácidos graxos saturados na mistura aumentam o 

índice cetano e a estabilidade do biodiesel (RAMOS et al., 2009; ASHRAFUL et al., 

2014). 
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A composição de ésteres etílicos obtidos entre os tempos de reação analisados, 

apresentaram a maior porcentagem de ácidos graxos saturados (AGS) em 20h de reação 

com pré-tratamento no ultrassom com 28,05% de AGS, enquanto que sem a utilização do 

ultrassom apresentaram apenas 19,42% de AGS. Quanto aos valores de ácidos graxos 

monoinsaturados (AGMI), em 12h de reação com ultrassom apresentaram 56,63%, mais 

que o dobro da quantidade sem ultrassom (21,15%), os menores valores para os ácidos 

graxos poli-insaturados (AGPI) com 18,95%, também foram quantificados em 12h de 

reação com ultrassom (Tabela 6.1). 

Há na literatura poucas pesquisas de transesterificação etílica microalgal para 

corroborar com os resultados do presente trabalho (BATISTA et al., 2018; JAZIE et al., 

2019; GUMBYTE et al., 2013; LEMÕES et al., 2016; SORGATTO et al., 2019; TOBAR 

e NÚNEZ 2018). Através da transesterificação etílica convencional de Chlorella sp. 

aplicando um método enzimático, Gumbyte et al. (2013), identificaram ácidos graxos 

com as seguintes cadeias carbônicas: C 14:0 0,31%, C16:0 31,09%, C16:1 2,28%, C17:0 

0,47% C 18:0 4,11%, C18:1 43,01% C18:2 10,95% e C18:3 6,03%, C20:0 0,57%, C20:1 

0,51%, C22:0 0,24% e C 24:1 0,02%,  o conteúdo de AGS de 36,91% foi mais elevado 

do que o obtido no presente trabalho (28,05%), assim como o teor de AGI com 63,09%.  

O trabalho de Batista et al. (2018) através da transesterificação etílica 

convencional de Chlorella protothecoides, em catálise alcalina, obteve a composição das 

cadeias carbônicas com C16:0 4,79%, C16:1 0,23%, C 18:0 1,72%, C18:1 62,17%, C18:2 

22,33% e C18:3 6,66%, C20:0 0,55%, C20:1 1,55% e valores inferiores na quantificação 

dos AGS 7,06%, quando comparados ao do presente trabalho e valores muito elevados 

de AGI 92,94%. Quando determinadas as propriedades do biodiesel os autores 

supracitados concluíram que o biodiesel etílico de microalgas apresentou propriedades 

semelhantes a outros biodieseis derivados de óleos vegetais, demonstrando a viabilidade 

dessa matéria-prima para a produção deste biocombustível. 

No presente trabalho, houve o aumento das cadeias monoinsaturadas com a 

utilização do ultrassom e o aumento das cadeias poli-insaturadas sem o ultrassom, ambos 

em 12h de reação. Nota-se na literatura que a utilização de diferentes catalizadores, 

temperaturas e métodos, influenciam diretamente a reação e consequentemente a 

composição das cadeias carbônicas.  Dessa forma, a quantidade de ácidos graxos 

saturados e insaturados varia dependendo das condições operacionais utilizadas em cada 

experimento, o que afeta suas propriedades físicas e químicas (HOEKMAN et al., 2012).  
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Para avaliar a qualidade dos ésteres etílicos produzidos a partir da 

transesterificação etílica in situ da biomassa de C. sorokiniana, comparou-se as 

propriedades empíricas obtidas com os padrões de qualidade brasileiro (ANP 45/2014), 

americano (ASTDM D6751) e europeu (EN 14214) (Tabela 6.2).  

Os valores do índice de iodo apresentaram-se dentro dos padrões de qualidade 

para ésteres etílicos produzido em 4h de reação sem ultrassom, em 12h com ultrassom e 

20h com e sem ultrassom. Quanto ao número de cetano estiveram dentro dos padrões os 

ésteres etílicos obtidos em 4h de reação sem ultrassom e em 12 e 20h com ultrassom. Para 

os valores de densidade, os ésteres etílicos de todos os tratamentos estiveram dentro dos 

padrões. Já para os valores de viscosidade, nenhum dos tratamentos esteve dentro dos 

padrões de qualidade exigidos. Para as demais propriedades avaliadas, não há padrões 

determinados (Tabela 6.2). 

A densidade e a porcentagem de cada ácido graxo, juntamente com número de 

duplas ligações afetam os índices de iodo e saponificação, que simultaneamente, 

impactam no número de cetano, ou seja, na capacidade do combustível em queimar 

rapidamente após ser injetado; quanto maior o número de cetano mais curto será o tempo 

de ignição, refletindo na qualidade da ignição do combustível (LOBO et al., 2009; 

WANG et al., 2012). É preferível que haja predominância de AGS, que possuem alto 

número de cetano e são menos propensos à oxidação que os compostos insaturados 

(CANAKCI, 2007).   

O maior valor de AGS de cadeias carbônicas C16:0 e C18:0 e AGMI, 

predominantemente C18:1, estiveram relacionados com o maior valor para o número de 

cetano, pois quanto mais longa a cadeia de ácidos graxos e mais cadeias saturadas, maior 

o número de cetano. De acordo com Knothe et al. (2003), altos números de cetano foram 

observado para AGS, como palmítico (C16:0) e ácidos esteáricos (C18:0). Ramos et al., 

(2009) estudaram a influência da composição de ácidos graxos na qualidade do biodiesel 

e a alta quantidade de AGMI: C18: 1, C20: 1 e C22: 1 deram um alto índice de cetano 

aos biodieseis, portanto, as melhores propriedades para o biodiesel estão relacionadas 

com o alto teor oleico C18:1, porque esses têm o maior conteúdo monoinsaturado.  

Altos valores de AGPI, promoveram valores do índice de iodo acima dos 

recomendados pelos padrões de qualidade do biodiesel, em 12h de reação sem ultrassom. 

Assim, a limitação de ácidos graxos insaturados é necessária devido ao fato de que o 
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Tabela 6.  2 Propriedades dos ésteres etílicos obtidos a partir da transesterificação etílica in situ da biomassa seca da microalga Chlorella 

sorokiniana. 

Propriedades 

dos ésteres 

etílicos 

 Tempo de reação (horas)  

Padrões de qualidade do biodiesel 
 0  4  12  20  

 Com 

ultrassom 
 Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 
 Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 
 Com 

ultrassom 

Sem 

ultrassom 

 Brasil 

ANP 

45/2014 

EUA 

ASTDM 

D6751 

EU 

EM 14214 

GI  138,45±0,61  113,30±0,01 114,68±0,04  94,52±0,23 132,25±0,02  113,30±0,59 114,42±0,28  - - - 

IS  199,49±0,26  198,38±0,04 200,50±0,04  201,89±0,28 189,26±0,08  203,10±0,04 202,78±0,29  - - - 

II  160,40±0,32  126,65±0,10 117,63±0,02  88,28±0,28 175,70±0,02  107,83±0,14 117,51±0,43  - - 120 máx. 

NC  37,58±0,11  45,32±0,01 47,06±0,01  53,47±0,10 35,61±0,01  48,90±0,06 46,78±0,13  - 47 mín. 51 mín. 

FSCL  10,80±0,02  5,50±0,01 8,27±0,03  7,81±0,02 6,31±0,01  6,74±0,04 5,45±0,11  - - - 

PEFF*  17,44±0,06  0,80±0,04 9,51±0,09  8,05±0,06 3,34±0,02  4,70±0,13 0,63±0,34  Por região Por região Por região 

PN  1,49±0,03  2,27±0,01 1,78±0,01  2,42±0,01 0,76±0,01  5,67±0,01 1,21±0,03  - - - 

PC  39,39±0,05  38,38±0 39,30±0,01  39,48±0,06 37,46±0,01  39,44±0,01 39,48±0,05  - - - 

V  1,25±0  1,23±0 1,31±0  1,37±0,01 1,14±0  1,31±0 1,30±0  3,00-6,00 1,90-6,00 3,50-5,00 

D  0,88±0,01  0,85±0 0,87±0  0,87±0 0,84±0  0,87±0 0,87±0  0,85-0,90 - 0,86-0,90 

 

GI- Grau de insaturação; IS- Índice de saponificação (mg g-1); II- Índice de iodo (g I2/100g); NC- Número de cetano; FSCL- Fator saturado de 

cadeia longa; PEFF- Ponto de entupimento do filtro à frio (° C), PN: Ponto de nuvem (° C); PC: poder calorífico, (MJ kg-1), V- Viscosidade (mm2 

s-1); D- Densidade (g cm-3). PEFF*variável sazonal.
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aquecimento de ácidos graxos insaturados mais elevados resulta na polimerização de 

glicerídeos, a correlação entre o índice de iodo e o grau de insaturação é dada por Ramos 

et al. (2009), como o índice de iodo é uma medida da insaturação total de um ácido graxo, 

um aumento linear com o grau de insaturação foi observado, portanto, quanto mais 

insaturação maior o índice de iodo. 

Um dos maiores valores para o ponto de entupimento do filtro à frio (PEFF) esteve 

relacionado com a alta quantidade dos ácidos graxos palmítico (C16:0) e esteárico 

(C18:0). Ácidos graxos insaturados atuam essencialmente como solventes, nos quais os 

ácidos graxos saturados são dissolvidos e a partir dos quais precipitam por efeito da 

temperatura (LOPES et al., 2008). Desta forma, Ramos et al. (2009) relataram que é 

possível prever uma relação direta dos valores do PEFF do biodiesel com o conteúdo de 

ácidos graxos saturados, dando mais peso àqueles com cadeia de carbono mais longa.  

Os valores de viscosidade não atenderam os padrões de qualidade, com valores 

bem inferiores. Os fatores que influenciam a viscosidade são o comprimento da cadeia, 

posição, número e natureza das ligações duplas, bem como a natureza das porções 

oxigenadas, assim, possivelmente a presença das insaturações, que alteram a geometria 

das cadeias e ácidos graxos, tornando as forças intermoleculares menos efetivas, 

reduziram a viscosidade (KNOTHE; STEIDLEY 2005). O controle da viscosidade visa 

garantir um funcionamento adequado dos sistemas de injeção e bombas de combustível. 

Sua determinação é relevante também para monitorar indiretamente a contaminação do 

biodiesel, pois os sabões residuais, bem como os glicerídeos não reagidos (mono-, di- e 

triglicerídeos) e os produtos da degradação oxidativa do biodiesel, aumentam a 

viscosidade do biodiesel (LOBO et al., 2009).   

As equações empíricas para avaliar as propriedades dos ésteres etílicos podem ser 

utilizadas quando se é difícil obter uma amostra suficientemente grande, a partir de uma 

matriz emergente para análises detalhadas, como é o caso do biodiesel de microalgas, 

portanto, utilizar a estimativa empírica permitiu uma compreensiva avaliação da 

qualidade do biodiesel (TALEBI et al., 2014, SHEKH et al., 2015, RAMOS et al., 2009). 

Assim o próximo passo é produzi-lo em maior escala para realizar as análises seguindo 

as normas das regulamentações, pois essas análises manuais requerem uma grande 

quantidade de amostra e levam muito tempo para serem realizadas, além dos gastos com 

os materiais e reagente necessários para tais análises.  

Desta forma, os ésteres etílicos produzidos a partir da transesterificação etílica in 

situ da biomassa de Chlorella sorokiniana, que apresentou a melhor relação entre ácidos 
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graxos saturados em maior quantidade e poli-insaturados em menor quantidade, como é 

preferível, em 12h de reação com o uso do ultrassom, com 24,34% de AGS, 56,63% de 

AGMI e 18,95% de AGPI. Quanto as propriedades avaliadas empiricamente, com 

exceção da viscosidade, estas apresentaram-se consistentes com a regulamentação 

brasileira (ANP 45/2014), americana (ASTDM D6751) e europeia (EN 14214). 

Assim, os ésteres etílicos produzidos atenderam a maioria dos padrões de controle 

de   qualidade. Torna-se necessário apenas mais estudos que avaliem a formação e a 

quantidade das cadeias carbônicas insaturadas, afim de produzir um biodiesel que atenda 

os padrões de viscosidade exigidos pelas regulamentações brasileira (ANP 45/2014), 

americana (ASTDM D6751) e europeia (EN 14214). 
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CAPÍTULO 8 

CONCLUSÃO GERAL 

A partir da revisão dos biocombustíveis produzidos de biomassa microalgal, 

observou-se que as microalgas são potencialmente uma forma sustentável de produzir 

biocombustíveis, necessitando apenas da adequação metodológica das tecnologias de 

produção para cada espécie, a fim de potencializar a geração do biocombustível que 

deseja obter.  

Para realizar o cultivo microalgal em vinhaça foi necessária a clarificação da 

mesma, para redução de cor e turbidez. Como produto alternativo a semente de Moringa 

oleifera + filtro de vidro foi eficiente na clarificação da vinhaça com maior percentual de 

redução de cor e turbidez obtido utilizando 30 g.L-1 de semente, com 68, 92% e 78,78% 

de redução, respectivamente. Dessa forma, não há razão para se desperdiçar a vinhaça, 

seja descartando ou armazenando-a, já que devidamente tratada, a sua utilização como 

fonte de nutrientes para o cultivo microalgal poderá ser uma alternativa. 

Posteriormente utilizou-se a vinhaça com os melhores resultados de clarificação 

como meio para o cultivo microalgal. Os valores ótimos de densidade foram verificados 

para microalgas cultivadas em vinhaça diluída e suplementada com fertilizante NPK. 

Apesar da vinhaça clarificada ter sido eficiente em estudos na literatura, no presente 

trabalho se mostrou um fator de inibição para o crescimento de C. sorokiniana, esses 

resultados sugerem novos estudos para a compreensão dos processos químicos pós 

clarificação necessários para o crescimento ótimo da microalga. 

Dada a relevância da análise de métodos de quantificação e avaliação da cinética 

de crescimento, foi possível quantificar as microalgas através de uma técnica e 

transformar tais valores através das equações geradas pela regressão linear às variáveis 

de densidade celular, densidade óptica e biomassa seca obtida pelo cultivo de microalgas 

em diferentes concentrações. 

Quanto as aplicações da biomassa microalgal, os ésteres etílicos produzidos 

através da transesterificação etílica in situ da biomassa de Chlorella sorokiniana 

atenderam a maioria dos padrões de controle de   qualidade. Torna-se necessário apenas 

mais estudos que avaliem a formação e a quantidade das cadeias carbônicas insaturadas, 

afim de produzir um biodiesel que atenda os padrões de viscosidade exigidos pelas 

regulamentações brasileira (ANP 45/2014), americana (ASTDM D6751) e europeia (EN 

14214). 
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A produção de biofilmes pelo método de casting com a microalga C. sorokiniana, 

gelatina e glicerol, demonstrou excelentes características para embalagens de alimentos 

nas concentrações contendo 0,5g de microalga, 2,5g de gelatina e 1,5 g de glicerol em 

100 mL-1 (F3) e 1,5g de microalga, 2,5g de gelatina e 1,5g de glicerol em 100 mL-1 (F4), 

além do controle 1,0g de microalga, 2,0g de gelatina e 2,0g de glicerol em 100 mL-1 de 

água (F9).  Os filmes demonstraram ser uma barreira, em todas as concentrações de 

biomassa microalgal avaliadas para o desenvolvimento dos microrganismos 

Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, Staphylococcus epidermidis, Salmonella 

typhimurium.  

Assim, a clarificação da vinhaça aumentou as perspectivas de tratamento para este 

resíduo, sendo possível o aumento do seu ciclo de vida, com a possibilidade de utilização 

da mesma para o cultivo de microalgas. No entanto, os resultados do cultivo de C. 

sorokiniana em vinhaça, sugerem novos estudos para a compreensão dos processos 

químicos pós clarificação necessários para o crescimento ótimo da microalga, criando um 

impulso para aprimorar essa tecnologia para geração de energia e bioprodutos. Como 

também mais pesquisas que avaliem a formação e a quantidade das cadeias carbônicas 

insaturadas dos ésteres etílicos, a fim de atender os padrões para viscosidade exigidos 

pelas regulamentações brasileira (ANP 45/2014), americana (ASTDM D6751) e europeia 

(EN 14214).  


