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RESUMO 

 

A aquicultura depende dos ecossistemas nos quais está inserida e é impossível cultivar 

organismos aquáticos sem provocar alterações ambientais, porém é possível reduzir 

significativamente os impactos sobre o meio ambiente. A biorremediação de efluentes 

utilizando microalgas de alto valor comercial já vem sendo utilizada em escalas menores e está 

sendo introduzida, gradualmente, em sistemas de cultivos mais complexos. O presente trabalho 

teve como objetivo realizar uma prospecção para o isolamento de microalgas e utilizá-las na 

fitorremediação de efluentes aquícolas, bem como na produção de biomassa e extração lipídica. 

Foram realizados dois tratamentos, com cinco repetições cada, utilizando como meio de cultura 

efluentes da carcinicultura e piscicultura. O cultivo estacionário foi realizado em um recipiente 

com volume de 5 L e foi acompanhado, diariamente, por espectrofotometria a 680 nm, sendo a 

determinação das concentrações de amônia, nitritos, nitratos e fosfatos realizada no início, meio 

e fim dos cultivos. A separação das células do meio de cultivo foi realizada por floculação 

química, usando NaOH 2N e, depois de lavada, a biomassa foi seca em estufa com renovação 

de ar a 60 °C por 24 h. Foram analisados o teor lipídico e o perfil dos ácidos graxos por 

cromatografia. A Chlorella vulgaris demonstrou alta eficiência na produção de biomassa e 

remoção de nutrientes nos dois tratamentos. O rendimento (12,00 ± 0,719 g 100g de alga seca-

1) e produtividade lipídica (0,201 ± 0,003 g L-1 dia-1), foram mais elevados ao utilizar o efluente 

piscícola. A C. vulgaris pode ser utilizada da fitorremediação de efluentes aquícolas e na 

produção de biomassa e lipídios. Em contrapartida o efluente da carcinicultura é o mais 

indicado para recuperação de biomassa da C. vulgaris visando a produção de biodiesel, pois 

apresenta maior teor de ácido palmítico.   

 

Palavras-chave: Água. Aquicultura. Biomassa. Nutrientes.  
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ABSTRACT 

 

Aquaculture depends on the ecosystems in which it is inserted and it is impossible to grow 

aquatic organisms without causing environmental changes, but it is possible to significantly 

reduce impacts on the environment. The bioremediation of effluents using microalgae of high 

commercial value has already been used in smaller scales and is being introduced, gradually, in 

systems of more complex crops. The present study had as objective to carry out a prospection 

for the isolation of microalgae and to use them in the phytoremediation of aquaculture effluents, 

as well as in the production of biomass and lipid extraction. Two treatments were carried out, 

with five replicates each, using as culture medium shrimp and pisciculture effluents. Stationary 

culture was performed in a 5 L volume and was monitored daily by spectrophotometry at 680 

nm. Ammonia, nitrite, nitrate and phosphate concentrations were determined at the beginning, 

middle and end of the cultures. Separation of the cells from the culture medium was performed 

by chemical flocculation using NaOH2N, after washing, the biomass was oven dried with air 

renovation at 60 °C for 24 h. The lipid content and the fatty acid profile were analyzed by 

chromatography. Chlorella vulgaris demonstrated high efficiency in biomass production and 

nutrient removal in both treatments. The yield (12.00 ± 0.719 g 100 g DW-1) and lipid yield 

(0.201 ± 0.003 g L-1 day-1) were higher when using the fish effluent. C. vulgaris can be used 

for the phytoremediation of aquatic effluents and for the production of biomass and lipids. In 

contrast, the effluent from shrimp farming is the most suitable for recovery of C. vulgaris 

biomass for the production of biodiesel, since it has a higher content of palmitic acid 

 

Keywords: Water. Aquaculture. Biomass. Nutrients.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

A produção aquícola mundial de crustáceos, moluscos e peixes precisa aumentar 

para satisfazer a demanda crescente (GJEDREM; ROBINSON; RYE, 2012) e também para 

compensar a redução de captura da pesca, pois algumas espécies já se encontram sobre 

exploradas (GOU; ZOU, 2015). Para aumentar esta produção é necessário estimular o 

crescimento sustentável da aquicultura em grandes corpos hídricos, aumentando a área de 

produção em reservatórios onde já existem polos aquícolas e reaproveitando a água de cultivos 

em tanques e viveiros (KUBTIZA, 2011). 

Com uma vasta hidrografia o Estado do Ceará tornou-se um grande produtor de 

tilápia do Nilo (Oreochromis niloticus) e do camarão marinho Penaues vannamei adaptados 

para cultivos em águas oligohalinas. São culturas de grande impacto na economia do Estado, 

gerando emprego e renda nas regiões onde são realizadas. Porém, a geração de efluentes destes 

setores pode causar grandes impactos ambientais, desde o descarte de água contaminada até o 

aparecimento de doenças (TSUKUDA et al., 2015). 

A aquicultura depende dos ecossistemas nos quais está inserida e é impossível 

cultivar organismos aquáticos sem provocar alterações ambientais, porém é possível reduzir 

significativamente os impactos sobre o meio ambiente (CHEN et al., 2015). Esta abordagem 

deve fazer parte do processo produtivo, uma vez que não podem ser desenvolvidas tecnologias 

visando aumentar apenas a produtividade dos cultivos sem avaliar os impactos ambientais 

decorrentes da atividade (DAVID et al., 2015). 

A geração e descarga de elevadas quantidades de efluentes com alto potencial 

poluidor, compostos por restos de ração não consumida e excretas metabólicas, aumentaram 

com o desenvolvimento da aquicultura mundial que, devido à demanda crescente, teve um 

rápido desenvolvimento nas últimas décadas, ocasionado um significativo aumento dos 

impactos negativos no ambiente (BUHMANN; PAPENBROCK, 2013). Em acordo com estas 

afirmações, Herbeck et al., (2014) observaram que o processo de produção de organismos 

aquáticos gera quantidades significativas de efluentes contaminados e que, as descargas da 

aquicultura para os corpos hídricos levam muita matéria orgânica, resultando no aumento da 

concentração de nutrientes orgânicos e inorgânicos, como a amônia, fósforo e carbono.  

A eutrofização das águas costeiras e continentais causada por atividades antrópicas 

tornou-se um problema comum em muitos países. Este processo contribui para um aumento na 

produtividade primária e frequentemente gera alterações indesejáveis na estrutura e na função 
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dos ecossistemas aquáticos. Nas últimas décadas, a eutrofização causada pela aquicultura 

intensiva tornou-se uma preocupação constante para os produtores e agências de controle 

ambiental, devido à grande quantidade de resíduos produzidos por essa atividade (MARINHO-

SORIANO et al. 2011), por isso é necessário o desenvolvimento de novas técnicas de cultivo 

mais sustentáveis na aquicultura para diminuir os impactos negativos da atividade. Uma das 

alternativas é a fitorremediação que utiliza vegetais aquáticos para assimilar os nutrientes 

produzidos pelo cultivo de animais aquáticos (SILVA, 2013).  

Em viveiros de aquicultura, uma grande fração dos nutrientes provenientes da ração 

encontra-se no sedimento e nos efluentes ao final do cultivo, enquanto apenas uma pequena 

parte vai fazer parte da composição corporal dos organismos cultivados (FARMAKI et al., 

2014). Na realidade, a maior fração dos nutrientes deveria fazer parte do pescado, aumentando 

a produtividade e diminuindo a quantidade destes componentes nos corpos receptores, 

corroborando para o respeito social, econômico e sustentabilidade ambiental (BOSMA; 

VERDEGEM, 2011). 

A biorremediação de efluentes utilizando microalgas de alto valor comercial já vem 

sendo utilizada em escalas menores e está sendo introduzida, gradualmente, em sistemas de 

cultivos mais complexos (ARITA; PEEBLES; BRADLEY, 2015). Nedbal et al., (2008), 

afirmam que cultivos de organismos aquáticos com altas taxas de alimentação geram elevadas 

cargas de nutrientes suficientes para manter o crescimento algal que, por sua vez, remove os 

nutrientes e captura o CO2. 

As microalgas são bastante utilizadas na aquicultura como alimento para pós-larvas 

de moluscos, peixes e crustáceos em decorrência da facilidade de cultivo, ao pequeno tamanho, 

acentuada velocidade de crescimento e alto teor de ácidos graxos polinsaturados (SUH et al., 

2015). 

Algumas espécies de microalgas são fontes promissoras para produção de biodiesel em 

larga escala (MOHAN et al., 2015), com produtividade maior que outras oleaginosas vegetais 

(GAO et al., 2010), sendo uma solução viável do ponto de vista econômico e ambiental como 

uma excelente alternativa aos combustíveis fósseis (SYDNEY et al., 2011; ZENG et al., 2011). 

Além disso, sua produção não compete com o plantio de alimentos, pois as microalgas podem 

ser cultivadas em regiões não agricultáveis (SUBHADRA; EDWARDS, 2010). 
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O presente trabalho teve como objetivo realizar uma prospecção para o isolamento de 

microalgas e utilizá-las na fitorremediação de efluentes aquícolas, bem como na produção de 

biomassa e extração lipídica. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 Aquicultura e Efluentes  

 

Dados sobre a produção de organismos aquáticos da Food and Agriculture 

Organization (FAO, 2010) demonstram que em 2020 mais de 50% da produção de pescado 

deverá ser proveniente da aquicultura devido ao grande crescimento da população humana, ao 

crescente aumento da demanda por organismos aquáticos e ao declínio ou estagnação do setor 

pesqueiro. Com isso, em muitos países, a aquicultura intensiva vem sendo uma opção para 

suprir a elevada e crescente demanda por organismos aquáticos (ERTOR; ORTEGA-CERDA, 

2015). Atualmente a aquicultura representa 44% da produção mundial de pescado (FAO, 2016). 

A piscicultura e a carcinicultura despontam como atividades bastante rentáveis na 

aquicultura mundial. O Brasil produziu mais de 239 mil toneladas de tilápia em 2016 (BRASIL, 

2016), sendo os produtores familiares responsáveis por grande parte desse resultado (BRASIL, 

2013). No Nordeste brasileiro, a tilápia do Nilo e o camarão Litopenaeus vannamei são as 

principais espécies produzidas (KUBITZA, 2011; TEIXEIRA-LOPES et al., 2011).  

Apesar dos benefícios advindos da aquicultura, como a elevada produção de carne 

rica em proteínas (GONÇALVES, 2011), esta atividade precisa ser conduzida com bastante 

responsabilidade, reduzindo os conflitos sociais causados pelo uso de recursos comuns e 

minimizando os danos ao meio ambiente (ALEXANDER et al., 2015). Os impactos ambientais 

negativos são empecilhos para a expansão desta atividade como a criação de novos parques 

aquícolas em âmbito mundial, gerando declínios na produção e perspectivas de retração do setor 

nos próximos anos, caso continuem as agressões aos ecossistemas (McDONOUGH et al., 

2014). 

A aquicultura depende diretamente da boa qualidade da água para sua expansão, 

por isso a contaminação dos corpos hídricos pelas próprias fazendas de cultivo pode provocar 

o “suicídio” da atividade (KARIMANZIRA et al., 2014). Dessa forma, para evitar problemas 

na produção de peixes e crustáceos, a aquicultura sustentável surge como uma ferramenta 

imprescindível para manter a atividade em crescimento. 

A aquicultura sustentável, ambiental e socialmente justa gera emprego e renda para as 

baixas classes sociais, interligando os produtores familiares à realidade do mercado econômico 

(MUNGKUNG et al., 2013). Pant et al. (2014) associam a aquicultura e a sustentabilidade em 
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um modelo desejável de produção de organismos aquáticos sem impactar o meio ambiente, com 

lucro e benefícios sociais. 

Diariamente na produção, os aquicultores se deparam com diversos obstáculos para 

manter a qualidade de água, a sanidade e uma boa gestão em seus empreendimentos. Isto ocorre 

devido aos, principalmente, seguintes fatores: a) desconhecimento dos conceitos básicos que 

impactam o bem-estar e a saúde dos peixes; b) as condições precárias das instalações e 

equipamentos; c) o desconhecimento das soluções tecnológicas disponíveis para a melhoria dos 

cultivos; d) a mão de obra pouco capacitada em boas práticas de manejo; e) a ausência de 

planejamento e de cultura de controle e gestão da produção e custo. Esses cinco aspectos 

influenciam diretamente no sucesso e na sustentabilidade dos empreendimentos aquícolas 

(KUBTIZA, 2011). 

Os efluentes aquícolas possuem elevadas concentrações de compostos 

nitrogenados, como a amônia, bastante tóxica para grande parte dos seres vivos, sendo 

acumulada nas águas que recebem os efluentes da aquicultura intensiva (RAY; TERLIZZI; 

KANGAS, 2015; CASTELLANI; CAMARGO; ABOMORAD, 2009). Grande parte dos 

projetos de aquicultura, não possui uma disposição adequada de seus efluentes, sendo apenas 

realizado um monitoramento dos mesmos, antes de lançá-los nos corpos hídricos receptores 

(JERONIMO; BALBINO, 2012).  

Os efluentes podem gerar o processo de eutrofização, que pode ser trazer pontos 

positivos ou negativos ao ambiente e/ou em empreendimentos aquícolas. Em ambientes pobres 

em nutrientes a eutrofização pode elevar a produtividade primária e suprir a base trófica de um 

determinado habitat, já em empreendimentos aquícolas a eutrofização é essencial, como em 

cultivos de algas para a elevada produção máxima de biomassa (SILVA, 2013). 

O descarte e acúmulo de grandes quantidades de nutrientes nitrogenados e 

fosfatados oriundos da matéria orgânica presente nas sobras de ração e excretas dos organismos 

no ambiente aquático (Figura 1), frequentemente, promove o aumento da produtividade 

primária, podendo causar eutrofização, hipoxia ou até anoxia em águas de pouca 

movimentação, resultando na eventual morte dos organismos aquáticos. Desta forma, é 

necessário que haja uma maior atenção na solução destes problemas (WILKIE et al., 2015; 

MEDEIROS et al., 2013).  
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Figura 1. Descarte do efluente durante a despesca do camarão Litopenaeus vannamei. 

 

Fonte: Associação Brasileira de Criadores de Camarão - ABCC 

 

As práticas utilizadas atualmente para tratamento de águas de esgotos domésticos 

não são aplicáveis aos efluentes da aquicultura intensiva, pois são de custo muito elevado, 

onerando a receita final dos produtores, inviabilizando tal procedimento. 

Visando reduzir problemas com o lançamento de efluentes aquícolas no ambiente, 

o tratamento destes com microalgas é uma opção bastante eficiente e viável, já que estes 

microrganismos utilizam como nutrientes substâncias inorgânicas, compostos nitrogenados e 

fosfatados (LANANAN et al., 2014), que são prejudiciais aos cultivos de animais aquáticos e 

potencialmente danosos ao meio ambiente. Por outro lado, a biomassa algal produzida pode 

ainda ser utilizada em diversas aplicações (SHIN et al., 2015). 

 

2.2 Microalgas 

 

São organismos unicelulares, filamentosos ou coloniais que podem apresentar 

estrutura celular procariótica ou eucariótica (BASHAN; BASHAN, 2010). Compõem o grupo 

das procarióticas as Cyanophyta (algas azuis) e Prochlorophyta. Já as eucarióticas pertencem 

principalmente às classes Bacilariophyceae (diatomáceas), Dinophyceae (dinoflagelados), 

Prymnesiophyceae (cocolitoforídeos), Cryptophyceae (criptomônadas), Prasinophyceae e 

Chlorophyceae (algas verdes) (BICUDO; MENEZES, 2006). Estes organismos são de extrema 

importância para a produtividade primária dos oceanos e corpos hídricos continentais, bem 

como na fixação do CO2 (CHISTI, 2007) e produção de oxigênio (BERBEROGLU; GOMEZ; 

PILON, 2009).  
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Há evidências da existência de microalgas desde o período pré-cambriano, 

aproximadamente há 3,5 bilhões de anos. Estes microrganismos, principalmente as espécies 

marinhas, são responsáveis pela produção e manutenção do O2 atmosférico (TAHMASEBI et 

al., 2013). As algas formam a base da cadeia alimentar, sendo responsáveis por manter o 

equilíbrio ecológico, além da importância econômica e social por suportar a fauna, que é fonte 

de alimento para humanos (GAFFNEY; O’ROURKE; MURPHY, 2014) e demais organismos 

(EL-SAYED et al., 2014). 

As algas, objetos de estudo da ficologia, estão na base da cadeia alimentar, devido 

à sua capacidade de produzir compostos orgânicos essenciais a partir de água, nutrientes e luz 

solar (SILVA et al., 2015). A composição algal varia de acordo com as condições ambientais, 

existindo espécies ricas em proteínas, polissacarídeos, pigmentos e ácidos graxos (GEORGE et 

al., 2014). 

Microalgas contêm cerca de 50% de carbono em sua biomassa que é obtido na 

maioria dos casos a partir de dióxido de carbono atmosférico e, portanto, estão atraindo o 

interesse para o sequestro de carbono em processos industriais (BILLER; ROSS, 2014; 

RAEESOSSADATI et al., 2014). Compostos nitrogenados e fosfatados são nutrientes 

essenciais para as microalgas formarem suas proteínas e membranas celulares, com isto, esses 

organismos removem elevadas quantidades destes compostos dos corpos hídricos, mitigando 

seus impactos negativos (CHANG; DUAN; XU, 2015).  

O cultivo de algas em grande escala teve início em 1960 no Japão com a cultura de 

Chlorella, enquanto a coleta de Spirulina começou no México a partir de 1970. A 

comercialização de algas também ocorreu na Austrália, com o crescimento dos cultivos de 

Dunaliella salina para produção de b-caroteno. Consequentemente, cultivos também surgiram 

nos Estados Unidos da América (EUA) e Israel, sendo a produção de algas azul-verdes também 

realizada na Índia (BOROWITZKA, 2006).  

Ultimamente, as microalgas têm despertado a atenção de pesquisadores em todo o 

mundo devido suas características especiais e possível utilização em escalas comercial e 

industrial (MILLEDGE, 2011). A produção de microalgas em diversos setores gera benefícios 

sociais, ambientais e econômicos. Plantas de cultivo construídas nos EUA e na Índia produzem 

Haematococcus pluvialis para a extração de astaxantina, utilizada como corante alimentar e 

também como um poderoso anti-oxidante na indústria de fármacos e cosméticos (NAGARAJ 

et al., 2012). 
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As microalgas são bastante utilizadas na aquicultura como alimento para pós-larvas 

de moluscos, peixes e crustáceos em decorrência da facilidade de cultivo, ao pequeno tamanho, 

acentuada velocidade de crescimento e alto teor de ácidos graxos polinsaturados (DERNER et 

al., 2006). A adição de microalgas, vivas ou congeladas, na alimentação destes indivíduos 

possibilita um maior crescimento e melhor qualidade nutricional agregando valor e aumentando 

a viabilidade dos empreendimentos (RYCKEBOSCH, et al., 2014; JU; DENG; DOMINY, 

2012).  

A alimentação humana também pode ser suplementada pelas microalgas e diversos 

produtos comerciais já estão disponíveis, principalmente dos gêneros Spirulina e Chlorella 

(Figura 2), ricas em proteínas e ácidos graxos essenciais. Tambem são utilizadas na indústria 

farmacéutica (WANG et al., 2010), no tratamento de efluentes (RAEESOSSADATIA et al., 

2014) e ainda na produção de biocombustíveis (SHIN et al., 2015). As algas também acumulam 

grandes quantidades de óleo, principalmente triglicerídios, que podem ser extraídos e 

convertidos por processos químicos em biodiesel (URI; TATYANA; MEIRA, 2010). 

 

Figura 2: Microalgas dos gêneros: A) Spirulina e B) Chlorella 

 

Fonte: AlgaeBASE 

 

A produção de microalgas em larga escala apresenta algumas dificuldades como, 

por exemplo, o uso de nutrientes inorgânicos, necessidade de um grande volume de água e a 

dificuldade de separação das células de menores tamanhos (0,5-30 m) do meio de cultivo 

líquido (MARKOU; GEORGAKAKIS, 2011). Uma possível solução para superar o alto custo 

de produção das microalgas é a substituição da água potável por água do mar ou por águas 

residuárias de origem rural, urbana, industrial ou da aquicultura, que são ricas em nutrientes 
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(CHO et al., 2011), bem como utilizar gases de combustão de indústrias e termoelétricas como 

fonte de CO2 para acelerar a fotossíntese (MORAIS; COSTA, 2007). 

 

 

2.3 Fitorremediação 

 

A utilização das microalgas no tratamento de efluentes remove os compostos 

nitrogenados e fosfatados que podem causar eutrofização nos corpos hídricos receptores 

(RUIZ-MARTINEZ et al., 2012). Além disso, são capazes também de remover metais pesados, 

incorporando-os na parede celular (RICHARDS; MULLINS, 2013) e alguns compostos 

orgânicos tóxicos como fenóis e clorofenóis (CHIAIESE et al., 2011). 

Estudos como os de Li et al. (2011), Kobayashi et al., (2013) e Li et al. (2013a) 

relatam uma desaceleração da taxa de crescimento diário em cultivos de Chlorella sp., à medida 

que ocorre o consumo dos nutrientes, principalmente nitratos e fosfatos, que são essenciais para 

o crescimento das algas.  

O acompanhamento do consumo de nutrientes em cultivos de microalgas pode ser 

realizado pela determinação da concentração destes no meio de cultivo (GUERRERO-

CABRERA et al., 2014). Silva (2013) relatou que a microalga Chlorella vulgaris foi capaz de 

remover 94,44% dos nitritos em um efluente da carcinicultura, enquanto Samori et al. (2013) 

mostraram que a microalga Desmodesmus communis reduziu quase 100% deste nutriente de 

um efluente de estação de tratamento urbano, em apenas três dias de cultivo. A remoção de 

nutrientes também varia de acordo com a espécie utilizada, porque cada uma possui 

características biológicas específicas (CAI; PARK; LI, 2013). 

Bertoldi et al. (2007) avaliaram o consumo de nitrato em diferentes diluições de 

uma solução hidropônica residual, utilizando a microalga C. vulgaris. Os autores constataram 

que no cultivo realizado com 25% da quantidade de nitrato da solução original as microalgas 

removeram 87% desse composto do meio de cultivo, enquanto nos cultivos realizados com a 

solução original e com 50% da concentração de nitrato, as microalgas consumiram, 

respectivamente, 80,5 e 80,4% do nitrato presente no meio.  

A microalga Chlorella vulgaris diminuiu acentuadamente a concentração de nitrato 

de um efluente de uma estação de tratamento de água em apenas nove dias, passando de 7,6 ± 

0,24 para 3,4 ± 0,17 mg L-1, demonstrando seu alto potencial para remoção de compostos 
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nitrogenados de águas residuárias, semelhante ao observado em efluentes aquícolas (KIM et 

al., 2010). 

Kumar, Miao e Wyatt (2010) utilizaram a microalga C. vulgaris para retirar a 

amônia total de um efluente de suinocultura. Segundo os autores, a concentração de amônia 

total foi reduzida em 54% em seis dias e, após dez dias de cultivo, a remoção foi superior a 

85%, demonstrando que as microalgas, podem ser utilizadas em bacias de decantação para 

remoção de amônia.   

Charity et al., (2009) cultivaram a microalga Scenedesmus sp. em um efluente de 

piscicultura e observaram uma redução de 94,44% na amônia total. Os cultivos foram realizados 

em tanques externos de 150 L expostos as condições ambientais naturais e providos de aeração 

constante, caracterizando a eficiência das microalgas na remoção de compostos nitrogenados.  

Li et al., (2013a) avaliaram a remoção de nutrientes em um efluente de fermentação 

rico em ácido cítrico pela microalga C. vulgaris e constataram uma remoção de 47,6 e 10,4% 

para amônia e fósforo, respectivamente. Os mesmos autores, em outro estudo utilizando 

efluente de uma estação de tratamento municipal, observaram a alta eficiência fitorremediadora 

de C. vulgaris, removendo 98% da amônia e 90% do fósforo (LI et al.,2013b). Em ambos os 

estudos a C. vulgaris removeu amônia e fósforo, mas dependendo do tipo de efluente, a remoção 

pode apresentar valores diferenciados, pois depende da composição do meio e do crescimento 

celular. 

Woertz et al., (2009) utilizaram um efluente urbano com diluição de 10 e 25% em 

um cultivo misto de clorofíceas e diatomáceas. Em quinze dias de experimento, as microalgas 

removeram mais de 96% de amônia e 99% de fosfato em ambas as diluições do efluente.  

Feng; Li e Zhang (2011) observaram uma remoção de 97% na amônia e de 96% no 

fósforo no cultivo de C. vulgaris, utilizando água residual artificial como meio de cultivo. A 

grande eficiência na remoção de compostos nitrogenados e fosfatados torna esta espécie 

bastante promissora para o tratamento de efluentes. Li et al. (2011) mostraram que após 14 dias 

de cultivo da microalga Chlorella sp. em efluente urbano, a mesma foi capaz de remover 93,9 

e 89,1% do nitrogênio amoniacal e fósforo totais, respectivamente.  

O uso de algas nativas, após isolamento e identificação, na fitorremediação de 

efluentes aquícolas é muito importante porque já são algas resistentes e bem adaptadas às 

condições naturais facilitando o cultivo destas espécies, principalmente em larga escala 

(SILVA, 2013). 
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2.4 Recuperação de biomassa algal e potencial lipídico para biodiesel 

 

Algumas espécies de microalgas podem produzir elevadas quantidade de biomassa 

e acumular grandes concentrações de lipídios, que podem ser utilizados em diversas aplicações 

nos setores industrial, alimentício, de saúde e energético (LEE; HAN, 2015). Além destas 

utilidades, as microalgas podem consumir o dióxido de carbono, uns dos gases responsáveis 

pelo efeito estufa. As microalgas necessitam apenas de luz solar e nutrientes para se 

desenvolverem e podem ser cultivadas em áreas não agricultáveis, utilizando água salobra ou 

água do mar (WAHLEN; WILLIS; SEEFELDT, 2011). 

A produção de biomassa e lipídios está diretamente relacionada com a espécie 

cultivada e as condições ambientais que as culturas são submetidas (DRAGONE et al., 2011). 

Dentre os nutrientes mais importantes no incremento de biomassa e produção lipídica, o 

nitrogênio assume um papel importante, pois seu excesso ou deficiência no meio de cultura 

interfere na composição das microalgas (De La HOZ et al., 2011). 

Diversos tipos de efluentes são utilizados para produzir biomassa algal e óleo (EL-

KASSAS; MOHAMED, 2014). Culturas realizadas com efluentes aquícolas apresentam 

produtividades de óleo mais elevadas que outras oleaginosas usadas como fonte para a produção 

de biodiesel (Tabela 1). 

 

Tabela 1 – Comparação de algumas fontes de biodiesel. 

Fonte Rendimento de óleo 

(L ha-1) 

Milho 172 

Soja 446 

Canola 1.190 

Pião Manso 1.892 

Coco 2.689 

Óleo de Palma 5.950 

Microalgaa 58.700 

Microalgab 136.900 

C. vulgaris Carcinicultura+ 

C. vulgaris Piscicultura+ 

16.655 

83.333 
a 30% de óleo do total de peso seco; b70% de óleo do total de peso seco;  
+ Cultivo da C. vulgaris em efluentes aquícolas (SILVA, 2013);  

Fonte: Modificado de Chisti (2007).   

 

Alterações no meio de cultura podem ser consideradas excelentes estratégias para 

o incremento lipídico em C. vulgaris, uma vez que a microalga sob estresse, possivelmente, 
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armazena lipídios como fonte energética para sua sobrevivência. O estresse causado pela 

redução de nutrientes possibilita um acúmulo de energia em forma de lipídios pelas microalgas 

(CHEN et al., 2011).  

Feng et al. (2011) estudaram os efeitos da depleção de nitrato de sódio na microalga 

Chlorella pyrenoidosa em meio Guillard f/2, fornecendo o nutriente em intervalos de 24, 48 e 

72 h, durante nove dias. O maior rendimento lipídico foi obtido no intervalo de 72 h com 27%, 

já o menor teor lipídico foi obtido no intervalo de 24 h que apresentou um rendimento de 20%. 

Dessa forma, quando a microalga foi submetida a uma menor quantidade de nitrato de sódio 

sofreu um estresse nutricional e, possivelmente, acumulou lipídeo como fonte de energia. 

Ruiz-Martinez et al. (2012) destacaram a produtividade algal utilizando efluentes 

domésticos, as densidades celulares dos cultivos foram 1,85x109, 3,82x106 e 7,11x108 cels mL-

1, para clorofíceas, diatomáceas e cianofíceas, respectivamente. Em doze dias de cultivo de C. 

vulgaris em efluentes de estação de tratamento, a produção algal máxima foi de 1,5 g L-1 quando 

foi utilizado um efluente aeróbico e de 1,2 g L-1 com um efluente anaeróbio (CABANELAS et 

al., 2013). He et al. (2013) utilizaram diferentes tipos de efluentes urbanos, com diferentes 

concentrações de amônia e obtiveram de 1,1 a 1,9 g L-1 de biomassa de C. vulgaris. Os mesmo 

autores também encontraram rendimentos de ácidos graxos de 35,6 até 57,5%, demonstrando a 

eficiência de C. vulgaris em acumular lipídios quando cultivada em efluentes.  

A utilização de efluentes com baixas concentrações de amônia induz a microalga 

C. vulgaris a acumular lipídios como fonte de energia, sendo esse procedimento necessário para 

aumentar sua produtividade lipídica (SILVA, 2013). Com a redução de nitrato de sódio no meio 

de cultivo de C. vulgaris, Silva (2011) também encontrou melhores rendimentos lipícos nas 

menores quantidades de nitrato.  

Doan; Sivaloganathan e Philip (2011) realizaram um estudo para avaliar o potencial 

de algumas microalgas marinhas como matéria prima para produção de biodiesel. Os resultados 

revelaram que a microalga Nannochloropsis sp. apresentou tanto a maior concentração de 

biomassa seca (0,4 ± 0,003 g L-1)  como também o maior rendimento lipídico (44,9%), sendo 

bastante favorável como fonte na produção de biodiesel.  

Yeesang e Cheirsilp (2011) avaliaram o conteúdo lipídico de quatro microalgas 

verdes do gênero Botryococcus, que foram cultivadas em um meio rico em nitrogênio, tendo 

como melhor resultado um rendimento lipídico de 25,8%, já no cultivo com deficiência do 

mesmo nutriente o rendimento foi mais elevado e passou para 35,9%. Feng; Li; Zhang (2011) 
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avaliaram o rendimento lipídico em três fases de um cultivo semi-contínuo de C. vulgaris com 

efluente urbano e observaram que houve um aumentou significativo de 20%, na primeira fase, 

para 42% na segunda fase, e, em seguida, desceu ligeiramente para 38% na terceira fase. A 

maior produtividade de lipídios (147 mg L-1 d-1) foi obtida durante a segunda fase em 

comparação com a primeira (44 mg L-1 d-1) e a terceira (79 mg L-1 d-1), demonstrando que a C. 

vulgaris apresenta ótimo rendimento lipídico e um bom potencial para produção de 

biocombustível. 

O rendimento lipídico da microalga C. vulgaris também foi investigado por Yeh e 

Chang (2012) em diferentes meios oriundos de estação de tratamento municipal de água, 

utilizando condições fototróficas (NaHCO3 ou CO2, com luz), heterotróficas (glucose, sem luz), 

fotoheterotróficas (glicose, com a luz) e mixotróficas (glucose e CO2, com luz). O maior teor 

de lipídios (40-53%) e maior produtividade lipídica (67-144 mg L-1 d-1) foram obtidos sob 

condições mixotróficas. 

A produção de biocombustíveis para os transportes terrestres e aéreos, individuais 

ou coletivos, tendo como fonte as microalgas é uma excelente alternativa ao petro-diesel (Figura 

3), além de remover compostos nitrogenados e fosfatados de efluentes, sequestrar o CO2 e 

produzir O2, elas possuem alta concentração de lipídios, sustentabilidade ambiental e potenciais 

vantagens sobre outras fontes de biocombustíveis (SILVA, 2013). 

 

Figura 3: Transportes movidos à biocombustível a partir de microalgas A) Onibus fabricado pela Isuzu Motor e 

Euglena Company; B) Toyota Pryus; C) Primeiro voo de passageiros da Lufthansa com biocombustível; D) 

Primeiro voo com 100% combustível oriundo de algas. 

 

Fonte: A) DeuSEL; B) Sapphire; C) Lufthansa; D) EADS & DIAMOND AIRCRAFT. 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Bioprospecção das microalgas 

 

A bioprospecção das microalgas foi realizada em amostras de água de corpos hídricos 

localizados na região do médio Jaguaribe. Para isso, 100 L de água foram inicialmente filtrados 

em malhas de 300 e 150 µm para separar partículas maiores, utilizando recipientes graduados 

com 10 L de volume útil. Em seguida, a amostra foi novamente filtrada em uma rede de plâncton 

de 25 µm para concentrar as microalgas. As amostras foram armazenadas em copos coletores 

com volume de 50 mL e transportados em uma caixa térmica até o Laboratório de Tecnologias 

Aquícolas – LTA do Instituto Federal de Educação, Ciência e Tecnologia do Ceará – IFCE 

campus Limoeiro do Norte. Após a bioprospecção, utilizou-se chaves de identificação de 

microalgas e posteriormente o isolamento.   

 

 

3.2 Isolamento 

 

O método utilizado para a separação das microalgas foi o isolamento por diluições 

sucessivas, utilizando um microscópio invertido. Para isso, pequenas porções das amostras 

foram transferidas, sucessivamente, com pipeta Pasteur para as escavações de uma lâmina com 

meio de cultura Guillard f/2 até atingir a condição de apenas uma espécie. Após o isolamento, 

a espécie selecionada foi transferida para tubos de ensaio contendo 5 mL de meio de cultura 

para promover o crescimento algal. A cepa isolada foi mantida nos tubos de ensaio com meio 

Guillard f/2 (GUILLARD, 1975) dentro de uma câmara de germinação com temperatura (21 

ºC), iluminação (60 μE cm-2 s-1) e fotoperíodo controlados (16 h escuro e 08 h claro).  

 

 

3.3 Cultivo das microalgas com efluentes aquícolas 

 

A microalga isolada foi cultivada de forma estacionária, utilizando Erlenmeyers de 

5 L. Todo o material utilizado e os meios de cultura foram esterilizados em autoclave durante 

15 minutos a 120 °C para evitar qualquer tipo de contaminação.  As condições de cultivo 

permaneceram constantes, com temperatura ambiente (28 ± 1 °C), luminosidade em torno de 
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60 μE cm-2s-1 fornecida por duas lâmpadas fluorescentes de 40 W, e aeração constante 

promovida por um soprador com uma vazão de 3,0 ± 1,0 L ar min-1. 

Foram realizados 2 tratamentos com cinco repetições, utilizando os efluentes de 

piscicultura e carcinicultura (Tabela 2) como meios de cultura para as microalgas. Os inóculos 

foram aclimatados a cada meio de cultura durante três dias, utilizando inicialmente Erlenmeyers 

de 250 mL e, posteriormente, vidrarias de 1 L, sob as mesmas condições de temperatura, 

luminosidade e aeração.  

 

 

Tabela 2 - Composição dos efluentes da aquicultura utilizados como meio de cultura. 

Efluente 

Parâmetros 

Amônia 

(mg L-1) 

Nitrito 

(mg L-1) 

Nitrato 

(mg L-1)  

Fósforo 

(mg L-1) 
Salinidade 

Carcinicultura 0,072 0,062 0,952 3,354 0 

Piscicultura 0,088 0,009 1,235 2,519 0 

 

Em cada tratamento (meio de cultura), as microalgas foram inoculadas em uma 

densidade óptica (DO680nm) inicial próxima de 0,100 e, diariamente, a DO680nm foi determinada, 

utilizando um espectrofotômetro para acompanhar o desenvolvimento das culturas. 

As concentrações de N-amoniacal, N-nitritos, N-nitratos e fosfatos foram 

determinadas nos meios de cultura por espectrofotometria, no início (primeiro dia), na metade 

(terceiro dia) e fim do cultivo, quando o mesmo atingir a fase estacionária. Para isso, amostras 

de 100 mL, de cada repetição, foram retiradas e centrifugadas a 3.000 rpm por 5 min. Em 

seguida, a cada 25 mL das amostras foram adicionados os reagentes NitriVer 3 Nitrite, NitraVer 

5 Nitrate, PhosVer 3 Phosphate para as determinações das concentrações de nitritos, nitratos e 

fosfatos, respectivamente. O método de Nessler foi utilizado para determinação da amônia, 

sendo utilizados 1,0 mL do reagente de Nessler, 3 gotas de estabilizante mineral e 3 gotas e 

álcool polivinílico. Após o tempo de reação, as amostras foram levadas ao espectrofotômetro 

(HACH 2000) e a concentração dos compostos expressa em mg L-1.  

Os efluentes de piscicultura foram coletados durante as fases de larvicultura e 

alevinagem da tilápia do Nilo (Oreochomis niloticus) em viveiros escavados e o da 

carcinicultura ao final da fase de terminação ou engorda do camarão Litopenaeus vannamei 
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também realizada em viveiros. Os efluentes foram coletados de empreendimentos aquícolas 

instalados na região do médio Jaguaribe de onde a microalga utilizada também foi isolada. 

Durante a coleta, os efluentes foram filtrados em uma malha de 60 µm para retirada dos sólidos 

em suspensão e, em seguida, transportados em recipientes de 1.000 L até o LTA do IFCE – 

Campus Limoeiro do Norte, onde foram autoclavados a 120 °C durante 15 minutos para 

eliminar bactérias e outros possíveis contaminantes que podem interferir no desenvolvimento 

algal e evitar o processo de nitrificação, mantendo as propriedades dos nutrientes avaliados.  

 

3.4 Correlação entre densidade óptica (DO680nm) e peso seco (PS) 

 

Ao final do experimento, foram coletadas amostras das cinco repetições de cada 

tratamento e realizadas várias diluições. Para cada diluição foi determinada sua respectiva 

absorbância (DO680nm) e, posteriormente, 100 mL de cada diluição foi centrifugados a 3000 x 

g durante 10 minutos, sendo separado o sobrenadante. Em seguida a biomassa precipitada foi 

seca em estufa com renovação de ar a 60 °C durante 24 h. Os valores de absorbância (DO680nm) 

de cada diluição e seus respectivos pesos secos (PS) foram utilizados para a determinação de 

uma correlação linear. A partir da correlação entre essas duas variáveis, foram determinadas 

suas respectivas equações de regressão linear (LIU; WANG; ZHOU, 2008). 

 

 

3.5 Parâmetros de rendimento cinético e lipídico 

 

Após a obtenção dos dados de biomassa seca, foi calculada a taxa de crescimento 

em divisões por dia (K) até o dia de maior produtividade das culturas (OHSE et al., 2008).  Esse 

parâmetro foi obtido de acordo com a equação 1, descrita por Lourenço (2006):  

 

                                               𝐾 = 𝑙𝑜𝑔2 (

𝑁𝑓
𝑁0

⁄

𝐷𝑡
)                                                                  (1) 

 

Na qual:  

K– taxa de crescimento em duplicação por dia (divisões dia-1),  

N0 e Nf – Biomassa seca no início e no dia em que o cultivo obteve a máxima 

concentração celular, respectivamente,  
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Dt - tempo de cultivo em dias. 

 

  

3.6 Recuperação total da biomassa algal  

 

A recuperação total da biomassa algal foi realizada na fase estacionária. Para essa 

separação, os cultivos foram submetidos a uma floculação química induzida pelo aumento do 

pH do meio, utilizando uma solução de hidróxido de sódio 2 N (NaOH) (ARAUJO et al., 2013). 

Após a completa floculação e sedimentação, o sobrenadante foi retirado e os flocos 

lavados com água destilada para retirada do agente floculante e vestígios do meio de cultura. 

Posteriormente, a biomassa recuperada da microalga foi seca em estufa com renovação de ar a 

60 °C por 24 h e pesada em balança analítica para a determinação do rendimento, produção (g 

L-1) e produtividade (g L-1 dia-1).  

 

 

3.7 Extração e rendimento lipídico 

 

O método de Bligh e Dyer (1959) foi utilizado para extração lipídica. Foram 

adicionados a 5 g de biomassa seca da microalga, em triplicata, em um Erlenmeyer de 250 mL, 

25 mL de metanol, 12,5 mL de clorofórmio e 5 mL de água. O Erlenmeyer foi tampado e levado 

para sonicar, em banho ultrasônico com frequência de 40 kHz e potência de 80 W durante 10 

minutos. Em seguida, foram adicionados mais 12,5 mL de clorofórmio e 5 mL de água e 

realizada outra sonicação com duração de 5 minutos. A parte sólida foi filtrada a vácuo e, 

posteriormente, seca em estufa durante 24 horas a 105 °C, sendo finalmente pesada em balança 

analítica para determinação do rendimento lipídico, de acordo com o fluxograma da figura 4. 
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Figura 4 - Fluxograma do método de extração lipídica Bligh; Dyer (1959). 

 

Fonte: O autor 

 

A produtividade e o rendimento de lipídios foram determinados de acordo com as 

equações 2 e 3, respectivamente, descritas por Converti (2009):  

 

                                                              𝑣 =
𝐶𝐿

𝑡
                                                      (2) 

 

Na qual: 

𝑣 – Produtividade em g L-1 dia-1, 

CL – Concentração de lipídios no final do experimento em g L-1, 

t – Duração do cultivo em dias.  

 

                                                                         𝑌 = (
𝑊𝐿

𝑊𝐷𝐴
)  𝑥 100                                                      (3) 

 

Na qual:  

Y – Rendimento em g 100 g de alga seca-1, 

WL - Peso de lipídeo extraído em g, 

WDA - Peso da biomassa seca no fim das culturas (g).  
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3.8 Caracterização dos lipídios extraídos das microalgas 

 

Este procedimento foi realizado no Laboratório de Análise e Desenvolvimento de 

Processos do Departamento de Engenharia Química da Universidade Federal do Ceará, por 

meio de cromatografia gasosa (CG), utilizando o método Ce 2-66 da AOCS (1997). 

Para esse método, utilizou-se KOH 0,5 mol L-1 em metanol anidro (reagente de 

saponificação), uma solução contendo 20 g de NH4Cl + 600 mL de metanol anidro + 30 mL de 

H2SO4 concentrado (reagente de esterificação), uma solução aquosa saturada de NaCl (solução 

salina) e éter de petróleo. 

Para analisar os ésteres metílicos, foi utilizado um cromatógrafo a gás CGC 

Agilent-6850 série GC SYSTEM acoplado a um detector de ionização de chama, FID (flame 

ionization detector) e a um integrador, utilizando uma coluna capilar OV-1 (dimetilsilicone) 

com 30 m de comprimento, diâmetro interno de 0,25 mm e 0,25 µm de espessura do filme 

líquido. O fluxo da coluna foi ajustado para 1,0 mL min-1, o volume injetado foi de 1,0 mL e o 

hélio (99,95%) foi utilizado como gás de arraste. 

Cerca de 50 mg do óleo extraído da biomassa seca de cada tratamento foram 

misturados com 4,0 mL do reagente de saponificação, sendo o tubo com a mistura agitado em 

água fervente durante cinco minutos. Após o resfriamento do tubo, foram adicionados 5 mL do 

reagente de esterificação e o tubo com a mistura foi novamente agitado em água fervente 

durante cinco minutos. Após o resfriamento do tubo, 4,0 mL da solução salina e 5 mL de éter 

de petróleo foram adicionados, agitando novamente. O tubo ficou em repouso até a completa 

separação das fases e, posteriormente uma alíquota da fase superior contendo os ésteres 

metílicos foi retirada e injetada no cromatógrafo. O mesmo procedimento foi realizado com o 

óleo mostarda (óleo referência), cujos teores dos ésteres são conhecidos. 

Comparando o tempo de retenção (tR) dos ésteres de cada óleo com o tempo de 

retenção dos ésteres do óleo de mostarda foi possível identificar a composição percentual de 

cada componente do óleo da microalga. Para a obtenção da massa molar média dos ésteres 

metílicos provenientes da transesterificação de óleos vegetais, utilizou-se a equação 4 

(VARGAS, 1996). 

 

                 𝑀𝑀𝑀 (é𝑠𝑡𝑒𝑟𝑒𝑠 𝑚𝑒𝑡í𝑙𝑖𝑐𝑜𝑠) =
∑[(𝐴𝑖)×(𝑀𝑀𝑖)]

∑(𝐴𝑖)
                                 (4) 
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Na qual: 

Ai - Teor em porcentagem do éster i; 

MMI - Massa molar do éster i (g mol-1) 

 

A massa molar (MM) do óleo da microalga será calculada utilizando a equação 5. 

 

𝑀𝑀 (ó𝑙𝑒𝑜 𝑑𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑎𝑙𝑔𝑎) = [(3 × 𝑀𝑀𝑀 𝑑𝑜𝑠 é𝑠𝑡𝑒𝑟𝑒𝑠 𝑚𝑒𝑡í𝑙𝑖𝑐𝑜𝑠) − 4]                              (5) 

 

 

3.9 Análises estatísticas 

 

 Os dados obtidos foram submetidos ao teste t de Student, com nível de 

significância 5%, utilizando o programa BioEstat 5.0. 
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Bioprospecção, Isolamento e cultivo da Chlorella vulgaris 

 

Três pontos de coletas no açude Castanhão, Jaguaribara (Ceará, Brasil) foram 

escolhidos para a realização da prospecção das microalgas (Figura 5), a região foi escolhida por 

apresentar intensa atividade de cultivos de tilápia do Nilo (Oreochromis niloticus) em sistema 

intensivo em tanques de rede, com elevada concentração de nutrientes gerada pelas excretas 

dos peixes e sobras de ração, onde são incorporados pelas microalgas para seu 

desenvolvimento. 

Figura 5 – Açude Castanhão, Jaguaribara (Ceará, Brasil), evidenciando os pontos de coleta. 

 

Fonte: Google Earth 

 

Após a bioprospecção, utilizando o trabalho de Barsanti e Gualtieri (2006), foi 

realizada a classificação sistemática e a identificação foi baseada nos trabalhos de Bicudo e 

Menezes (2006) e Franceschini et al., (2010). Inicialmente três espécies se destacaram: 

Alacouseira sp., Staurastru chaetoceras e Chlorella vulgaris (Figura 6). A microalga 

selecionada para o andamento do trabalho foi a Chlorella vulgaris (BEYERINCK, 1890), a 

mesma foi isolada pelo método de diluição, apresentando excelente resultado de crescimento e 

adaptação ao meio de cultura padrão Guillard F/2, que foi utilizado para manutenção do inóculo, 

como também aos efluentes que foram utilizados como meio de cultura durante a pesquisa, 
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além de não apresentar contaminação em grande volume, processo que ocorreu com as outras 

duas espécies ao elevar o volume de cultivo. 

 

Figura 6- Alacouseira sp. (A), Chlorella vulgaris (B) e Staurastru chaetoceras (C) 

 

Fonte: O autor. 

 

A C. vulgaris apresenta crescimento acentuado em diferentes meios de cultura, 

sendo uma espécie resistente à contaminação por outras microalgas. A recuperação de 

bioamassa e incorporação de nutrientes também são vantagens que a C. vulgaris possui, 

apresentando requisitos favoráveis para uma microalga de cultivo de média e grande escala 

(FERNÁNDEZ-LINARES et al., 2017). 

A incorporação de efluentes ricos em compostos nitrogenados e fosfatados é uma 

característica favorável da C. vulgaris, desde efluentes brutos como diluídos (EVANS et al., 

2017). Commault et al. (2017) observaram que a C. vulgaris se adaptou muito bem em efluente 

industrial, removendo os compostos nitrogenados com eficiência, acumulando biomassa e 

produzindo oxigênio para células de combustíveis microbianos. 

 

4.2 Curva de crescimento da C. vulgaris em efluentes aquícolas 

 

Os cultivos apresentaram um comportamento semelhante no crescimento e na 

recuperação final de biomassa (Figura 7), também não houve fase de indução em ambos 

cultivos, evidenciando a boa adaptação da microalga às novas condições de cultivo. A curva de 

crescimento com efluente de carcinicultura obteve um crescimento exponencial logo no 

primeiro dia de cultivo, a partir do segundo dia as células apresentaram um crescimento mais 

lento até do décimo terceiro dia, atingindo a fase estacionária do décimo quarto dia até o fim 

do experimento. 

A B C 
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Figura 7. Curvas de crescimento da C. vulgaris, com efluentes aquícolas. 

 

Fonte. Dados do experimento. 

 

 

A curva de crescimento com efluente da piscicultura teve crescimento exponencial 

até o sétimo dia, tendo a partir do sétimo até o nono dia um crescimento lento, como ainda havia 

nutrientes no meio de cultura a curva voltou a crescer acentuadamente até o décimo segundo 

dia, posteriormente apresentou uma leve queda seguida pela fase estacionária até o fim do 

experimento. 

Os cultivos apresentaram rendimento de biomassa semelhantes, com resultados de 

1,105 g L-1 para o efluente de piscicultura e 1,057 g L-1 para o efluente de carcinicultura. Essa 

semelhança, possivelmente, foi observada devido às quantidades de nutrientes, nos respectivos 

efluentes, como amônia e nitrato serem próximas, pois ambos são as principais fontes de 

nitrogênio das microalgas (LOURENÇO, 2006). 

Znad et al. (2017), observaram um crescimento maior que o meio de cultura padrão 

Guillard f/2 ao utilizar o efluente urbano como meio de cultura, demonstrando a eficácia da C. 

vulgaris na recuperação de biomassa ao ser cultivada em água de rejeito urbano. 

Segundo Hernadez et al. (2009), após a inoculação de uma microalga em meio de 

cultura enriquecido com nutrientes ocorre o crescimento populacional ao longo do tempo que, 

geralmente, apresenta uma curva com cinco fases distintas (Figura 8). A curva do presente 

trabalho apresentou as fases de uma curva de crescimento típico, mas não seguindo o padrão de 

incremento algal. 
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Figura 8 - Curva de crescimento típica de uma população de microalgas expressa em densidade celular por dia 

de cultivo 

 

 

Fonte: FAO (1996). 

 

Na primeira fase, praticamente não ocorre aumento populacional devido à 

aclimatação das células ao novo ambiente de cultivo. Na segunda fase, as células já estão 

aclimatadas ao novo meio e, com isso, ocorre um incremento exponencial da população algal. 

A terceira fase é a de desaceleração de crescimento, na qual a depleção dos nutrientes diminui 

a taxa de crescimento. Em seguida, com uma maior redução de nutrientes e aumento de 

metabólitos no meio, a taxa de crescimento se iguala à taxa de mortalidade, mantendo a 

população constante por um determinado período, caracterizado como a fase estacionária do 

cultivo. Finalmente, com o completo esgotamento dos nutrientes, grande quantidade de 

metabólitos e autólise celular, o cultivo entra na fase de morte, resultando em uma significativa 

redução da população algal.  

 

 

 

4.3 Fitorremediação dos efluentes aquícolas utilizando C. vulgaris 

 

Durante os cultivos utilizando efluentes aquícolas como meio de cultura, observa-

se um incremento algal inversamente proporcional à depleção de nutrientes, evidenciando que 

a água de descarte da aquicultura possui nutrientes suficientes para o desenvolvimento da C. 

vulgaris, além de reduzi-los, diminuindo o impacto ao ambiente e possibilitando o reuso da 

água (Figura 9). 
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A medida que os nutrientes são consumidos, principalmente nitrato e fosfatos, há 

uma desaceleração da taxa de crescimento, comportamento também observado por Wen et al. 

(2017) quando cultivaram C. vulgaris em efluente suíno. 

Na primeira determinação de nutrientes, oitavo dia de cultivo, a microalga obteve 

maior eficiência de remoção de amônia e fósforo no efluente de piscicultura com resultados 

66,59 e 99,98%, respectivamente, e o efluente de carcinicultura com 35,00 e 68,75% de 

remoção de amônia e fósforo, respectivamente, mas o mesmo apresentou maior remoção de 

nitrito e nitrato, sendo observado 100 e 56,77%, respectivamente, enquanto a remoção para os 

mesmos parâmetros no efluente de piscicultura foi de 47,67 e 24,79%, respectivamente. 

Esses resultados demonstram que a C. vulgaris, durante os oito primeiros dias, 

utilizou mais amônia no efluente de piscicultura e mais nitrato no efluente de carcinicultura 

como fonte de nitrogênio para seu crescimento. Em relação à determinação do fósforo, o 

efluente piscícola o removeu quase em sua totalidade, já o efluente de carcinicultura removeu 

68,75%, sendo observado uma maior necessidade de absorção de fósforo da C. vulgaris quando 

cultivada em efluente de piscicultura durante este período. 

Ao final do experimento as remoções de amônia, nitrato e fósforo não apresentaram 

diferença (p>0,05) entre os tratamentos, com remoção de 78,86, 99,99 e 99,98%, 

respectivamente, no cultivo com efluente de piscicultura e 80,00, 96,84 e 100%, 

respectivamente, no cultivo com efluente de carcinicultura. O nitrito foi o único parâmetro com 

diferença entre os cultivos (p≤0,05) com efluente piscícola e de fazenda de camarão, com 

remoção de 73,33 e 100%, respectivamente. O resultado final também demonstra que o nitrato 

foi o composto nitrogenado mais absorvido pela C. vulgaris quando cultivada em efluente de 

piscicultura, já no efluente de carcinicultura a absorção nitrogenada foi maior no nitrito e 

nitrato, em relação à amônia. Segundo Lourenço (2006), a maior incorporação do nitrato ocorre 

por ser a forma mais estável de nitrogênio na água. 
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Figura 9 - Curvas de crescimento e de remoção de nutrientes nos cultivos de C. vulgaris com efluente de 

piscicultura (A) e carcinicultura (B). 

 

 

 

Fonte. O autor. 

 

Liu et al. (2017), cultivaram a C. vulgaris em efluente urbano com injeção de 

dióxido de carbono obteve uma remoção de 99% de fósforo e 87% de amônia. Znad et al. (2018) 

trabalhando também com a C. vulgaris cultivada em efluente urbano para avaliação da remoção 

de nutrientes obteve remoção de 79 e 100% para amônia e fósforo, respectivamente, ambos 

resultados são semelhantes ao presente trabalho. Lam et al. (2017), utilizou efluente doméstico 

como meio de cultura na produção de biomassa de C. vulgaris e obteve remoção de 85% de 

amônia e 35% de fósforo, já Mutjaba e Lee (2017), utilizaram águas residuais de tratamento 
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urbano e utilizou a C. vulgaris na imobilização dos nutrientes, conseguindo uma remoção de 

95% de amônia e 90% de fósforo, em outro trabalho Mutjaba, Rizwan, e Lee (2017), a C. 

vulgaris removeu 70% de amônia e 66% de fósforo quando cultivada em efluente de tratamento 

de esgoto doméstica. Esses estudos demonstram que a C. vulgaris removeu amônia e fósforo 

com eficiência, mas dependendo do tipo de efluente a remoção apresentou valores 

diferenciados, assim como no presente experimento, onde as remediações destes compostos 

foram diferentes nos dois tipos de meio de cultura.  

Shen et al. (2015), trataram águas residuais salinas com C. vulgaris e ao determinar 

os nutrientes obteveram remoção de 100% de nitrito e nitrato em vinte dias de cultivo. Arun et 

al. (2017), observaram78% de remoção de nitrato após 15 dias de cultivo da C. vulgaris em 

efluente urbano em fotobiorreator e com adição de dióxido de carbono. 

Silva (2013), ao cultivar C. vulgaris em água de descarte de empreendimentos 

aquícolas determinou remoção de 94 e 70% nos efluentes de carcinicultura e piscicultura, 

respectivamente, resultado semelhante ao presente estudo. Esses estudos relatam o elevado 

potencial de remoção de compostos nitrogenados e fosfatados nos efluentes urbanos, suínicolas 

e aquícolas, ao utiliza-los como meio de cultura na produção de C. vulgaris, microalga que 

também tem como vantagem ser uma espécie nativa, com características de adaptação 

favoráveis às condições físicas, químicas e biológicas de cultivo. 

 

 

4.4 Rendimento de biomassa e lipídico da C. vulgaris cultivada em efluentes aquícolas 

 

Para otimizar a extração lipídica, realizou-se o processo de sonicação das células 

de C. vulgaris, pois a espécie possui celulose na parede celular. Segundo Silva, (2013), a 

sonicação facilita a saída dos componentes celulares, pois rompe a parede e membrana celular 

(Figura 10). 
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Figura 10 - Célula da C. vulgaris sem membrana após sonicação (A) e célula com membrana celular intacta (B). 
 

                             

Fonte: O autor. 

 

 

Com a ruptura da membrana celular todo o conteúdo interno da microalga ficou 

disponível para extração e, posteriormente para determinação da produção de lipídios. O 

método de sonicação possui alta eficiência e baixo requerimento energético, tornando-o viável. 

Esta técnica tem sido bastante utilizada para extrair diversas substâncias de baixo peso 

molecular e para compostos bioativos de vegetais (SILVA et al., 2015). 

Os parâmetros de rendimento cinético não apresentaram diferença entre os 

tratamentos (p>0,05), possivelmente pela proporção semelhante de nutrientes dissolvidos nos 

efluentes. Os resultados demonstram que efluentes aquícolas são eficientes na recuperação de 

biomassa algal. O rendimento e produtividade lipídica apresentaram diferença (p≤0,05) com o 

cultivo utilizando efluente piscícola superior ao efluente de carcinicultura (Tabela 3). O cultivo 

com efluente de piscicultura apresentou uma necessidade em acumular energia na forma de 

lipídio, possivelmente, pela acentuada absorção de amônia e fósforo nos oito primeiros dias e 

a queda no crescimento do sétimo ao nono dia, posteriormente, a alga direcionou a absorção 

nitrogenada para o nitrato e retomando o crescimento, esse estresse, provavelmente, resultou 

em um rendimento mais elevado ao final do experimento. 
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Tabela 3 – Médias e desvio padrão de rendimento cinético e lipídico dos cultivos de Chlorella vulgaris em efluente 

de e piscicultura e carcinicultura (p≤0,05). 
 

Efluente 

Produção 

total de alga 

seca 

(g) 

Produtividade 

algal 

(g L
-1

 dia
-1

) 

Rendimento 

lipídico 

(g 100g de 

alga seca
-1

) 

Produtividade 

lipídica 

(g L
-1

 dia
-1

) 

     
Piscicultura 3,874 ± 0,212a 0,065 ± 0,006a 12,000 ± 0,719a 0,201 ± 0,003a 

     

Carcinicultura 3,672 ± 0,491a 0,062 ± 0,009a 8,902 ± 0,423b 0,149 ± 0,002b 
     

*Letras diferentes representam diferença estatística entre os tratamentos (p<0,05). 

 

 

Li et al. (2013a) cultivaram durante cinco dias a C. vulgaris em efluente de ácido 

cítrico, obteve produção máxima de 0,606 g L-1. Em onze dias de cultivo, Wang et al. (2015) 

produziram maior concentração de biomassa de 3,96 g L-1 em efluente de suinicultura diluído 

em cinco partes. Esses resultados corroboram com o presente estudo, provando que é possível 

uma recuperação de biomassa algal utilizando efluentes. He et al. (2013) variaram a 

concentração de amônia no meio de cultura composto por diferentes efluentes urbanos, 

resultando em 1,1 a 1,9 g L-1 de biomassa de C. vulgaris. No mesmo trabalho os autores 

obtiveram rendimento lipídico de 35,6 até 57,5%, demonstrando a eficiência da C. vulgaris em 

acumular lipídios quando cultivada em efluentes. 

Huang et al. (2017) avaliaram o rendimento algal e lipídico da C. vulgaris em 

efluente doméstico tratado, obtendo rendimento de biomassa de 4.7 g L-1 e maior produtividade 

lipídica 61,29 mg L-1 d-1. Rincon et al. (2017) produziram biomassa de C. vulgaris em 

condições mixotróficas e obtiveram produtividades algais de 9,27 ± 0,47 g m-2 d-1 e 12,64 ± 

0,94 g m-2 d-1 quando utilizou concentrações iniciais de glicerol de 2 e 5 g L-1, obtendo também 

conteúdo lipídico de 13 ± 0,02 e 23,91 ± 0,03%, respectivamente. Miao et al. (2016) utilizaram 

efluente doméstico sintético como meio de cultura para a C. vulgaris e os resultados mostraram 

que a taxa de crescimento e biomassa foi significativamente promovida pelas águas residuais 

domésticas em comparação com o meio BG11 (controle), a concentração algal máxima 

(17,94x106 cels L-1) foi obtida quando foram utilizadas 100% de águas residuais domésticas. A 

microalga coletada apresentou teor lipídico de 23,4 e 28,5%.  

O rendimento lipídico da microalga Chlorella vulgaris também foi investigado por 

Yeh e Chang (2012) em diferentes meios e condições de cultivo, oriundos de estação de 

tratamento municipal, os métodos do seguinte experimento foi o crescimento fototrófico 
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(NaHCO3 ou CO2, com luz), heterotrófico (glucose, sem luz), fotoheterotrófico (glicose, com a 

luz) e mixotróficas (glucose e CO2, com luz). O maior teor de lipídios (40-53%), concentração 

de biomassa de 2-5 g L-1 e maior produtividade lipídica (67-144 mg-1 L-1 d-1) foram obtidos sob 

condições de cultivo mixotróficas. Os resultados da literatura, assim como o presente trabalho, 

confirmam que a C. vulgaris é uma microalga bastante promissora na produção de biomassa e 

rendimento lipídico. 

. 

 

4.5 Identificação dos ácidos graxos presentes no óleo da microalga 

 

A caracterização dos ácidos graxos da C. vulgaris identificou a presença dos ácidos 

palmítico, palmitoléico, esteárico, oléico, linoléico e erúcico, todos diferiram 

significativamente quando comparados os efluentes utilizados, sendo que no efluente de 

carcinicultura o ácido oléico apresentou maior porcentagem e no efluente de piscicultura o 

ácido mais presente foi o erúcico (Tabela 4). Para produção de biodiesel o efluente da 

carcinicultura demonstrou maior viabilidade, pois o ácido palmítico não possui insaturação na 

cadeia carbônica. Os resultados demonstram que a C. vulgaris quando cultivada em efluentes 

aquícolas produz ácidos graxos que podem ser utilizados em diversas aplicações.  

 

Tabela 4 – Porcentagem de ácidos graxos presentes no óleo obtido de C. vulgaris cultivada em efluentes aquícolas e 

comparação com outros perfis de ácidos graxos. 

*Letras diferentes representam diferença estatística entre os tratamentos (p<0,05). 

ND: não detectado 

Fonte: O autor e literatura citada 

 

 

Existem diferenças no perfil de ácidos graxos nos cultivos de microalgas, 

provavelmente, devido às diferentes condições de cultivo como luminosidade, espécie, 

Ácidos graxos 

Presente estudo 
Rincon et 

al., (2017) 

Mohd-Sahib 

et al. (2017) 

Deng et 

al., (2017) 
Liao et 

al., (2017) Piscicultura 

(%) 

Carcinicultura 

(%) 

Palmítico (C16:0) 7,3b 17,7ª 18,15 20,4 11,8 30,77 

Palmitoléico (C16:1) 14,5ª 7,1b 2,71 0,4 10,9 5,36 

Esteárico (C18:0) 14,9ª 5,9b 3,03 3,7 1,7 4,06 

Oléico (C18:1) 26,2b 54,6ª 37,68 36,8 49,2 21,34 

Linoléico (C18:2) 10,6ª 3,6b 32,91 0,6 20,3 23,03 

Erúcico (C22:1) 26,5ª 11,1b ND 1,2 ND ND 
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salinidade e principalmente a composição do meio de cultura. Com isso, os parâmetros físicos, 

químicos e biológicos interferem nos resultados quali-quantitativos dos ácidos graxos 

identificados na produção de microalgas (HEO et al., 2017). 

A utilização das microalgas em diversas aplicações biotecnológicas, como a 

produção de biodiesel, é uma excelente alternativa, além de promover a remediação de 

efluentes, sequestram o CO2 e produzem O2, com sustentabilidade ambiental e potenciais 

vantagens sobre outras fontes de biomassa e lipídios.  
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5 CONCLUSÃO 

 

 

A microalga Chlorella vulgaris demonstrou elevada eficiência na remoção dos 

compostos nitrogenados e fosfatados dos efluentes da aquicultura, podendo ser utilizada como 

ferramenta de biotratamento da água de descarte dos empreendimentos aquícolas, liberando-os 

com segurança ambiental e/ou reutilizando-os, também apresentou bom rendimento algal sem 

diferença de produção entre os tratamentos, demonstrando ser uma cultivar relevante na 

produção de biomassa vegetal.  

O rendimento e produtividade lipídica foi superior ao utilizar o efluente piscícola, 

mas ambos efluentes possuem alto potencial no cultivo da C vulgaris para produção de lipídios. 

O perfil de ácidos graxos da C. vulgaris indica que os mesmos podem ser utilizados em diversas 

aplicações, desde nutracêuticas até biocombustíveis, sendo o tratamento com efluente de 

carcinicultura o mais indicado para produção de biodiesel, pois apresenta maior teor de ácido 

palmítico. 
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