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RESUMO 

Nos últimos anos, muito interesse tem se voltado para o potencial dos cultivos de 
microalgas, devido principalmente às suas aplicações na alimentação de organismos aquáticos 
cultivados e do homem, bem como na extração de substâncias de importância farmacêutica, 
produtos industrializáveis e também como matéria prima para a extração de lipídios para a 
produção de biocombustiveis. 0 presente trabalho teve como objetivo cultivar a microalga 
marinha Chaetoceros muelleri, nas salinidades 15, 25 e 35 e avaliar a influência da 
concentração de sal do meio na produção de lipídios pela microalga. As culturas foram 
realizadas em meio Guillard f/2, na temperatura de 28 ± 1°C e submetidas à iluminação e 
aeração constantes, em torno de 200 1.1E cm-2  s-1  e 4 L ar min-I , respectivamente. 0 
experimento foi realizado em triplicata em recipientes de 9 L, com um volume útil de 7 L. 
Após o cultivo, as microalgas foram floculadas através da adição de NaOH 2N, lavadas e 
desidratadas em estufa a 60 °C por 24 horas, obtendo assim a biomassa seca. Para a extração 
do óleo, foi utilizado o método de Bligh e  Dyer  (1959), assistido em um banho ultrasõnico na 
freqüência de 40 kHz e potência de 80 W. Os teores de lipídeos, obtidos em cada salinidade, 
foram submetidos a uma análise de variância (fator único) com 0,05% de significância 
estatística. As culturas nas salinidades de 15 e 25 apresentaram um desenvolvimento 
semelhante e, superior do observado na salinidade de 35. Com  relação à produção de 
lipídios, não houve diferença significativa entre os tratamentos, sendo obtido para as 
salinidades de 15, 25 e 35 teores de 10,41 ± 1,89 ; 10,87 ± 2.10 e 12,33 ± 1.81%, 
respectivamente. Com  isso podemos concluir que a variação de salinidade, não incrementou a 
produção lipidica, no entanto, o cultivo nas salinidades 15 e 25 devem ser preferidos, por 
alcançarem, uma maior densidade celular o que resultará quantitativamente numa maior 
produção total de lipídios 

PALAVRAS CHAVE: Diatomdceas. Salinidade. Lipídios 
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EFEITO DA SALINIDADE NO TEOR DE LIPÍDIOS PRODUZIDOS PELA 
MICROALGA Chaetoceros muelleri (Lemmermann, 1898). 

MÁRIO UBIRAJARA GONÇALVES BARROS 

1. INTRODUÇÃO 

O desenvolvimento de combustíveis biológicos constitui uma das melhores 

alternativas para reduzir as emissões de CO2. Alem de menos poluentes que os combustíveis 

fósseis, como o petróleo, os combustíveis biológicos não injetam mais carbono nos 

ecossistemas, pois empregam apenas frações que já estavam presentes na biosfera 

(LOURENÇO, 2006). 

As microalgas vêm sendo consideradas como fonte potencialmente útil para a 

produção de biodiesel, pois sua produtividade supera a de qualquer vegetal comercialmente 

produzido no mundo. Alem disso, diversas espécies apresentam elevadas concentrações de 

lipídeos, encerrando altas concentrações de energia, características necessárias para a 

produção de combustíveis. As microalgas marinhas, sobretudo as diatomdceas, são mais 

promissoras ainda devido ao elevado teor de lipídios em suas células.  (BROWN  et  al.,  1997). 

Comparadas a outras opções biológicas para a captura e a utilização de CO,,, as 

culturas de microalgas têm como principais vantagens: alta produtividade, habilidade para 

capturar nutrientes das águas residuais, aproveitamento das fontes de Agua salgadas (lido 

apropriadas para outros usos) e a sua elevada eficiência no uso da água. 

As microalgas são uma atrativa alternativa às oleaginosas como soja, milho e palma. 

Isso por causa da sua elevada produção de lipídios, que faz com que elas possam produzir 

bem mais óleo por hectare, podendo potencialmente reduzir o custo de produção dos 

biocombustiveis. Além disso, as microalgas podem ser cultivadas em instalações industriais 

com o uso de fotobioreatores, evitando qualquer conflito com a produção de alimentos 

(PEREZ, 2007). 
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As microalgas da espécies Chaetoceros muelleri (Figura 1) são eucarióticas, 

pertencem A classe Bacillariophyta (diatomdceas), ordem centrales e familia Chaetoceraceae 

(HOEK et al.,1995). Estas microalgas apresentam, como pigmentos principais, as clorofilas a, 

c1  e c2, xantofilas (fucoxantina) e carotenos, os quais conferem As mesmas uma coloração 

geralmente marrom-amarelada. Possuem uma parede célular formada por duas partes que se 

encaixam, composta principalmente por  silica  e utilizam a crisolaminarina e lipídios como 

substâncias de reserva energética. Este trabalho teve como objetivo avaliar o crescimento e a 

concentração de lipídios totais da microalga Chaetoceros muelleri cultivada em três diferentes 

salinidades. 

Figura 1 —Microalga Chaetoceros rrutelleiri .(Fonte:  Algae from  Bemersyde, 2006. Disponivel em: 
http://www.lifesciences.napier.ac.uldalealweb/bemersyde06.htm. Acesso em 12, Maio. 2010. 
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2.REVISÃO DE LITERATURA 

Microalgas são organismos unicelulares, filamentosos e coloniais, com pouca ou 

nenhuma diferenciação celular que constituem a base das cadeias tr6ficas aquáticas, onde 

podem ser encontradas em suspensão ou aderidas aos substratos (OSHE et  al.,  2008). São 

caracterizadas pela presença de pigmentos, responsáveis por coloração variada e pelo 

metabolismo, geralmente, fotoautotrófico. Segundo  Hoek  et  al.  (1995) e  Raven  et  al.  (2001), 

as microalgas são divididas em espécies procarióticas representadas pelas Divisões 

Cyanophyta (cianobactérias) e Prochlorophyta; ou eucarióticas com representantes nas 

divisões Divisões Chlorophyta, Euglenophyta, Rhodophyta, Prymnesiophyta, Bacillariophyta, 

Chrysophyta, Xantophyta, Cryptophyta e Dinophyta. 

As microalgas estão presentes em todos os ecossistemas, não só aquáticos, mas 

também no ambiente terrestre o que implica em uma grande variedade de espécies, vivendo 

em uma ampla gama de condições ambientais. Estima-se que existam mais de 50.000 

diferentes espécies de microalgas, mas apenas cerca de 30.000 já foram estudadas e analisadas 

(RICHMOUD, 2004) 

As microalgas podem ser autotróficas ou heterotróficas, as primeiras exigem apenas 

compostos inorgânicos, como CO2, sais e a luz como fonte de energia para o crescimento, 

enquanto as últimas, não-fotossinteticas, requerem uma fonte externa de compostos orgânicos, 

bem como outros nutrientes como fonte de energia. Algumas microalgas fotossintéticas são 

mixotróficas, ou seja, eles têm a capacidade de realizar fotossintese, bem como adquirir 

energia a partir de nutrientes orgânicos  (LEE,  1980). 

Segundo Olaizola (2003), as microalgas são consideradas uma fonte potencialmente 

rica de vários produtos químicos, os quais podem ser aplicados nas indústrias alimentícia, 

cosmética e farmacêutica, bem como no tratamento de águas residuais (SOARES et  al.,  2006), 

porém a maior importância, atualmente, do cultivo de microalgas deve-se ao fato, delas serem 

utilizadas para nutrição de organismos aquáticos cultivados em escala comercial, 

principalmente nos primeiros estágios do ciclo de vida de peixes e crustáceos marinhos, pois 

fornecem um conteúdo de ácidos graxos essenciais, sobretudo os poliinsaturados, importantes 

para o crescimento e metamorfose das larvas (BECKER, 2004) 

As microalgas também são utilizadas na alimentação humana, sendo comercializadas 

como suplemento alimentar natural, já que possuem vários pigmentos carotenóides como a 
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astaxantina, o betacaroteno, a luteina entre outros, que são conhecidos por suas propriedades 

terapêuticas. Elas são encontradas na forma de pó, tabletes, cápsulas ou extratos  (GILL  e 

VALIVETY, 1997) 

A manutenção da vida no planeta depende das várias espécies de microalgas, pois se 

estima que elas produzam mais oxigênio do que o somatório de todas as plantas superiores 

(PEREZ, 2007). Além disso, neste processo consomem o equivalente em gás carbônico. 

acúmulo de CO2  na atmosfera produz um grave efeito sobre o meio ambiente global, 

contribuindo com o efeito estufa. 0 controle total da emissão de CO2  na atmosfera é muito 

importante para o equilíbrio da biosfera, portanto as microalgas marinhas são uma boa 

ferramenta para a solução deste problema, devido à alta capacidade de fotossintese e 

velocidade de crescimento, principalmente no ambiente marinho que representa 70% da 

superfície da terra e possui uma grande quantidade de CO2  solúvel. (TAKAGI et  al.,  2005) 

Outros estudos em biotecnologia que utilizam as microalgas para a obtenção de 

energia vêm ganhando atenção especial, pois se afirma que esses microrganismos possuem 

óleos com características físico-químicas similares aos óleos vegetais e a óleos de peixes 

(LOURENÇO, 2006) e por isso podem ser consideradas como potencial matéria-prima para a 

produção de biodiesel. 

Alguns estudos mostram que as microalgas possuem um elevado rendimento de óleo, 

pelo menos 11 vezes superior ao encontrado no dendê (CÂMARA, 2006), que é oleaginosa 

terrestre de maior produtividade conhecida (Tabela 1), tornando-se uma ótima alternativa para 

a produção de biodiesel, pois seria possível produzir até 50  ton. had  anod  de óleo (PEREZ 

2007) e, dependendo da espécie cultivada e das condições de cultivo, essa produtividade 

poderia ser 

Tabela 1. Produtividade de plantas superiores. 

Culturas Produtividade  (ton  ha-1  ano-1) 

  

Amendoim 1,2 

Dendê 4,4 

Girassol 0,9 

Mamona 0,24 

Soja 0,6 

Microalga  50 

(Fonte: Adaptado de Gil Câmara em Agronegócios de plantas Oleaginosas, 2006) 
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As microalgas possuem uma série de características e vantagens que as tomam uma 

atrativa fonte de substituição aos combustíveis fósseis: devido ao potencial para alcançar uma 

alta produtividade usando a fotossintese para converter energia solar em energia química, o 

curto ciclo de vida (SHEEHAN et  al.,  1998), alta taxa de crescimento, alto rendimento de 

óleo e a habilidade para absorver nutrientes de águas residuais como N114+, NO3-, P043-. Além 

disso, podem ser produzidas em fontes de águas salgadas, podem ser cultivadas em áreas 

impróprias para fins agrícolas, não competindo com a produção de alimentos e, não 

necessitam do uso de água doce. 

A manipulação das condições físico-químicas dos cultivos pode resultar em diferenças 

na composição celular, ou seja, variações nos teores de lipídios, proteínas, carboidratos e 

outros componentes constituintes da célula. Esta característica, aliada a simplicidade das 

técnicas de cultivo, torna as microalgas um cros objetos de -pesquisa prioritários das mais 

modernas áreas de investigação (BENEMANN et  al.,  1987). Lipídios totais de microalgas são 

compostos de glicerol, açúcares ou bases esterificadas de ácidos graxos saturados (AOS) ou 

insaturados (AGI), contendo de 12 a 22 carbonos e podem exercer diversas funções biológicas 

podendo atuar como componente de membranas celulares, isolantes térmicos, reserva de 

energia e como agentes reguladores da flutuação de algumas espécies na coluna d'água 

(LOURENÇO, 2006). 

Os principais fatores físico-químicos que afetam o crescimento das microalgas são a 

luz, temperatura, salinidade e a disponibilidade de nutrientes (GUILLARD, 1975;  

RICHMOND,  2004) que, aliados as boas praticas de assepsia e manejo, garantem o sucesso 

do cultivo. 

O conteúdo médio de lipídios presente nas células das microalgas geralmente varia 

entre 15 e 70%, mas pode atingir até 90% da biomassa seca sob condições especificas. Desta 

forma, fatores como intensidade luminosa, temperatura, salinidade e composição química do 

meio de cultura, podem modificar o perfil químico das espécies cultivadas  (BROWN  et  al.,  

1997). 

Estudos têm relatado que as microalgas produzem mais óleo em condições 

desfavoráveis em comparação com a condição ótima de crescimento (HU et  al.,  2008). Sob 

condições ideais de crescimento, as microalgas sintetizam ácidos graxos, principalmente para 

a esterificação em lipídios de membrana, que constituem cerca de 20-50% do seu peso seco. 

Mas, sob condições ambientais desfavoráveis ou de estresse, muitas microalgas alteraram o 
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seu- conteúdo lipidico pelas vias biossintéticas para a formação e acúmulo de lipídios neutros 

como os triacilglicerois  (TAG)  (HU et al.,2008). 

Os lipídios encontrados nas microalgas são compostos, essencialmente, por uma 

mistura de ácidos graxos insaturados, como palmitoléico (16:1), oléico (18:1), linoléico 

(18:2) e linolênico (18:3). Os ácidos graxos saturados como o palmitico (16:0) e o esteárico 

(18:0) também estão presentes porem em pequena quantidade. (HU et al.,2008). 

As diatomdceas são espécies de microalgas com distribuição cosmopolita, ocorrem no 

mar, em água salobra, em água doce e são importantes indicadores ecológicos porque são 

sensíveis as variações de fatores como salinidade, temperatura,  pH  e poluição. Estas 

microalgas também possuem altas concentrações de goticulas de óleo e crisolaminarina dentro 

de suas células  (BROWN  et  al.,  1997). As diatomáceas são caracterizadas por apresentarem 

uma parede célnIar inorgânica chamada de frústula com várias formas. A frústula é 

composta de  silica  polimerizada (SiO2 . nH20) e está dividida em duas metades (valvas) que 

se encaixam. A valva maior da frústula é denominada epiteca e a valva menor de hipoteca  

(RAVEN,  1988). 

Segundo  Perez  (2007), as diatomdceas, juntamente com algumas cianobactérias, são 

microalgas que possuem elevado teor de lipídios em sua estrutura celular, principalmente 

durante o período de  stress  ambiental, como em condição de deficiência de nutrientes e 

variação de salinidade. 

De acordo com Alyabyev et  al.  (2007), o estresse salino provoca uma série de 

alterações bioenergéticas e bioquímicas no organismo fotossintético e as mais importantes são 

o aumento das taxas de biopolimeros e catabolismo de lipídios, alterações nas taxas de energia 

gerando processos bioquimicos e alteração da permeabilidade da membrana com a 

interrupção da homeostase iônica. Estas alterações estão relacionadas com aspectos 

bioenergéticos e são essenciais para a compreensão dos mecanismos adaptativos das 

microalgas á. salinidade. Sabe-se que aumenta a demanda de energia das células sob condições 

adversas (DE  WIT,  et  al.,  1997; NEUMANN, 1989) .0 gasto adicional de energia metabólica 

sob condições de estresse é necessário para manter o equilíbrio iônico e os gradientes 

eletroquimicos, para permitir a biossintese de compostos orgânicos que desempenham um 

papel importante na proteção, osmorregulação e manutenção da estrutura celular. Neste 

contexto, o aumento da taxa de liberação de energia pode assegurar a adaptação das 

microalgas, rápido e eficaz ao  stress (TAYLOR,  1983). 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Microalgas e meio de cultivo 

Foi utilizada a microalga Chaetoceros muelleri, obtida no eel:41-i° do Laboratório de 

Centro de Tecnologia em Aquicultura (CTA) do Departamento de Engenharia de Pesca (DEP) 

da Universidade Federal do Ceará, onde as mesmas são mantidas em tubos de ensaio com 

temperatura e luminosidade controladas. 0 meio de cultivo usado para a manutenção dos 

inóculos e para a realização dos experimentos foi o meio Guillard f/2 (GUILLARD, 1975), 

cuja formula0o e composição são apresentadas na tabera 

TABELA 2. Composição do meio de cultivo Guillard f12. 

Soluções Reagentes 
Solução-estoque (mg 

1000 m1;1) 
Meio de cultura 

Nitrato de Sódio 75,0 1 mL 

2 Fosfato de Sódio 5,0 

3 Silicato de Sódio 12,0 1 mL 

Sulfato Cúprico 9,8 1 mL 

Sulfato de Zinco 22,0 

4 
Cloreto de Magnésio 10,0 

Molibdato de Sódio 6,3 

Cloreto de Ferro 3,0 1 mL 

Na2  EDTA 2H20 4,6 

5 Vitaminas 0,5 mL 
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3.2 Condições de cultivo 

Os cultivos foram submetidos a uma aeração constante (4 L ar min-1), através do uso 

de bombas de diafragma. A temperatura da sala de cultivo e a intensidade luminosa foram 

mantidas em 28 ± 1 °C e 200 µE cm-2  s-1, respectivamente. A iluminância dos cultivos foi 

ajustada, regulando a distancia da luz para os garrafões de cultivo, sendo avaliada com ajuda 

de um luxfmetro digital. A iluminação constante foi fornecida por duas lâmpadas 

fluorescentes de 40 W com o objetivo de obter uma maior taxa fotossintética e 

consequentemente, maior produtividade. Todo o material utilizado no experimento, incluindo 

os tubos de ensaio, erlenmeyers e garrafões com capacidade para 9 L foram previamente 

lavados com água e detergente, enxaguados e, posteriormente esterilizados em  autoclave  a 

uma temperatura de 120°C por 15 minutos. 

3.3 Delineamento experimental 

Os cultivos foram realizados nas salinidades 15, 25 e 35, em triplicatas e atemporais, 

utilizando frascos de nove litros (Figura 2B) com volumes ilteis de sete litros, sendo 4,5 L de 

meio Guillard e 2,5 L de uma pré-cultura de C. muelleri (Figura 2A) produzida no mesmo 

meio (inóculo). Após a inoculação da microalga, não houve mais a adição de meio de cultura 

no frasco durante todo desenvolvimento do cultivo (Figura 2B), caracterizando uma cultura 

do tipo estacionária ou  "batch"  (LOURENÇO, 2006). 

(A) ( 3)  

Figura 2 — Frascos de 3.000 rnI  com o inóculo inicial de chaetoceros muelliri (A) e frascos  dc  9.000 mL 
contendo o cultivo de Chaetoceros muelleri na fase final de crescimento (B 
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Após a diluição dos inóculos, os cultivos das microalgas, nas três salinidades e 

triplicatas, foram iniciados com uma DO700nm  de 0,100 sendo também mantidas constantes as 

mesmas condições luz, nutrientes, temperatura, aeração e  pH.  

O acompanhamento dos cultivos foi realizado através da obtenção da densidade óptica 

e contagem de células. A densidade óptica (D0700n„,) foi determinada através de um 

espectrofotõmetro de leitura direta no comprimento de onda de 700 nm. A determinação da 

densidade óptica inicial dos cultivos foi realizada, segundo Sipatiba Tavares e Rocha (2001), 

utilizando a relação  VF  = DF/Di x V1. em que  VF  = Volume final a ser mantido; DF = 

densidade óptica desejada, D1 = densidade do inoculo e V1 = volume do inoculo. 

A contagem celular foi realizada em um microscópio óptico, utilizando uma câmara de  

Neubauer  espelhada. Para a contagem, foi retirada uma aliquota de 5mL e fixada com formol 

neutralizada com tetraborato de sódio (b6rax), sendo expressa em cel mL-1. 

Os valores médios de contagens de células, obtidos das três repetições de cada 

salinidade, foram utilizados para tragar as curvas de crescimento, nas quais foram 

identificadas as fases de crescimento ao longo do cultivo, bem como utilizados para 

determinar as concentrações celulares máximas (Xmax) e as taxas de crescimento  ern  divisões 

por dia (K), que foram obtidas nos dias de maiores produtividades das culturas (OHSE et  al.,  

2008). A taxa de crescimento K foi calculada de acordo com Lourenço (2006), através da 

equação: 

= log,(Nf  —N0 ) 

D,  

onde: K é a taxa de crescimento; No e Nf as densidades ópticas no inicio e no dia em que o 

cultivo obteve a máxima concentração celular, respectivamente, e Dt  a duração do cultivo em 

dias. 

Estas duas variáveis foram submetidas a uma correlação linear e, posteriormente, foi 

obtida a equação de regressão linear entre as mesmas, através da fórmula Y=a•X+b, onde 

Y corresponde à densidade celular (cel mEl); X à densidade óptica (DO7oonm); b o coeficiente 

angular ou inclinação da reta a o coeficiente linear  (XU  et  al.,  2006). 



21 

3.4 Obtenção da biomassa de C.muelleri 

Ao chegar ao final da fase de crescimento exponencial, identificada através de 

espectrometria e contagem celular, as culturas foram floculadas com a adição de NaOH 2N. 

Após a sedimentação dos flocos, o meio de cultivo foi separado da biomassa  algal,  

através de sifonamento e a mesma foi lavada com água destilada para retirada do excesso de 

sal. Posteriormente, a biomassa da microalga C. muelleri foi seca em estufa com renovação de 

ar a 60 °C por 24h. 

3.5 Extração de lipídios 

A extração de lipídios da biomassa seca , foi realizada no departamento de 

Engenharia Química, da Universidade Federal do Ceará, seguindo a metodologia descrita por 

Bligh e  Dyer  (1959). Para isso, 5 g da biomassa seca de C.muelleri foram adicionados em um 

erlenmeyer de 250 mL, contendo 25 mL de metanol, 12,5 mL de clorofórmio e 5 mL de água. 

O erlenmeyer foi fechado e imerso por durante 40 minutos, em banho ultrasõnico com 

freqüência de 40 kHz e potência de 80 W. Em seguida, foram adicionados mais 12,5 mL de 

clorofórmio e 12,5 mL de água destilada ã mistura que foi novamente levada ao banho, por 

mais 20 minutos. A parte sólida foi filtrada a vácuo e, posteriormente, seca em estufa durante 

24 h na temperatura de 105°C para a recuperação da biomassa. A metodologia da extração 

lipidica pode ser observada na figura 3. 

Após a formação de duas fases distintas no liquido filtrado, uma formada por 

clorofórmio que, por ser hidrofóbico e apoiar, contem lipídios e outra por metanol e água, 

hidrofflica e polar, a primeira, contendo os lipídios, foi separada e, após a evaporação do 

clorofórmio, o teor de lipídios foi quantificado por pesagem. A concentração de lipídeos totais 

na biomassa foi determinada por diferença de massa do sólido, antes e depois do processo de 

extração, sendo feita três extrações da biomassa de cada salinidade utilizada. 0 percentual 

lipidico  (PL)  total foi calculado pela equação: 
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PL(%)  = (peso antes da extração — peso após a extração) x 100 

Figura 3 —  Fluxograma da extração de lipídios totais através do método de Bligh e  Dyer  (1959). 

3.6 Análise Estatística 

Para comprovar se houve diferença estatística entre as concentrações de lipídios nas 

diferentes salinidades experimentadas, na taxa de crescimento e produtividade máxima dos 

cultivos, os dados foram submetidos a análises de variância unifatorial (ANO VA) e, 

posteriormente, no caso de existir diferença significativa, as médias dos tratamentos foram 

comparadas pelo teste de Tukey. Em todas as análises o nível de significância foi de 5%. 
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4.0. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.1. Correlação linear 

As determinações diárias de DO  -mom  e contagem de células  (eel  m1-1) das culturas nas 

três salinidades utilizadas apresentaram fortes correlações lineares com coeficientes de 

determinação próximo de um, o que permitiu a determinação das equações de regressão linear 

para conversão de um parâmetro em outro (Figura4). 
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Figura 4 - Correlações lineares entre D0700„„, e contagem de células (cel.m11) das culturas de C. muelleri e 
respectivas equações de regressão linear, nas salinidades 15, 25 e 35. 
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Cada ponto nas curvas se refere à média de três repetições ± desvio padrão. Os 

coeficientes de determinação (R2) e as retas de regressão também estão indicadas em cada 

diagrama. 

Segundo Oliveira (1993), a curva de crescimento só pode ser ajustada pelo modelo de 

regressão linear até o inicio da fase estacionária, pois a partir de então, além de não ocorrer 

incremento liquido da população o número de células também diminui, reduzindo a 

correlação. 

4.2. Curvas de Crescimento 

Os perfis das curvas de crescimento (Figura 5), obtidos das culturas realizadas nas 

salinidades 15 e 25 foram bastante semelhantes, com fases de crescimento exponenciais 

bastante acentuadas, se diferenciando apenas no último dia de cultivo, quando a densidade 

celular nos cultivos realizados na salinidade 25 foi significativamente superior. Já nos 

cultivos realizados na salinidade 35, a curva de crescimento evidenciou um menor 

desenvolvimento da população  algal  durante todo cultivo. Oshe et  al.  (2007) cultivaram a 

mesma espécie  ern  salinidade 30 e obtiveram uma curva de crescimento mais demorada, 

levando em torno de sete dias para entrar na fase estacionária. 

1 2 3 4 
Tempo (dias) 

5  

Figura 5 — Curvas de crescimento de C. muelleri cultivada nas salinidades 15, 25 e 35 
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A fase de crescimento exponencial, ou fase  log,  foi observada do primeiro ao terceiro 

dia nos cultivos realizados nas três salinidades, a partir deste momento os cultivos nas 

salinidades 15 e 25 entraram na fase de diminuição do crescimento relativo, a qual se 

prolongou até o quinto dia de cultivo apenas na salinidade 25. Não foi observada a fase de 

indução do crescimento para os três tratamentos. 0 cultivo realizado na salinidade 35 

alcançou a fase estacionária já a partir do terceiro dia de cultivo, tendendo à senescência a 

partir do quarto dia. Por outro lado, após a redução do crescimento relativo no quarto dia, o 

cultivo realizado na menor salinidade já apresentou uma tendência de morte. 

As microalgas cultivadas nas três salinidades foram floculadas para obtenção da 

biomassa seca no quinto dia de cultivo, quando já se observa uma tendência de estagnação no 

crescimento populacional, resultante da diminuição da disponibilidade de nutrientes no meio, 

entre outros fatores. Para um ótimo desempenho do cultivo de microalgas, vários nutrientes 

são essenciais ao desenvolvimento  algal,  como nitrogênio, hidrogênio, fósforo, cálcio, 

magnésio, potássio e enxofre, bem como micronutrientes como ferro, boro, cobre, zinco, 

vanddio, molibdênio e sódio, geralmente presentes nos meios de cultivo (SIPAÚBA: 

ROCHA, 2003). 

4.3. Concentração celular e Taxa de crescimento 

Foi observada uma variação significativa (p< 0,05) nos valores de concentração 

celular máxima (CCM) entre as salinidades estudas. Os cultivos nas salinidades de 15 e 25 

alcançaram maiores valores de CCM, não apresentando diferença significativa entre ambos. A 

maior taxa de crescimento foi observada na salinidade 15, atingindo essa máxima 

concentração em torno de 73 horas (Tabela 3). 

Oshe et  al.,  (2007), ao cultivarem a mesma espécie em salinidade 30, temperatura de 

25±2°C e radiação de 150 p,mol.m-2.s I  , obtiveram CCM de 38,65 x 105  cel.m1:1.  Renaud  et  

al.  (2002) avaliaram o crescimento de 18 espécies de microalgas na salinidade 25 ± 1, 

temperatura 25 ± 1°C e radiação de 80 ± 24tmo1  in-2.s-1. Os autores observaram uma densidade 

de 28,9 x 105  cel. m1:I  para a espécie Chaetoceros sp, valores superiores aos encontrados 

neste experimento. 

0 cultivo da diatomdcea C. muelleri, em meio guillard f/2, a uma temperatura de 19 

°C, e intensidade de luz de 1500  lux,  com injeção de CO2, resultou em CCM de 30 a 120 x 105 
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cel.m1:1  .Já em um cultivo utilizando fotobiorreator, Krichnavaruck et  al.  (2005) encontraram 

para C. calcitrans a densidade celular máxima de 88 x 105  cel. m1:I  na fase estacionária, 

mostrando a eficiência destas estruturas. 

Análise da variância revelou significância (P<0,05) para taxa de crescimento nas três 

salindades (Tabela 3). 0 maior valor de crescimento foi observado na salinidade 15 %0, 

atingindo essa máxima concentração em torno de 73 horas, após a inoculação, na salinidade 

de 35%o, onde se obteve a concentração mais rápida em torno de 48 horas após o inicio do 

cultivo e na salinidade de 25%o, na qual observamos uma curva mais acentuada de 

crescimento obtivemos valores em torno de 0,55± 0,1 divisões dia', porem seu tempo de 

concentração máxima foi mais tardio em torno de 96 horas, o que se manteve constante 

durante o cultivo, o que explica o fato desta salinidade ter um melhor desenvolvimento para a 

microalga estudada.  

Renaud  et' (2002) cultivaram Chaetoceros sp com temperaturas semelhantes ao 

deste trabalho, nas salinidades 15 e 25 e obtiveram 0,87 e 0,56 divisões dial, valores bem 

semelhantes aos encontrados nesta pesquisa. 

Os cultivos das diatomdceas Chaetoceros wighami e  Amphora  coffeaefonnis em meio 

de cultura guillard f/2, salinidade de 30, temperatura de 28°C e radiação de 40 mmol 

resultaram em taxas de crescimento de 0,95 e 0,72 divisões dial, respectivamente. valores 

próximos aos encontrados neste experimento (RAJADURAI et  al.,  2005). Já para a 

diatomdcea Thalassiosira vveissflogii, Reinfelder et  al.  (2000) obtiveram taxas de crescimento 

variando de 1 a 1,5 divisões dial  Amplitude esta,significativamente próxima, a taxa de 

crescimento obtido na salinidade de 15%0. 

Tabela 3. Parâmetros de rendimento cinêtico das culturas de c.muelleri em três 
diferentes salinidades.. • 

Salinidade Tempo de Taxa de Concentração Rendimento 

(%0) máxima 

concentração 

(horas) 

. crescimento 

(divisões dia-1) 

celular máxima 

(x 105  eel  mL-1) 

Lipidico 

(%) 

15 73 ± lu 0,90 ± 0,12a 16,3 ± 1,50a 10,41 ± 1,898  

25 96 ± l a  0,55 ± 0,11b  17,6 ± 2,908  10.87 ± 2.10a  

35 48 ± l e  0,63 ± 0,18ab  10,3 ± 0,3Ob  12,33 ± 1.81' 
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4.4 Rendimento lipidico 

Segundo Pernet et  al  (2003) o teor de lipídios das microalgas parece ser altamente 

variável e está relacionado às condições ambientais. A influência da intensidade de luz, 

temperatura, nutrientes e o estágio de desenvolvimento da cultura no teor de lipídeos e ácidos 

graxos de microalgas tem sido bastante estudada. A produção e armazenamento de lipídios 

por microalgas em resposta a variações nos fatores ambientais são específicos para cada 

espécie de microalga, tornando difícil a generalização. No entanto, com base na literatura, 

parece que o conteúdo lipidico das diatomdceas aumenta drasticamente quando as culturas 

atingirem a fase estacionária devido a um fator limitante do crescimento, como a redução dos 

níveis de silicato ou nitrogênio. Os valores de rendimento lipiclica nas três salinidades não 

apresentaram diferenças significativas (P<0,05) em relação ao peso seco das microalgas, 

sendo obtidos, para as salinidades de 15, 25 e 35, teores de 10,41 ± 1,89; 10,87 ± 2.10 e 12,33 

± 1.81%, respectivamente  

Renaud  et a (2002) avaliaram a influencia da temperatura no crescimento, na 

composição química e de ácidos graxos de Chaetoceros sp em temperaturas em torno de 25 

°C e encontraram cerca de 16,8% de lipídios para (P<0,05), esta espécie, valor próximo aos 

obtidos neste estudo. Já foi demonstrado que altas temperaturas favorecerem a formação de 

ácidos graxos saturados em muitas espécies de microalgas marinhas (THOMPSON 1999). A 

fluidez das camadas de fosfolipidios na membrana celular depende do grau de insaturação de 

ácidos graxos, sendo mais fluida com o aumento da insaturação (HARWOOD: SARGENT 

1988). Sánchez-Saavedra e Voltolina (1998) observaram o efeito da qualidade da luz no 

cultivo de Chaetoceros sp, utilizando diferentes fontes de  lux.  Quando o cultivo foi realizado 

com uma fonte de luz branca, o rendimento de lipídios foi maior  

Takagi,  et  al  (2005) produziram a microalga Duzzaliella tertiolecta e verificaram que a 

concentração celular diminuiu com o aumento da concentração de NaC1 no meio de cultivo, 

mas foi verificado um aumento no teor de lipídios intracelular, e alto percentual de 

triglicerideos, na fase de crescimento exponencial, porém o aumento na concentração-de NaCl 

não foi uma boa estratégia, devido a acentuada diminuição na concentração celular 

No presente trabalho, o rendimento lipidico não foi influenciado pelas salinidades 

testadas, no entanto, a concentração celular máxima sofreu esta influência e foi 

significativamente maior nas salinidades de 25 e 15 (Tabela 3). Assim, quantitativamente 

poderão ser conseguidas maiores produções totais de lipídeos, principalmente em larga escala, 
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levando em consideração o total de células produzidas nestas salinidades. Além disso, a 

possibilidade de se cultivar comercialmente microalgas em larga escala, utilizando água com 

salinidade em torno de 25 no Estado do Ceará é bem maior, tendo em vista a proximidade do 

mar. 

Converti et  al  (2009) afirmaram que o crescimento da microalga Chlorella vulgaris e 

seu teor de lipídios podem ser afetados pela temperatura de cultivo. Os autores obtiveram em 

uma temperatura de 30°  C, uma redução de 17% na taxa de crescimento quando comparados a 

uma temperatura de 25°C e uma redução significativa na quantidade de lipídios de 14,71 

± 0.30 para 5,90 ± 0.42 g 100g de alga seca-1. Já a microalga Nannochloropsis oculata, o 

conteúdo de lipídios duplicou, passando de 7,90 ± 0.21 para 14,92 ± 0.82 g 100g de alga seca- 

. Quando a concentração de nitrogênio no meio foi reduzida em 75%, houve um aumento da 

quantidade de lipídios de 7,90 para 15,31T érn Nannochloropsis oculata e de para 16,41 

% em C. vulgaris, mostrando assim que cada espécie de microalga possui parâmetros ideais 

para o crescimento e produtividade lipklica. 

As diferentes classes de microalgas diferem muito em seu conteúdo de carboidratos, 

assim como no de proteínas e lipídios. Embora as diferenças na composição bioquímica de 

muitas espécies possam ser o resultado de diferenças genéticas, as mesmas podem, algumas 

vezes, ser atribuidas As condições de cultivo ou ao estágio de desenvolvimento da microalga  

(BROWN  et al.,1997). 

Futuros estudos, mais detalhados, são bastante promissores como a caracterização dos 

lipídios encontrados na microalga Chaetoceros muelleri podendo assim indicar e qualificar os 

diferentes tipos de lipídios. 0 uso de fotobioreatores, também é uma alternativa, para uma 

maior e mais rápida produtividade, bem como diferentes técnicas de separação da microalga 

do meio de cultivo e o aproveitamento da biomassa resultante da extração de lipídios para a 

obtenção de outros compostos com atividade biológica. Além disso, a variação de outros 

parâmetros como temperatura, fotoperiodo, intensidade luminosa, composição do meio de 

cultura e tipo de cultura pode ser utilizada para um possível incremento lipidico. 
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