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I 

 

RESUMO 

As microalgas têm sido foco de grande interesse para a produção de biocombustíveis 

devido a sua enorme capacidade de produzir biomassa, e pelo fato de muitas espécies 

produzirem ácidos graxos em quantidades muitas vezes superiores à várias oleaginosas. 

Muitas microalgas também atuam como eficientes biorremediadores de resíduos 

domésticos e agroindustriais, de maneira que sistemas integrados de cultivo de 

microalgas promissoras para a produção de biocombustíveis acoplados ao tratamento de 

efluentes podem apresentar vários benefícios incluindo redução de custos no tratamento 

de águas residuais e produção de biomassa microalgal, barateando os cultivos, 

promovendo remoção de nutrientes e minimizando impactos ambientais. Esta pesquisa 

visou avaliar a efetividade de microalgas regionais atuarem na biorremediação de três 

tipos de efluentes: água de lavagem de biodiesel, efluente de carcinicultura e água de 

drenagem agrícola, utilizando espécies potencialmente promissoras à produção de 

biodiesel que podem crescer nesses efluentes como meio de cultura. Foram utilizadas 12 

espécies de microalgas isoladas de vários ambientes aquáticos do Nordeste do Brasil 

sendo 11 dulcícolas e uma marinha. A seleção das espécies foi feita considerando-se 

aquelas que produzem substanciais quantidades de ácidos graxos, com algumas 

inclusive superiores à soja. Os experimentos foram realizados em câmara de cultura 

climatizada (25 ± 1 ºC, fotoperíodo de 12h) em balões de 6L de capacidade com aeração 

contínua. O crescimento das espécies nas condições testadas foi acompanhado por 

contagens celular e medidas da fluorescência in vivo e as respostas fisiológicas por 

citometria de fluxo. Nos efluentes foram determinados os teores de NO3, NO2, PO4, pH, 

DQO, turbidez, condutividade elétrica e sólidos totais usando procedimentos analíticos 

e/ou sonda multiparâmetros. Em água de lavagem de biodiesel foram testadas 11 

espécies, das quais apenas duas apresentaram bom crescimento. Destas, Monoraphidium 

contortum foi selecionada para os testes de biorremediação por apresentar maior 

capacidade de crescimento e ser a segunda espécie com maior teor de ácidos graxos. 

Constatou-se que esta espécie reduz as concentrações de NO3, PO4, e DQO nas 

porcentagens de 25,8%, 7,2% e 31,2%, respectivamente. Em água de carcinicultura o 

gênero Amphora sp. mostrou crescimento considerável, porém inferior ao controle com 

produção de lipídeos superior. A remoção de PO4, NO3 e NO2 por esta espécie nesse 

efluente foi de 73,357%, 72,572% e 66,667%, respectivamente. Em água de drenagem 

agrícola foram testadas 11 espécies das quais M. contortum foi selecionada para o 

ensaio de biorremediação e sua produção de biomassa e o rendimento final em número 

de células nesta condição experimental foram inferiores ao controle. Neste efluente essa 

espécie removeu aproximadamente 73% de NO3 e 100% de PO4. As comparações das 

respostas fisiológicas demonstraram concentrações celulares, florescência da clorofila e 

atividade da esterase mais elevadas no controle e maior produção de lipídeos no 

efluente. Os dados mostram ser possível a utilização desses efluentes no cultivo de 

microalgas importantes à produção de biodiesel com reduções efetivas dos nutrientes 

presentes na água residual e que, dependendo da espécie, os efluentes podem oferecer 

condições favoráveis a uma maior produção de lipídeos. Contudo, os cultivos de 

microalgas nesses efluentes podem ter duplo interesse: minimizar impactos ambientais e 

produzir biomassa microalgal que pode ser usada para produção de biodiesel ou outros 

coprodutos de interesse à biotecnologia, reduzindo assim os custos de produção em 

cultivos em massa. 

 

Palavras-chave: ácidos graxos, citometria de fluxo, fisiologia celular, meio alternativo. 
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ABSTRACT 

 

Microalgae have been the focus of great interest for the biofuels production due to its 

enormous capacity to produce biomass, and because many species produce fatty acids in 

amounts many times the various oleaginous plants. Many microalgae also act as 

efficient bioremediators domestic and industrial residues, so integrated cultivation of 

promising microalgae for biofuels coupled to wastewater treatment systems can provide 

several benefits including cost reductions in effluents treatment and biomass microalgal 

production, cheapening the culture, promoting nutrient removal and minimizing 

environmental impacts. This research aimed to evaluate the effectiveness of regional 

microalgae act in the bioremediation of three types of effluents: biodiesel washing 

water, shrimp wastewater and agricultural drainage water using potentially promising 

species for the production of biodiesel that can grow in these effluents as a culture 

medium . Were used 12 isolated species of microalgae various aquatic environments in 

northeastern Brazil with 11 freshwater and 1 marine. The selection of species was made 

considering those which produce substantial amounts of fatty acids, with some even 

superior to soy. The experiments were performed in chambre culture (25 ± 1 ° C, 

photoperiod of 12h) in balloons 6L capacity with continuous aeration. The growth of the 

species under the conditions tested was accompanied by cell counts and measurement of 

fluorescence in vivo and the physiological responses by flow cytometry. In the effluent 

were determined NO3, NO2, PO4, pH, COD, turbidity, electrical conductivity and total 

solids using analytical procedures and/or multiparameter probe. In biodiesel washing 

water 11 species were tested, only two of which showed good growth. Of these, 

Monoraphidium contortum was selected for the bioremediation tests due to its higher 

capacity for growth and be the second species with a higher content of fatty acids. It 

was found that the species reduces the concentration of NO3, PO4, and COD in 

percentages of 25.8%, 7.2% and 31.2%, respectively. In shrimp farming water the genus 

Amphora sp. it showed considerable growth, but lower than the control, but with higher 

production lipids. Removal PO4, NO3 and NO2 in this species in this effluent was 

73.357%, 72.572% and 66.667%, respectively. In agricultural drainage water were 

tested of which 11 species. Monoraphidium contortum was selected for the 

bioremediation test and biomass production and yield of the final number of cells in this 

experimental condition were lower than the control. In this kind effluent removed 

approximately 73% and 100% for respectively NO3 and PO4. Comparisons of 

physiological responses showed cell concentrations, florescence chlorophyll and 

activity of higher esterase in control and increased production of lipids in the drainage 

water The data show it is possible to use these effluents in the cultivation of microalgae 

important for biodiesel production with effective reduction of nutrients present in 

wastewater and that, depending on the species, the effluent may offer favorable 

conditions for increased production of lipids. However, microalgal cultures in these 

effluents can be double interest: to minimize environmental impact and producing 

microalgal biomass that can be used to produce biodiesel, or other byproducts of interest 

to the biotechnology, thereby reducing production costs in mass culture. 

 

Keywords: fatty acids, flow cytometer, cell physiology, alternative medium. 
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1 INTRODUÇÃO GERAL 

 

A preocupação com as questões ambientais tem se mostrado cada vez mais evidente 

devido à demasiada utilização de recursos naturais em diversos processos produtivos, 

resultando em elevados níveis de impactos ambientais (BARCELLOS, OLIVEIRA; 

CARVALHO, 2009). Nos dias de hoje, há uma crescente demanda por produtos e serviços, 

aumentando drasticamente a atividade industrial, elevando, dessa forma, a geração de resíduos, 

e a utilização de recursos naturais os quais estão se tornando cada vez mais escassos e 

potencialmente degradados (SCHMITZ; DAL MAGRO; COLLA, 2012).  

A partir desta problemática, busca-se atrelar medidas práticas de proteção ambiental ao 

desenvolvimento econômico, desenvolvendo técnicas e alternativas efetivas para minimizar o 

efeito dos impactos ambientais. Uma das alternativas consiste em utilizar processos biológicos 

que possuem possibilidades de aplicações ambientais e comerciais, a exemplo da utilização de 

microalgas em estudos de tratamento de efluentes (MEZZOMO et al., 2010), sequestro de 

carbono (WANG et al., 2008), biorremediação e controle de poluição (SIVA KIRAN et al., 

2012), produção de energia (VARFOLOMEEV; WASSERMAN, 2011), e indústrias 

alimentícia (VANTHOOR-KOOPMANS et al., 2013) e farmacêutica (AHMED et al., 2014). 

A importância das microalgas para a biotecnologia destaca-se entre os modernos 

processos microbiológicos com frentes de pesquisa desenvolvidos nas últimas décadas 

(NAGARAJAN; MARUTHANAYAGAM; SUNDARARAMAN, 2012). A utilização das 

microalgas na produção de energia tem sido cada vez mais investigada, podendo-se admitir que 

a energia do futuro que possa atender grande parte das atividades humanas deverá ser 

dependente do cultivo e processamento das microalgas (GONG; JIANG, 2011; MENG et al., 

2009; MONTERO; ARISTIZÁBA; REINA, 2011; TEIXEIRA; MORALES, 2007).  

As microalgas são versáteis com relação à produção de tipos de biocombustíveis, como 

o biodiesel, o bioetanol, biogás, bioquerosene e Bio-hidrogênio e ultimamente a maioria das 

pesquisas têm sido orientadas ao desenvolvimento de métodos de cultivo e engenharia de 

sistemas de cultivo, engenharia genética e metabólica, a fim de aumentar a produção lipídica, 

medidas eficientes de colheita de biomassa, tecnologias de conversão de biocombustíveis, 

avaliação de custo-eficácia, avaliação do ciclo de vida e implicações políticas (GHOSH et al., 

2016; GONÇALVES; PIRES; SIMÕES, 2016; SAWAENGSAK et al., 2014; TERCERO; 

DOMENICALI; BERTUCCO, 2014; ZHU, 2015). 
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O cultivo de microalgas consiste num sistema biológico muito eficiente no 

armazenamento de energia solar que se dá através da produção de compostos orgânicos pela 

fotossíntese, sendo que a maioria das espécies apresenta crescimento rápido, possibilitando a 

produção de grandes volumes de biomassa e necessitando de áreas muito menores se 

comparadas ao cultivo de plantas terrestres (MAITY et al., 2014). Além disso, esses 

microrganismos têm grande capacidade de absorção do CO2 visto que 90% do peso da 

microalga é proveniente do consumo de CO2 nos cultivos fotoautotróficos, logo, a produção em 

larga escala de microalgas reduziria as concentrações de carbono na atmosfera. Segundo Brown 

e Zeiler (1993), estima-se que cada tonelada de biomassa algal produzida em determinado 

tempo consome cerca de 2 toneladas de CO2 pela fotossíntese, valor este que é de 10 a 20 vezes 

maior do que o absorvido pelas plantas oleaginosas. Muitas microalgas produzem substanciais 

quantidades de proteínas, lipídeos e carboidratos e a biomassa dos cultivos pode ser utilizada 

como alimento humano ou animal (ZHU, 2015). Outras microalgas são prolíficas produtoras 

de ácidos graxos, sendo de extrema importância para a produção de biodiesel (RAWAT et al., 

2013). Adicionalmente, as microalgas produzem diversos compostos de interesse 

farmacológico ou químico, intermediários do setor petroquímico, bioplásticos, e compostos 

bioativos diversos (CHU et al., 2010; DERNER, 2006; FRANCO et al., 2013), de maneira que 

o interesse pelo aproveitamento desses organismos em processos produtivos cresce a cada dia.  

O cenário dos biocombustíveis tem recebido cada vez mais atenção, não somente por 

ser uma fonte de energia renovável, mas também porque os biocombustíveis são biodegradáveis 

e produzem menores quantidades de substâncias poluentes, a exemplo do CO2 (CHISTI, 2007; 

COOK; BEYEA, 2000; PEREIRA et al., 2012). No Brasil, os biocombustíveis são derivados 

principalmente da agricultura e as plantações extensas de espécies vegetais no processo 

produtivo provocam a fragmentação de ecossistemas reduzindo os habitats naturais de muitas 

espécies, exaurem a biodiversidade, provocam perda da fertilidade do solo e outros fatores 

adversos ao meio ambiente. Além disso, o agronegócio baseado na produção de 

biocombustíveis também é sinônimo de uso abusivo de agrotóxicos e fertilizantes químicos, 

que trazem riscos adicionais à integridade dos ecossistemas e à saúde pública.  

Os biocombustíveis derivados de microalgas têm um retorno energético muito mais 

elevado do que outros biocombustíveis e atendem simultaneamente tanto aos quesitos 

ambientais como aos de demanda (GROOM et al., 2008). No entanto, essa produção apresenta 

elevado custo, sendo 4 a 10 vezes maior do que os combustíveis derivados de petróleo e do 

biocombustível proveniente de oleaginosas (CHISTI, 2007), principalmente pelos meios de 

cultura empregados para produzir biomassa que necessitam de diversos produtos químicos, 
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alguns de preço muito alto. A fim de reduzir os custos de produção, tem sido sugerida a 

integração do cultivo de microalgas com o tratamento de efluentes para a remoção de compostos 

inorgânicos que em altas concentrações no ambiente podem causar alterações na dinâmica de 

determinados ecossistemas. Ainda assim, alguns desses tratamentos necessitam da adição de 

suplementos nutricionais nos cultivos (CHO et al., 2013). Os efluentes precisam passar por um 

tratamento seguro antes de serem descartados no ambiente que usualmente inclui um tratamento 

primário, realizado por processos físico-químicos, secundário, geralmente por meio de reações 

bioquímicas, além de um tratamento terciário que pode incluir o uso de compostos químicos 

(OSUNDEKO; PITTMAN, 2014).  

Assim, o cultivo de microalgas em águas residuais tem-se mostrado bastante promissor 

devido à alta eficiência de remoção de nutrientes desses organismos, além da produtividade de 

biomassa usualmente elevada (ZHU et al., 2013). A capacidade de transformar materiais 

poluentes em biomassa de elevado valor econômico ou energético torna as microalgas 

importantes agentes mitigadores de impactos ambientais, devido à enorme capacidade que elas 

têm de retirar nutrientes do meio e absorver gás-carbônico.  

A dissertação encontra-se subdividida em seis capítulos, os três primeiros com uma 

introdução geral, objetivos e referencial teórico e os três últimos apresentando, em cada um 

deles, artigos que foram desenvolvidos neste trabalho, a serem submetidos para revistas 

científicas. 

O primeiro artigo, refere-se a capacidade de biorremediação de água de lavagem de 

biodiesel com microalgas que possam ter interesse à produção de biodiesel. Neste contexto foi 

testada a capacidade de crescimento de 11 linhagens de microalgas, das quais 3 apresentam 

ácidos graxos superiores à soja, selecionando-se uma das espécies que apresenta os melhores 

desempenhos nesse tipo de efluente a fim de avaliar seu crescimento e sua capacidade de 

biorremediação desse efluente, em termos de remoção de nitrato e fosfato. 

O segundo artigo, teve o propósito de avaliar a capacidade de biorremediação de 

efluente de carcinicultura com a microalga Amphora sp. que apresenta quantidades de ácidos 

graxos superiores à soja. Avaliou-se sua capacidade de crescimento e sua capacidade de 

biorremediação nesse efluente, em termos de remoção de nitrato, nitrito e fosfato e foi avaliado 

a produção de lipídeos através da citometria de fluxo.  

No terceiro artigo avaliou-se a capacidade de biorremediação de água de drenagem 

agrícola com microalgas que podem ter interesse à produção de compostos lipídicos testando-

se a capacidade de crescimento de 11 cepas regionais de microalgas, das quais 3 apresentam 

quantidades de ácidos graxos superiores à soja e selecionando-se uma das espécies que 
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apresenta os melhores desempenhos dentre as que foram testadas, para avaliar sua capacidade 

de crescimento nesse tipo de efluente e sua capacidade de biorremediação, em termos de 

remoção de nitrato e fosfato e produção de lipídeos através da citometria de fluxo.  
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2 OBJETIVOS   

 

2.1 OBJETIVO GERAL 

 

Avaliar a efetividade de utilização de microalgas regionais na bioremediação de 

diferentes tipos de efluentes líquidos oriundos de atividades humanas, com o propósito de 

mitigar os impactos ambientais dessas atividades, e produzir biomassa algal de espécies 

potencialmente promissoras à produção de biodiesel usando esses efluentes como meio de 

cultura alternativo.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

a) Avaliar a efetividade do uso de microalgas na biorremediação de água de lavagem de 

biodiesel visando o aproveitamento desses resíduos como meio alternativo para a produção 

de biomassa de espécies potencialmente importantes à produção de biodiesel; 

b) avaliar a efetividade do uso de microalgas na biorremediação de efluente de carcinicultura 

visando o aproveitamento desses resíduos como meio alternativo para a produção de 

biomassa de espécies potencialmente importantes à produção de biodiesel; 

c) avaliar a efetividade do uso de microalgas na biorremediação de água de drenagem agrícola 

visando o aproveitamento desses resíduos como meio alternativo para a produção de 

biomassa de espécies potencialmente importantes à produção de biodiesel. 
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3 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

3.1 CULTIVO DE MICROALGAS 

 

Os cultivos intensivos de microalgas representam hoje um dos mais modernos processos 

da biotecnologia. A partir desses cultivos é possível obter-se alimento e vários produtos de 

interesse nutricional, farmacológico e industrial, a custos muito inferiores do que aqueles 

empregados pela agricultura tradicional, e numa velocidade de produção muito mais rápida 

(CHISTI, 2007). 

Historicamente o primeiro registro acerca do cultivo de microalgas deve-se ao alemão 

Ferdinand Cohn em 1850, que manteve viva, em seu laboratório, uma clorofícea flagelada de 

água doce, pertencente ao gênero Haematococcus. No entanto, os primeiros estudos 

experimentais abordando aspectos do cultivo de microalgas devem-se a Famintzin em 1871, e 

o primeiro cultivo monoespecífico de Chlorella vulgaris (clorofícea) foi obtido por Beijerinck 

em 1890 (MARTINS, 2014). Os primeiros estudos fisiológicos empregando culturas de 

microalgas foram realizados por Warburg por volta de 1900. Mas foi somente por volta de 1950 

que os cultivos em massa desses organismos começaram a receber mais atenção. O livro 

clássico de Burlew (1953) procurou sumarizar o conhecimento a respeito na época e a partir de 

então o interesse nos cultivos de microalgas tem aumentado continuadamente. 

Nos últimos 45 anos muitos estudos básicos com microalgas em culturas foram 

desenvolvidos. Esses estudos têm enfocado diversos aspectos, como efeitos das condições 

fóticas sobre os cultivos (FAWLEY, 1984; GRIFFTHS, 1973; MAREC, 2015; QURAISHI; 

SPENCER, 1971; SAVIDGE, 1986); temperatura (EVENS; NIEDZ; KIRKPATRICK, 2008; 

FAN; VONSHAK; BOUSSIBA, 1994; MORRIS; CLOVER, 1974, RAIMBAULT, 1984; 

1986), salinidade (BLINN, 1984; BRAND, 1984, MOHAN; DEVI, 2014; SHIMURA; 

SHIBUYA; ICHIMURA 1979; SCHOBERT, 1980), absorção de compostos nitrogenados 

(CAPORGNO et al., 2016, CHI et al., 2016; CRESSWELL; SYRETT, 1979; RAIMBAULT, 

1984), genética molecular (GOSH et al., 2016; SHAH; SYRETT, 1982), aminoácidos 

(FLYNN; SYRETT, 1985, 1986a,b; RAMOS-SUAREZ et al., 2014; ZHANG; ZHANG; 

SHAOHUA, 2014), aquicultura (BEM-AMOTZ et al., 1987; GENG  et al., 2016; OKAUCHI; 

HIRANO, 1986; SCOTT; BAYNES, 1978; SIMON, 1978; TAELMAN et al., 2013; WALNE, 

1970; WALSH et al., 1987), composição química, objetivando-se a alimentação de animais em 

cativeiro (BROWN, 1991; BROWN et al., 1997, 1998; CAERS et al., 1999; KWAN et al., 

2015; LOPES-MUÑOZ; ABALDE; HERERRO, 1992; O’CONNOR; NELL; DIEMAR, 1992; 
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SOUTHGATE et al., 1998; WHYTE, 1987), constituição química das microalgas em diferentes 

condições de cultivos (OJEDA; AFONSO, 1986; ANTIA, 1977; FABREGAS et al., 1984, 

1985, 1987; FIDALGO et al., 1998; GOLDMAN, 1980; LOURENÇO et al., 1997; MARKOU; 

NERANTZIS, 2013; NELSON et al., 1992; SUKENIK; YAMAGUCHI; LIVNE,  1993; 

SAUODIS-HELIS et al., 1999; VALENZUELA-ESPINOZA; MILLÁN; NÚNEZ, 2002) e 

outros estudos ecológicos diversos envolvendo relações interespecíficas como competição 

(GOLDMAN; RYTHER; DENNET, 1982; RIJSTENBIL,1988), alelopatia (MA et al., 2015; 

SHARP; UNDERHIL; HUGHERS, 1979; ZAK; MUSIEWICZ, KOSAKOWSKA, 2012) e 

recentemente estudos sobre análises de ciclo de vida (AJAYEEBI; GNANSOUNOU; RAMAN, 

2013; GNANSOUNOU; RAMAN, 2016).  

A literatura que trata dos estudos sobre cultivos de microalgas é muito vasta, 

demonstrando que o tema vem de longo tempo recebendo a atenção de pesquisadores no mundo 

todo. Outras abordagens que têm sido conduzidas com esses organismos incluem estudos sobre 

fotossíntese, bioensaios de toxicidade e de enriquecimento, visando determinar compostos 

nutricionais limitantes, tolerância de espécies à dessecação e escuridão de células vegetativas e 

esporos de resistência, excreção e absorção de compostos (ABU-GOSH et al., 2015, CHI et al., 

2016; CLEVELAND; PERRY, 1987; HARGRAVES; FRENCH, 1975; LOMBARDI, 1990; 

MARKAGER; VICENT; TANG, 1999; MARKOU; NERANTZIS, 2013; NAKANISHI; 

MONSI, 1965; QUARMBY, TURPIN; HARRISON, 1982; RAIMBAULT, 1984).  

No Brasil, a maior parte das pesquisas sobre este tema entre as décadas de 1970-2000 

tinha-se restringido a estudos laboratoriais em condições controladas, principalmente sobre 

aspectos metodológicos (VIEIRA, 1975, 1977), ecológicos e ecofisiológicos (YONESHIGUE 

BRAGA, 1971; TEIXEIRA; VIEIRA, 1975; VIEIRA, 1976; VIEIRA, 1980; AIDAR-

ARAGÃO, 1980; AIDAR-ARAGÃO; TEIXEIRA; VIEIRA, 1980, GAETA, 1985; TEIXEIRA 

et al., 1986, SIGAUD, 1990), meios alternativos (CASTRO, 1979; GONZALEZ-

RODRIGUEZ: MAESTRINI, 1983; LOURENÇO et al., 1997; MELO; SASSI; ARAÚJO, 

1993; OLIVEIRA; KOENING, 1984, TRIANI; SEIXAS-FILHO; COSTA 1984; TRIANI; 

SEIXAS-FILHO; RODRIGUES, 1986) e análises bioquímicas (TALAMONI: SILVA; 

CÁCERES, 1988; KOENING; MAIA; CAMPOS-TAKAKI, 1990, LOURENÇO et al., 1997). 

Hoje o foco das pesquisas sobre microalgas no Brasil, gira em torno da investigação de espécies 

potenciais para bioenergia, biorefinaria de coprodutos, alternativas econômicas para a produção 

de biocombustíveis, biorremediação com relação ao tratamento de águas residuais, lipídios, 

redução dos custos nos cultivos, produção e obtenção de biomassa, engenharia genética 
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(CABANELAS et al., 2013; COSTA; MORAIS, 2011; KLIGERMAN; BOUWER, 2015; 

NASCIMENTO et al., 2013; SILVA et al., 2014; SPERANZA; INGRAM; LEEKE, 2015). 

No processo de isolamento e manutenção dos cultivos monoespecíficos de microalgas 

facilmente ocorre contaminação do material por outros seres microscópicos, sejam 

fotossintéticos ou não. Para isso, algumas pesquisas são desenvolvidas com o intuito de 

descobrir novas alternativas para a obtenção de uma linhagem unialgal e axênica, incluindo o 

uso de antibióticos (TANG et al., 2010), porém a utilização dessa substância pode causar danos 

celulares a microalga e interferir na absorção de certos nutrientes como a vitamina B12, por 

isso muitas vezes não há sucesso na obtenção de uma cultura axênica (LEVY et al., 2009, 

AMARAL et al., 2013). 

Desde que várias espécies podem conter mais de 50% de proteína (BECKER, 1995) o 

aproveitamento mais promissor das microalgas, ainda, é a produção de alimento. Porém as 

microalgas também têm importância ambiental muito grande, uma vez que podem ser utilizadas 

no controle da qualidade da água, particularmente na remoção de compostos tóxicos, incluindo 

amônia (NH3 ou NH4) e nitrito (NO2), em diversos tipos de efluentes (VÍLCHEZ et al., 1997; 

CHUNTAPA; POWTONGSOOK, 2003, KANG; WEN, 2015) e na remoção de compostos 

nutricionais como nitrato (CAPORGNO et al., 2015) e fosfato (LANANAN et al., 2014) em 

estações de tratamento de água. Nesses casos a biomassa algácea aumenta consideravelmente 

levando a depleção de oxigênio, sendo necessária sua remoção frequente (VÍLCHEZ; VEGA, 

1994; KAYA et al., 1995).  

A utilização das microalgas na produção de energia também tem sido cada vez mais 

investigada. Em condições de cultivo as microalgas são muito susceptíveis às variações físicas 

e químicas da luz, salinidade, temperatura e nutrientes (BOOMIATHAN, 2005; SEMYALO, 

2009; CHOKSHI et al., 2015, ZIENKIEWICS et al., 2016), sendo o crescimento influenciado 

por esses fatores. Desde que os requerimentos para o sucesso dos cultivos das microalgas 

variam de espécie para espécie (VAN BAALEN, 1967) pode ser necessário fazer algumas 

modificações no meio e nas condições de cultivo (ALLEN; STAINER, 1968; ALLEN; 

ARNON, 1955; MARKOU; NERANTZIS, 2013; RIPPKA et al., 1979) e realizar estudos da 

fisiologia e metabolismo celular em culturas puras para o sucesso em aplicações tecnológicas 

em cultivos em massa (ZIENKIEWICS et al., 2016). 

 

3.2 O POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO DAS MICROALGAS 
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O interesse pelas microalgas tem crescido profusamente nas últimas décadas, a notar 

pelo volume de publicações sobre esses organismos e pela quantidade de informações 

divulgadas na internet, quer seja em termos de documentação científica e educacional, 

divulgações de eventos científicos, usos econômicos, perigos à saúde pública e ambiental, e 

aplicações industriais.  

No Google, em abril de 2016, são listadas 361.000 páginas sobre o termo “microalgae” 

que cobrem uma grande diversidade de assuntos, colocando à disposição dos usuários da rede 

mundial de computadores o que existe de mais atual a respeito. Dentre os assuntos de buscas 

mais relacionados destacam-se biotecnologia, fotobiorreatores, biodiesel, óleos de microalgas, 

bioetanol e fazendas de microalgas. Inúmeras outras páginas relacionadas são também 

referidas, evidenciando que este assunto penetra em diversas áreas de interesse. O tema 

“microalgae farms” fornece aproximadamente 171.000 citações pelo Google; o termo 

“microalgae biodiesel” nos dá aproximadamente 357.000 resultados, o termo “microalgae 

taxonomy” nos dá aproximadamente 235.000 resultados e o temo “microalgae energy” nos dá 

523.000 resultados. Até mesmo em temas bastante exóticos, como “microalgae and planetary 

colonization”, encontraremos cerca de 2.240.000 resultados de busca e “microalgae and spatial 

sciences” 12.100.000 resultados de busca. Uma rápida busca do termo “microlgae Brazil” 

forneceu 196.000 resultados de busca, indicando que o interesse no assunto tem crescido 

profusamente inclusive no Brasil. O interesse aplicado desses microrganismos relaciona 

assuntos dos mais variados possíveis, que incluem desde a produção de hidrogênio, engenharia 

ambiental, fotobiologia, bioenergética molecular, bioinformática, pesquisas pós genômicas, 

engenharia genética, dentre tantas outras frentes de ponta.  

 Por trás desse interesse estão as múltiplas possibilidades do uso biotecnológico das 

microalgas. Só a indústria de alimentos e produção de fármacos mostram um potencial de 

crescimento inesgotável. Alimentos, cosméticos e corantes extraídos das microalgas deverão 

contribuir com grande parcela das necessidades nas sociedades futuras e as pesquisas sobre 

produção de energia a partir de microalgas apontam para possibilidades ainda mais relevantes. 

Todas essas possibilidades têm alavancado pesquisas básicas e aplicadas e estimulado 

investimentos sobre o tema no mundo todo. No Brasil, a maioria dos trabalhos publicados com 

microalgas no período de 1980 a 2012 é de natureza taxonômica, muito embora várias regiões 

do país ainda permaneçam muito pouco conhecidas a este respeito. A necessidade de mais 

estudos taxonômicos e sobre outras abordagens torna-se assim imperativo num país de 

dimensões continentais como o Brasil e detentor do mérito de ser um dos principais hot spots 

da biodiversidade do planeta. Nesta conjuntura, trabalhos sobre bioprospecção de microalgas 
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são essenciais para a exploração de novas espécies dentre as existentes na natureza, por 

permitirem isolar, purificar e posteriormente estabelecer um conjunto de possíveis aplicações 

biotecnológicas. 

Alguns grupos, como as cianobactérias marinhas, por exemplo, produzem uma grande 

diversidade de compostos importantes tanto para a indústria farmacêutica como a indústria 

alimentícia. Elas podem produzir metabólitos secundários bioativos (CARMICHAEL, 2001; 

CODD, 1997; GERWICK et al., 2001; TAN, 2007), que têm elevada importância 

biotecnológica, pois podem ser importantes fontes de agentes farmacêuticos como vitaminas 

(TAN; GOH, 2009) e substâncias antimitóticas e antimicrobianas, a exemplo da apratoxina A 

(LUESCH et al., 2001), azol (TAORI et al., 2008) e hantupeptina A (TRIPATHI et al., 2009), 

que são reconhecidas como drogas antitumorais. Muitas espécies de cianobactérias podem fixar 

nitrogênio e assim desempenham um importante papel no balanço global de nitrogênio nos 

oceanos (CARPENTER; ROMANS, 1991), além do que diversas espécies são relevantes para 

a agricultura (VAISHAMPAYAN et al., 2001), enquanto que muitas outras tem sido uma 

grande promessa para propósitos de biorremediação (GONÇALVES et al., 2016, 

MALINUEVO et al., 2016, PRIYA et al., 2014). 

Ressalta-se a importância da cianobactéria Spirulina, uma das algas mais antigas da 

Terra com cerca de 3,0 bilhões de anos (YANG et al., 1997), e uma das mais cultivadas no 

mundo para vários propósitos, incluindo alimentação humana e produção de inúmeros 

compostos bioativos. Sua biomassa seca é um valioso suplemento alimentar (BELAY et al., 

1993; CIFELLI, 1983), com baixas concentrações de ácidos nucléicos e aminoácidos, similares 

às recomendações da FAO (CIFERI; TIBONI, 1985; RICHMOND, 1988), sendo a Spirulina é 

rica em proteínas (60–70% em peso), vitaminas (especialmente B12 e pró-vitamina A (β-

caroteno), e minerais como o ferro (BELAY, 2002; FAO, 2008). Além disso, a Spirulina 

contém ácidos graxos poli-insaturados (AGPI) importantes para a saúde, sendo uma fonte 

importante de ácido γ-linolênico (GLA) e pigmentos antioxidantes como os carotenoides, 

porém não são adequados para a produção de biodiesel (BELAY et al., 1996; BELAY, 2002).  

Na área de energias, algumas espécies de microalgas se destacam por produzirem 

elevadas concentrações de óleo que podem chegar até 75% em peso em relação à biomassa 

seca, a exemplo da clorofícea Botryococcus braunii (MATA et al., 2009). A soja, uma das 

plantas oleaginosas muito utilizada na produção de energia, contém cerca de 18% de óleo no 

grão. Algumas espécies de microalgas que produzem quantidades de óleo próximo ou superior 

à soja, incluem Scenedesmus obliquus (12-14%), Euglena gracilis (14-20%), Scenedesmus 

dimorphus (16-40%), Prymnesium parvum (22-38%), Chlamydomonas rheinhardii (21%), 
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Chlorella vulgaris (14-22%), Spirogyra sp. (11-21%), e Dunaliella tertiolecta (64-71%) 

(TEIXEIRA; MORALES, 2007). 

A produção de biomassa a partir de microalgas pode atingir cerca de 15-25 

toneladas/ha/ano e a estimativa para a produção de lipídios é em torno 4,5-7,5 toneladas/ha/ano. 

Em comparação com as oleaginosas geralmente utilizadas nesse processo, claramente vê-se um 

potencial na produção de biodiesel a partir de microalgas, uma vez que a soja produz 0,4 

tonelada/ha/ano, a palma 3,62 toneladas/ha/ano, e o pinhão manso 4,14 toneladas/ha/ano 

(CHISTI, 2007; LAM; LEE, 2011, 2012). Usualmente os cultivos em massa de microalgas 

podem ser efetuados em tanques abertos (raceways) ou em sistemas fechados e controlados 

(fotobiorreatores) de diferentes concepções, sendo que estes últimos apresentam maiores 

produtividades e estão isentos de possíveis contaminações. 

Chisti (2008), entretanto, ressalta que o conteúdo de óleo nas microalgas pode exceder 

80% da biomassa seca, contrastando com muitas plantas oleaginosas utilizadas para produzir 

biodiesel que contém uma quantidade de óleo muito reduzida quando comparada às microalgas, 

sendo, portanto, a produção atual de biodiesel desses vegetais insuficiente para atender à 

demanda. Chisti (2007) afirma que a produção de óleo de palma é de apenas 5.950 L.ha-1 e que 

somente os Estados Unidos necessitam de aproximadamente 0,53 bilhões de m3 de biodiesel 

anualmente, considerando a taxa de consumo de 2007 se todo o sistema de transporte 

dependente do petróleo fosse substituido pelo biodiesel. Isso significa que seria necessária uma 

área de 111 milhões de hectares de plantações de palma, o que equivaleria aproximadamente a 

61% de toda a área plantada dos USA para produção de alimentos, forragens e outras culturas, 

evidenciando um cenário irreal. Somente no ano de 2010, o consumo de diesel nos USA atingiu 

a cifra de 220 bilhões de m3 e para suprir esta demanda apenas com biodiesel a partir de óleo 

de soja, seriam necessários 367 milhões de hectares, o que se mostra irreal visto que apenas 178 

milhões de hectares estavam disponíveis (LEITE; ABDELAZIZ; HALLENBECK, 2013, 

KARGBO, 2010). 

O uso de biodiesel a partir de microalgas poderia mudar esse cenário, especialmente na 

zona tropical, onde seria possível produzir 1.535 kg.m-3 d-1 de biomassa de microalgas, a qual 

forneceria um conteúdo médio de óleo de 30% da biomassa seca (CHISTI, 2007). As 

microalgas emergem, portanto, como uma importante fonte de biodiesel de terceira geração, 

podendo ser cultivadas em altas taxas usando meios alternativos, incluindo efluentes 

domésticos, não competindo, portanto, com terras disponíveis para a agricultura (ROBERTS et 

al., 2013). 
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Por serem organismos fotossintetizantes, esses dados evidenciam que as microalgas têm 

uma habilidade de fixar CO2 da atmosfera muito maior do que as plantas terrestres, e muitas 

espécies produzem mais que 50% de sua biomassa em lipídios, a maior parte na forma de 

triacilglicerídeos (CHISTI, 2007; HU et al., 2008; PIENKOS; DARZINS, 2009). Além disso, 

o conteúdo energético das microalgas é de aproximadamente 35.800 kJ.kg-1, representando este 

valor cerca de 80% do conteúdo energético do petróleo (CHISTI, 2013). 

Entretanto, inúmeros gargalos ainda precisam ser superados para tornar a produção de 

biodiesel a partir das microalgas uma atividade economicamente viável. E as pesquisas atuais 

avançam neste sentido. Um ponto chave é que o conteúdo de lipídios varia tanto 

quantitativamente como qualitativamente, dependendo das condições de cultivo (CHISTI, 

2007). Em condições de cultivo com deprivação de nutrientes (especialmente nitrogênio), pode-

se aumentar a síntese de lipídios, mas usualmente isso implica em redução da produtividade em 

biomassa (PIENKOS; DARZINS, 2009).  

Outro fator, restritivo, diz respeito à fase de coleta da biomassa que apresenta um 

elevado custo devido a questões operacionais. A fase de colheita das microalgas é responsável 

por uma parte significativa do consumo de energia, que pode ser responsável por 20-30% do 

custo total de produção (REDDY et al., 2014). Os gastos com energia são elevados, 

especialmente se processos de centrifugação forem utilizados, mas isso pode ser minimizado 

se a colheita se der por decantação associada ou não com a floculação. Entretanto, o uso de 

floculantes químicos como sulfato de alumínio não é recomendado, devido à enorme 

capacidade oxidativa dos metais, que interferem na estabilidade do biodiesel produzido. Outro 

aspecto relaciona-se à eficiência limitada do sistema de produção visto que, segundo Pienkos e 

Darzins (2009), uma produção de microalgas de cerca de 1 g.L-1 de biomassa necessitaria de 

1.000 L de água para produzir 1 kg de biomassa, e se esta biomassa tiver cerca de 50% de 

triacilglicerídeos, aproximadamente 1.800 L de cultura seriam necessários para produzir 1 litro 

de óleo de microalga. Com relação aos custos da produção do óleo, segundo o cálculo realizado 

pela Argonne National Laboratory’s GREET model em 2007, o preço do óleo seria de US$ 

8,52/galão de triacilglicerídeos e de US$ 18,10/galão triacilglicerídeos, utilizando o cultivo em 

raceways e fotobioreator (cultivo fechado), respectivamente, e quando convertidos em 

biodiesel os valores sobem para a US$ 9,84 e US$ 20,53/galão de biodiesel (DAVIS; ADEN; 

PIENKOS, 2011).  

A produção do biodiesel de microalgas, da fase da colheita à extração, é um importante 

fator limitante para o equilíbrio entre a economia e a sustentabilidade global (CHIARAMONTI 

et al., 2016). Atualmente as pesquisas com relação ao óleo produzido por microalgas estão 
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centradas principalmente nos métodos de extração e conversão do óleo em biodiesel (DONG et 

al., 2016; SUN et al., 2011). Como as microalgas acumulam os lipídios intracelularmente, os 

procedimentos de extração do óleo são complexos e requerem técnicas que sejam 

economicamente viáveis. Ainda há discussão sobre a retirada do óleo em relação aos métodos 

de extração úmida e seca, no entanto, as rotas de extração mais usuais são as secas, 

principalmente para poder aproveitar a biomassa para a obtenção de coprodutos e, assim, 

agregar valor ao produto final, porém a extração úmida gasta menos energia e é considerada 

mais sustentável (CHIARAMONTI et al., 2016). Os processos de extração úmida incluem o 

uso de micro-ondas, ultrassons, alta pressão, alterações súbitas de pressão, abordagens 

biológicas (por exemplo, o uso de enzimas para a ruptura celular e estresses osmóticos, ou 

processamento termoquímico (por exemplo, a hidro liquefação térmica). Os processos 

termoquímicos também estão inclusos na extração seca, como a pirólise e a transesterificação 

(CHIARAMONTI et al., 2016; REDDY et al., 2014).   

Para o barateamento dos sistemas de cultivo procura-se uma combinação de diversos 

fatores para incrementar a produção de biomassa de microalgas potencialmente importantes à 

produção de biodiesel, como por exemplo a utilização de meios alternativos e de baixo custo, 

usualmente elaborados a partir de resíduos de atividades humanas pode se tornar muito 

promissor, especialmente porque os cultivos poderiam minimizar os gastos com as formulações 

dos meios de cultura sintéticos baseados em produtos químicos, melhorando ao mesmo tempo 

a qualidade ambiental reduzindo a carga de poluição dos efluentes gerados por essas atividades 

e seus impactos decorrentes. Nesse contexto seria uma grande vantagem na utilização de 

microalgas para a produção de biocombustíveis e inúmeras pesquisas têm sido feitas ou 

recomendadas utilizando diferentes tipos de efluentes de atividades industriais, como dejetos 

suínos (BAI et al., 2012; DELABARY, 2012; GAN et al., 2014; ZHU et al., 2013), vinhaça 

(RAMIREZ et al., 2014), esgoto humano (KLIGERMANN et al., 2015; SHARMA; KAHN, 

2013;) e manipueira (BORGHETI, 2009), dentre outros. Microalgas podem ser facilmente 

cultivadas em locais com solo de baixa fertilidade, que não são susceptíveis a práticas agrícolas, 

assim como em águas salgadas e salobras. 

Ao longo dos últimos anos, a produção de biocombustíveis a partir de microalgas tem 

despertado interesse considerável e, atualmente, um número crescente de empresas está 

investindo no desenvolvimento de biocombustíveis de algas e estão centrando esforços para a 

comercialização. A maioria das empresas é da América do Norte, com os Estados Unidas 

liderando o ranking com a Algenol, Aurora Algae Inc., Chevron, Diversified Energy, Green 

Fuel Technologies, Iventure, Live Fuels, Origin Oil, Sapphire Energy, Solix, e o Canadá, com 
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a Pond Biofuels; América do sul, Oil Fox (Argentina); Ásia, com DENSO Corporation, 

Euglena, IHI Corporation, Isuzu Motors (Japão), BRteam (Iran); Oceania, Algae 

Tec.(Austrália); África, ALG Western Oil (África do sul) e Europa, Algae Link (Holanda), 

AlgaFuel (Portugal), BP,  (Inglaterra), ENI (Itália), Greon (Bulgária), Neste oil (Finlândia), 

Total (França) e Varicon Acqua Solution (Reino Unido) (SABER; NAKHSHINIEV; 

YOSHIKAWA, 2016). 

Apesar de haver diversos gargalos na produção de biocombustíveis a partir de 

microalgas, é notório que no futuro haverá um sucesso comercial das microalgas e, certamente, 

deverá estar baseado no desenvolvimento de linhagens que apresentem rápida produção de 

biomassa e elevado conteúdo lipídico, além de mínimo crescimento de cepas contaminantes ou 

de outros organismos como predadores e patógenos que podem influenciar no rendimento dos 

cultivos.  

 

3.3 BIORREMEDIAÇÃO DE EFLUENTES E MICROALGAS 

 

O termo biorremediação é aplicado a todos os processos que promovem a degradação 

biológica de poluentes mediante o uso de organismos vivos ou de compostos derivados de 

organismos vivos como as enzimas, e cujo propósito é a remoção ou a redução de contaminantes 

do ambiente, sejam eles de natureza física, química ou biológica, destacando-se, neste caso, 

principalmente moléculas orgânicas recalcitrantes oriundas do metabolismo biológico ou 

xenobióticas, a exemplo de corantes, fármacos, plásticos e polímeros, que podem ter efeitos 

nocivos ao ambiente e/ou de potencial mutagênico. O emprego da biorremediação, nestes casos, 

lança mão de organismos que tem a capacidade de degradar os compostos xenobióticos, 

minimizando, assim, os riscos que eles representam ao ambiente e às comunidades biológicas 

que nele existem (GAYLARD et al., 2005). 

Comparado com outras técnicas de tratamentos convencionais de efluentes. a 

biorremediação tem custo muito inferior (KUIPER et al., 2004) e mostra-se extremamente 

eficiente em muitos propósitos. Entretanto, frente a enorme diversidade de contaminantes 

químicos que entram no ambiente através dos inúmeros processos antrópicos, nem sempre a 

degradação biológica mostra-se eficaz devido à complexidade das reações envolvidas entre os 

microrganismos e os poluentes e à escassez de dados para muitos desses compostos 

(WACKETT; HERSHBERGER, 2001). Reconhece-se, assim, que a biorremediação é um 

campo fértil de investigação em muitas áreas, como engenharia metabólica, proteômica, 

genética reversa, transcriptômica, metabolômica e modelagem metabólica em escala genômica.  
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No caso de contaminação de ambientes aquáticos, as técnicas de biorremediação podem 

incluir diversos processos a depender do tipo de contaminante que entra no sistema, sendo estas 

técnicas extremamente importantes em função das necessidades crescentes de água e do 

concomitante incremento dos perigos que a água contaminada traz para a saúde pública. Grande 

parte das reservas hídricas do globo que se destinam ao consumo humano é susceptível a 

contaminações com inúmeras substancias químicas tóxicas, incluindo compostos orgânicos 

sintéticos, a exemplo de hidrocarbonetos aromáticos, solventes clorados e pesticidas, além da 

contaminação com compostos inorgânicos como nitrato, arsênico, selênio, chumbo, cádmio, 

cromo, mercúrio e outros metais, além de radionucleotídeos. O caso é tão sério, que até mesmo 

os lençóis de água subterrânea estão sendo contaminados, colocando em risco a saúde da 

população que faz uso dessas águas (ALVAREZ; WILMAN, 2006).  

Na lista dos produtos mais perigosos encontram-se ainda os medicamentos humanos e 

de uso veterinário, como analgésicos, betabloqueadores, agentes redutores de lipídios e 

hormônios sintéticos, os diversos tipos de pesticidas como lindano, DDT, antrazina, diuron, 

glifosato, simazina e amitrol, e alguns químicos sintéticos como o nonilfenol, bisfenol A e os 

fitalatos, que são poluentes emergentes que afetam a reprodução humana e animal por 

funcionarem como disruptores endócrinos. Nesta lista incluem-se ainda diversos compostos 

mutagênicos e carcinogênicos, como benzeno e tricloroetileno (ALVARES; WILMAN, 2006). 

Os custos necessários para minimizar os efeitos da contaminação são exageradamente 

altos e tendem a aumentar a cada ano. Só nos Estados Unidos, estima-se que para limpar mais 

que 300.000 áreas contaminadas seriam necessários mais de 500 bilhões de dólares, enquanto 

que na Europa os custos de remediação de locais contaminados com resíduos perigosos deverão 

exceder 1,5 trilhões de dólares no futuro próximo (ALVARES; WILMAN, 2006).  

Diversas técnicas têm sido aplicadas na biorremediação, a exemplo do bioaumento, que 

consiste na adição de organismos capazes de degradar hidrocarbonetos presentes e que utilizam 

bactérias autóctones e exógenas; no bioestimulo, há adição de nutrientes ou fontes de nitrogênio 

e fósforo para ativar o metabolismo dos microrganismos presentes, sendo que esta técnica pode 

ser utilizada conjuntamente com a anterior; na bioventilação injeta-se oxigênio no solo, 

promovendo o arraste do contaminante para fora; na fitorremediação utiliza-se plantas que 

absorvem o contaminante, mantendo o composto na estrutura da planta para depois degradá-lo; 

a fitofiltração, em que as raízes de plantas aquáticas absorvem os contaminantes transportando-

os por sua estrutura e por meio das folhas os volatilizam, mantendo assim os aquíferos limpos; 

e a atenuação natural, em que a água se recupera por si mesmo com o tempo (LOZANO, 2005). 
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A descontaminação de ambientes afetados por metais pesados tem sido testada com 

vários organismos, como Saccharomyces cerevisiae (BELEZA, 2006), e a biorremediação de 

alguns pesticidas tem sido testada com oligoquetas (TABCHE et al., 2001). A remoção de 

corantes de indústria têxtil tem sido testada com sucessos com a cianobactéria Phormidium sp. 

imobilizada com suporte a base de alginato de cálcio evidenciando-se uma capacidade de 

remoção do corante entre 50 a 88% em todas as concentrações testadas (DÖNMEZ et al., 2008). 

Hodaifa et al. (2008) investigaram o uso de efluente industrial, especificamente a água de 

enxágue proveniente da centrifugação do óleo de oliva, para a produção de biomassa de 

Scenedesmus obliquus. Constataram que a maior síntese proteica durante a fase exponencial de 

crescimento foi de 3,7 mg L-1 para 50% de água de enxágue. A biomassa de lipídios, segundo 

os autores, foi dependente da porcentagem de água residual utilizada como meio nutritivo, 

alcançando os maiores teores de ácidos graxos monoinsaturados, poli-insaturados e ácidos 

graxos essenciais em 100% de água de enxágue como meio de cultivo. 

Os estudos direcionados ao combate da contaminação ambiental por hidrocarbonetos 

são numerosos em decorrência do grande número de acidentes de petróleo ocorridos em 

diversas partes do planeta e da necessidade de minimizar as consequências dos danos 

ambientais desses episódios. A eficácia de biorremediação nesses casos foi testada com 

diversos microrganismos, incluindo Pseudomonas sp., Mycobacterium sp., Acinetobacter sp., 

Arthrobacter sp., Bacillus sp., além de alguns fungos e estreptomicetos que atuam na 

decomposição de hidrocarbonetos aromáticos (WILLIAMS, 1975). Dados da literatura também 

indicam que outras bactérias e alguns fungos estão envolvidos em processos degradativos de 

derivados do petróleo. Poucas espécies de algas podem degradar o petróleo cru, destacando-se 

a microalga Prothotheca zopfi (WALKER et al., 1975), uma alga aclorofilada que tem afinidade 

filogenética com a clorofícea Chlorella, sendo que o gênero compreende quatro espécies 

conhecidas: P. zofti, P. moriformis, P. wickerhamii e P. stagnora (PORE, 1985), e as microalgas 

Scenedesmus obliquus e Chlorella vulgaris, ambas clorofíceas que também tem sido estudadas 

quanto sua capacidade de degradar petróleo (EL-SHEEKK; HAMOUDA; NIZAM, 2013). 

Além disso, estudos sobre a degradação do óleo cru utilizaram consórcios de microalga-

bactéria, principalmente entre a clorofícea Scenedesmus obliquus e as bactérias Sphingomonas 

sp., Pseudomonas sp., Pandoraea pnomenusa e Burkholderia cepacia (TANG et al., 2010). 

Bacillus alcalophilus tem sido testada quanto sua capacidade de remover naftaleno, usando este 

composto como única fonte de carbono e energia (MOREIRA et al., 2004).  

Um grande problema que vem afetando em particular os ecossistemas aquáticos diz 

respeito à entrada de nutrientes nesses ambientes através de efluentes domésticos, industriais e 
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agrícolas. O excesso de nutrientes em corpos hídricos leva a eutrofização, alterando as redes 

tróficas, favorecendo a proliferação de bactérias e outros organismos planctônicos muitas vezes 

com espécies indesejáveis, e promovendo uma elevada demanda de oxigênio. A perda de 

qualidade da água inviabiliza outros usos nobres da água, a exemplo do consumo humano e 

dessedentação de animais, com graves prejuízos também a pesca e à biodiversidade local.  

Diversas técnicas de descontaminação de ambientes aquáticos têm sido adotadas e 

algumas delas são utilizadas rotineiramente, a exemplo do que é praticado em estações de 

tratamento de água e esgoto. Remoção de nutrientes de águas subterrâneas ou de mananciais 

eutrofizados por meio de tratamentos químicos ou físicos como troca iônica, osmose reversa, 

eletrodiálise e desnitrificação catalítica, usualmente acompanhados por nitrificação e 

desnitrificação microbiana são processos caros e difíceis (KAPOOR; VIRARAGHAVAN, 

1997), pois necessitam de grandes subsídios energéticos (eletricidade, fontes de carbono 

orgânico, etc.) e aditivos químicos. 

Águas residuais em geral podem conter concentração de 10-100 mg.L-1 de N ou P, 

elementos principais envolvidos na eutrofização, além de metais pesados e outras toxinas (DE-

BASHAN; BASHAN, 2010), e um método eficiente no tratamento desses efluentes é utilizá-lo 

como fonte nutricional de baixo custo no cultivo de diversos microrganismos, incluindo 

microalgas (CHEN; ZHAO; QI, 2015). 

A utilização de microalgas nesse processo mostra-se vantajosa, visto que esses 

organismos utilizam compostos inorgânicos simples para o seu crescimento como nitrato e 

fosfato e utiliza diretamente a luz solar para converter compostos de baixa energia em 

compostos altamente energéticos e formar proteínas e outros compostos. Além disso, esses 

organismos apresentam taxas de crescimento muito rápidas quando comparadas às plantas 

terrestres, de modo que se mostram muito mais eficientes em processos de biorremediação 

desses compostos em curtos períodos de tempo (HU et al., 1996, 1998).  

As microalgas têm alto potencial para remover nutrientes de águas residuais e de 

acumular biomassa que pode ser usada para a produção de biocombustíveis (SAMORI et al., 

2013) e diversos estudos utilizando o cultivo de algas são realizados em áreas como tratamento 

de águas residuais de processos industriais, detoxificação biológica e remoção de metais 

pesados. Segundo Hoffman (1998) elas têm sido mais eficazes na remoção de N, P e metais 

pesados em comparação com tratamentos químicos, sendo portando muito eficientes em 

processos de biorremediação.  

Além disso, as microalgas também têm sido utilizadas como bioindicadores para 

detecção de nutrientes e substâncias tóxicas e compostos orgânicos tóxicos diversos como 
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detergentes, efluentes industriais, e herbicidas e pesticidas (BRUNO, 2001; DINIS et al., 2004; 

GROBBELAAR, 2004; LOBO; CALLEGARO; BENDER, 2002; LOBO et al., 2004; 

RICHMOND, 2004). Muitas das espécies estudadas incluem as clorofíceas Chlorella spp., 

Scenedesmus dimorphus, Dunaliella salina, Haematococcus pluvialis e algumas cianobactérias 

como Spirulina spp., Arthrosira spp. (BOROWITZKA, 1999). No final do século XX os 

gêneros Chlorella e Scenedesmus foram utilizados com êxito em estudos voltados à remoção 

de nutrientes (TWIST; EDWARD; COD, 1998). Algumas cianobactérias têm sido utilizadas na 

biorremediação de águas contaminadas com arsênio (SOUZA, 2007; FERREIRA, 2013) e na 

remoção de nutrientes de dejetos suínos (DELABARY, 2012), bem como no tratamento de 

esgoto (SINGH; THAKUR, 2015). 

A lista de estudos a este respeito é crescente a cada dia e considerando o interesse 

crescente da utilização de microalgas para produção de bioenergia e extração de diversos 

produtos de interesse comercial, tais como pigmentos, proteínas e lipídios, a utilização desses 

organismos em programas de biorremediação pode se tornar muito promissora. A 

bioprospecção de espécies de interesses biotecnológicos que possam ser cultivadas em larga 

escala em meios alternativos constituídos à base de diferentes tipos de efluentes mostra-se como 

uma importante alternativa no tocante à produção de biomassa de microalgas, quer seja para a 

produção de energia ou de coprodutos de importância comercial obtidos a partir desses resíduos. 

Além de propiciarem melhoria de qualidade ambiental minimizando os impactos de emissões 

nocivas, o cultivo de microalgas nesses tipos de meio pode ter um grande reflexo na economia, 

devendo assim ocupar um papel de destaque cada vez maior no futuro, tanto para geração de 

energia como de outros produtos que agreguem valor à biomassa microalgácea produzida 

nesses processos. 
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CAPÍTULO 4 

ARTIGO: EFETIVIDADE DO USO DE MICROALGAS NA BIORREMEDIAÇÃO DE 

ÁGUA DE LAVAGEM DE BIODIESEL 
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EFETIVIDADE DO USO DE MICROALGAS NA BIORREMEDIAÇÃO DE ÁGUA 

DE LAVAGEM DE BIODIESEL 

 

 

  RESUMO 

 

O biodiesel pode ser obtido a partir de óleos de plantas oleaginosas como a soja, a palma, 

mamona e dendê, ou a partir de microrganismos, como as microalgas. Sua produção é baseada 

na transesterificação e este procedimento gera a água de lavagem, que contem resíduos de 

sabões, ácidos graxos, metanol ou etanol e outros contaminantes. A água de lavagem de 

biodiesel é um efluente industrial tóxico que deve ser previamente tratado antes do descarte. A 

utilização deste efluente como fonte nutricional de baixo custo para o cultivo de microalgas 

pode ser uma forma de tratamento suplementar eficiente e rentável. Neste trabalho, 11 espécies 

de microalgas que apresentam uso potencial para a produção de biodiesel foram testadas neste 

tipo de efluente avaliando-se sua capacidade de crescimento, produção de biomassa e 

rendimento final de número de células. Apenas as espécies Monoraphidium contortum, 

Ankistrodesmus sp, Chlorococcum sp, e uma clorofícea não identificada mostraram 

desenvolvimento positivo neste tipo de efluente. Monoraphidium. contortum apresentou maior 

capacidade de crescimento e é segunda espécie que apresenta maior teor de ácidos graxos. Na 

segunda etapa do experimento, a microalga foi cultivada novamente em água de lavagem de 

biodiesel na diluição de 75% e em meio WC (controle), em triplicatas, em balões de 6 L de 

capacidade. Todos os cultivos foram realizados nas mesmas condições de luz, temperatura e 

aeração. Análises de nitrato, fosfato e DQO foram efetuadas após 21 dias de cultivo desta 

espécie em água de lavagem de biodiesel na concentração de 75% demonstraram capacidade 

efetiva de remoção desses compostos nas porcentagens de 25,8%, 7,2% e 31,2%, 

respectivamente.  

 

Palavras-chave: Tratamento de efluentes, Cultivos fotoautotróficos, Remoção de nutrientes, 

Ácidos graxos. 
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ABSTRACT 

 

Biodiesel can be obtained from oleaginous plant oils such as soybean, palm, castor oil, 

or from microorganisms, such as microalgae. Its production is based on the transesterification 

and this generates the wash water containing waste, like soaps, fatty acids, ethanol and methanol 

or other contaminants. Biodiesel wash water is a toxic industrial effluent that must first be 

treated before disposal. The use of this effluent as a nutritional source of low cost for the 

microalgae cultivation can be efficient and cost effective further treatment. In this paper, 11 

species of microalgae that have potential use for biodiesel production were tested in this type 

of efluente evaluating its capacity for growth, biomass production and final yield of cell 

number. Only species Monoraphidium contortum, Ankistrodemsus sp., Chlorococcum sp. and 

chloroficea unidentified showed positive development in this type of effluent. Monoraphidium 

contortum showed greater growth capacity and is second species with the highest content of 

fatty acids. In the second stage of the experiment, the microalgae was cultured again in biodiesel 

wash water at a dilution of 75% and médium WC (control) in triplicate in 6L flasks capacity. 

All cultures were performed in the same light conditions, temperature and aeration. Analysis of 

N, P and COD were taken after 21 days of culture of this kind biodiesel wash water at a 

concentration of 75% showed effective capacity of removing these compounds in percentages 

of 25.8%, 7.2% and 31.2 %, respectively. 

 

Keywords: Effluents treatment, Photoautotrophic cultivation, Nutrient removal, Fatty acids. 
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4.1 INTRODUÇÃO 

 

O aumento da demanda energética ocasionada pelo incremento dos transportes e das 

atividades industriais promoveu diversos impactos ambientais, levando a sociedade atual à 

procura por outras fontes de energia baseadas em processos de produção sustentáveis. A busca 

por energias alternativas e renováveis surge neste contexto, sendo o biodiesel um dos exemplos 

que tem se mostrado muito promissor tanto em termos de produção como de aceitabilidade. Sua 

utilização já está consolidada em muitos países e o seu consumo cresce anualmente no Brasil. 

O biodiesel, a exemplo de outros biocombustíveis é derivado de biomassa que é considerada a 

quarta maior fonte de energia depois do petróleo, do carvão mineral e do gás natural (GUPTA; 

VERMA, 2015). 

No Brasil, o biodiesel surgiu como uma consequência de diversos choques do petróleo, 

resultando a criação do Programa Nacional do Álcool (Proálcool), em 1975, cujo objetivo foi 

estimular a substituição da gasolina pelo álcool. O segundo choque do petróleo, ocorrido em 

1980, estimulou a pesquisa para a adequação dos motores dos automóveis à utilização do etanol, 

e com a queda dos preços do petróleo, na década de 1990, os preços da gasolina se equipararam 

a do álcool, passando o etanol a representar de 20% a 25% no percentual da gasolina. Em 2005 

surge o Programa Nacional do Biodiesel como alternativa a eventuais crises do petróleo, 

aumentando, em consequência as pesquisas relacionadas à sua produção (ANP, 2015) e em 

2006 foi promulgada a resolução ANP 15/2006 que normatiza a mistura óleo diesel/biodiesel 

(LÔBO; FERREIRA, 2009). 

Em 2007 o Brasil produziu 404.329 m3 de biodiesel puro (B100) e em 2008 tornou-se 

obrigatória a utilização do B2 (diesel com adição de 2% do biodiesel), crescendo este percentual 

para 5% até 2013, conforme determina a Lei 11097/05 (LÔBO; FERREIRA, 2009; ANEEL, 

2015). A entrada em vigência em 2014 da utilização do B7 (7% do biodiesel no diesel) 

demonstrava que o Programa Nacional de Produção e Uso do Biodiesel cada vez mais se 

consolidava. 

A implantação do Programa de Aceleração do Crescimento (PAC), em 2007, pelo 

Governo Federal, com mais de 17 bilhões de reais de investimentos em obras de usina de etanol 

e biodiesel (ANEEL, 2015) fez com que o Brasil chegasse a produzir 2,9 bilhões de litros em 

2013 (ANP, 2015). Os dados colocam o país como um dos maiores produtores e consumidores 

de biodiesel do mundo e mostram que ações políticas que estimulam a produção e a mistura, 

oferecendo incentivos fiscais e políticas de compra são essenciais para o sucesso da produção 
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e uso desse tipo de energia. Segundo Morales et al. (2015) ações como essas têm sido cada vez 

mais implementadas também em países da Europa, Ásia e no Estados Unidos. 

O biodiesel pode ser obtido a partir de óleos de plantas oleaginosas como a soja, a palma, 

mamona e o dendê, ou a partir de microrganismos, como as microalgas. Com relação ao diesel 

convencional, o biodiesel produz menos material particulado, é praticamente livre de enxofre, 

mas é facilmente biodegradável, o que representa um problema na sua estocagem 

(GOLDEMBERG; LUCON, 2011).  

Sua produção é baseada na transesterificação de gorduras vegetais ou animais e nessa 

reação utiliza-se um triglicerídeo juntamente com um álcool de cadeia curta  (metanol ou etanol) 

que reagem na presença de um catalisador, formando glicerina e uma mistura de alquil ésteres 

o biodiesel propriamente dito (ATADASHI et al., 2012). Esses catalisadores podem ficar 

incorporados aos produtos da reação, aumentando o custo do biodiesel pela necessidade de um 

processo de purificação. Nesta etapa de purificação do biodiesel também são retirados resíduos 

de glicerina, sabões e ácidos graxos, resquícios de metanol e catalisadores, através de uma 

lavagem do produto com água (GRANGEIRO, 2009; GRANJEIRO et al., 2014; ATADASHI 

et al., 2012). Este procedimento produz um resíduo líquido, denominado água de lavagem, que 

contem resíduos de sabões, ácidos graxos, metanol ou etanol e outros contaminantes 

(NOUREDDINI, 2001), sendo essa água residual de difícil degradação natural, uma vez que 

sua composição torna desfavorável o crescimento de microrganismos (FERRERO et al., 2010).  

A purificação do biodiesel com água é a mais utilizada por atender padrões de qualidade 

deste biocombustível (FERRERO et al., 2010). Para cada litro de biodiesel são necessários no 

mínimo 3 litros de água de lavagem (BRITO et al., 2012), ou 20 litros de água residual para 

cada 100 litros de biodiesel produzidos, segundo Suehara et al. (2005). Somente em 2011 a 

produção mundial de água de lavagem de biodiesel foi da ordem de 28 milhões de m3 

(VELJKOVIC et al., 2012), e em 2015 somente o Brasil produziu 3,6 bilhões de litros de 

biodiesel, gerando, em consequência, mais de 10 bilhões de litros de água residual (ANP, 2015).  

A água de lavagem é considerada um efluente industrial por conter substâncias químicas 

poluentes que podem causar diversas alterações nos ecossistemas (SANDUN et al., 2007; 

KUMJADPAI et al., 2011; EL-KASSAS; MOHAMED, 2014), sendo, portanto, um grande 

problema para o ambiente e para as indústrias (DAUD et al., 2015). Desse modo, urge a 

necessidade de se desenvolver tecnologias ambientalmente efetivas de uso/descarte do resíduo, 

uma vez que as águas de descarte resultantes da produção do biodiesel mostram-se 

quimicamente inadequadas para serem lançadas nos corpos hídricos (BRITO et al., 2012). 

Tratamentos que possam reduzir substancialmente a concentração dos contaminantes presentes 
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neste tipo de efluente tornam-se necessários a fim de minimizar o potencial de contaminação 

dessas águas residuais. 

Em geral, águas residuais podem conter concentração de 10-100 mg.L-1 de N ou P, 

metais pesados e outras toxinas (DE - BASHAN; BASHAN, 2010) e um método eficiente no 

tratamento desses efluentes é utilizá-los como fonte nutricional de baixo custo no cultivo de 

diversos microrganismos, incluindo microalgas (CHEN; ZHAO; QI, 2015). As microalgas têm 

alto potencial para remover nutrientes de águas residuais e de acumular biomassa para a 

produção de biocombustíveis (SAMORI et al., 2013) e segundo Hoffman (1998) elas têm sido 

mais eficazes na remoção de N, P, metais pesados e compostos orgânicos tóxicos em 

comparação com tratamentos químicos. A desvantagem do uso desses microrganismos nesse 

processo é que muitos deles têm seu crescimento inibido pela presença de compostos tóxicos 

do efluente, e a principal vantagem com relação aos métodos convencionais é a economia de 

custos tornando-se assim uma forma mais atraente a ser adotada principalmente pelos países 

em desenvolvimento (PITTIMAN et al., 2011). Neste trabalho avaliou-se a efetividade do uso 

de microalgas potencialmente promissoras à produção de biodiesel na biorremediação de água 

de lavagem de biodiesel, previamente tratada, em experimentos laboratoriais controlados. 
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4.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.2.1 COLETA, PROCESSAMENTO E ANÁLISE DAS CARACTERÍSTICAS FÍSICAS E 

QUÍMICAS DA ÁGUA DE LAVAGEM DO BIODIESEL 

 

Água de lavagem previamente tratada foi cedida ao Centro de Energias Alternativas e 

Renováveis da Universidade Federal da Paraíba (UFPB) por uma usina produtora de biodiesel 

localizada no município de Quixadá, Estado do Ceará. O material foi deixado em decantação e 

o sobrenadante foi retirado, através de sifonagem reversa, filtrado em papel-filtro qualitativo e 

posteriormente esterilizado em autoclave. As características físico-químicas (Nitrato, Fosfato, 

pH, DQO, turbidez, condutividade elétrica e sólidos totais) da água de lavagem foram 

determinadas em laboratório usando sonda multiparâmetros e com base nos procedimentos de 

análise do Standard Methods (APHA, 1998). 

 

4.2.2 ANÁLISES DO PERFIL DE ÁCIDOS GRAXOS EM MICROALGAS PRÉ-

SELECIONADAS 

 

Um total de 11 espécies de microalgas dulcícolas isoladas de vários mananciais 

regionais (Tabela 4.1) foi selecionado do banco de cultivo de microalgas do Laboratório de 

Ambientes Recifais e Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB), das quais 10 delas vêm 

sendo mantidas em meio WC (GUILLARD; LORENZEN, 1972) e um em meio Zarrouk 

(ZARROUK, 1966). Essas espécies foram cultivadas em seus respectivos meios de cultura, em 

balões de vidro de 6 litros de capacidade, numa câmara de cultivo a 25 ± 1 ºC, com sistema de 

iluminação e fotoperíodo de 12 horas, com aeração contínua por injeção contínua de ar a pressão 

ambiente (2,0 mL.min-1) usando um minicompressor de membrana Resun AOC2. O 

desenvolvimento dos cultivos foi acompanhado por meio de contagens celulares em câmaras 

de Fuchs Rozenthal em microscópio binocular Leica, e através de medidas da fluorescência in 

vivo usando um fluorômetro Turner Design 10005R, para a determinação das curvas de 

crescimento. Os experimentos foram interrompidos no início da fase estacionária e a biomassa 

produzida foi concentrada em centrífuga refrigerada (-18 ºC), congelada em ultrafreezer (-30 

ºC) e, posteriormente liofilizada. A biomassa obtida foi pesada em balança analítica. O perfil e 

os teores de ésteres de ácidos graxos (Fatty Acids Methil Ester – FAME’s) foram determinados 

por cromatografia gasosa (Cromatógrafo a Gas Agilent 7890, equipado com detector FID e 

injetor split/splitless), após transesterificação direta da biomassa microalgal, e seus valores 
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foram comparados com o teor da soja, como referência, conforme procedimento de Antoniosi 

(1995), adaptado para microescala, e Menezes et al. (2013).  

 

Tabela 4.1. Espécies de microalgas selecionadas para a determinação do teor de ácidos graxos.  

Linhagens Espécie/Gênero Procedência 

D121WC Pediastrum tetras Frei Martinho – PB 

D173WC Monoraphidium contortum Lagoa Tapada – PB 

D174WC Cosmarium sp. Açude Itapororoca – PB 

D77WC Clorofícea não identificada João Pessoa – PB 

D128WC Lagerheimia longiseta Balneário Pitimbú – PB 

D124WC Ankistrodesmus sp. Açude Frei Martinho – PB 

D125WC Scenedesmus quadricauda Balneário Pitimbú – PB 

D109Z Synechococcus nidulans Nascente do rio Grau, Conde – PB 

D137WC Pediastrum tetras Açude São Anastácio – CE 

D139WC Synechocistys sp. Lago do Hotel Village – PE 

D136Z Chlorococcum sp. Prainha, Frei Martinho – PB 

 

 

4.2.3 CULTIVOS DE MICROALGAS EM ÁGUA DE LAVAGEM DE BIODIESEL 

PREVIAMENTE TRATADA 

 

Visando determinar quais das microalgas referidas na Tabela 4.1 apresentariam 

melhores respostas quando cultivadas em água de lavagem de biodiesel, as 11 espécies 

selecionadas foram inoculadas no efluente na concentração de 75%, em balões de 1 litro de 

capacidade e em triplicatas. O critério do percentual de diluição foi estabelecido a partir dos 

dados divulgados previamente por Sassi et al. (2014).  

A microalga que apresentou maior crescimento nesta condição foi cultivada novamente 

em água de lavagem de biodiesel na diluição de 75% e em meio WC (controle), em triplicatas, 

em balões de 6 L de capacidade. Todos os cultivos foram realizados nas mesmas condições de 

luz, temperatura e aeração. O desenvolvimento dos cultivos foi acompanhado também por meio 

de contagens celulares em câmaras de Fuchs Rozenthal e por medidas da fluorescência in vivo. 

Os experimentos foram interrompidos na fase estacionária. A biomassa produzida ao final dos 

experimentos (g.L-1) foi determinada por diferença de peso mediante a filtração da amostra em 

filtro de fibra de vidro Whatman GF/C previamente pesado e secado em estufa a 60 ºC.  A 

densidade celular máxima foi determinada mediante contagens em câmara de Fuchs-Rozenthal, 



40 

 

sendo os cultivos interrompidos quando o frasco controle estava na fase estacionária. Todas as 

curvas obtidas nos experimentos foram ajustadas com o programa Microsoft Excel pela 

aproximação à curva logística, conforme Pindich e Rubenfeld (1981) e segundo Derner (2006). 

 

4.2.4 ESTATÍSTICA 

 

Os dados foram tratados utilizando o programa Statistica 7.0. A normalidade dos dados 

foi testada aplicando o teste de Shapiro-Wilk e as variações dos parâmetros analisados foram 

confirmados com o teste de homocedastidade (Teste Levene). As médias do número de células 

e rendimento de biomassa das cepas que apresentaram melhores crescimento foram comparadas 

pelo teste one-way ANOVA (post-hoc Tukey-HSD). Para todas as análises foi considerado p < 

0,05 como nível de significância.  
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4.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.3.1 CARACTERÍSTICAS DA ÁGUA DE LAVAGEM DO BIODIESEL  

 

A água de lavagem do biodiesel usada nos experimentos mostrou pH próximo ao neutro, 

baixa turbidez e baixo valor de sólidos totais, elevada DQO e valores de fósforo muito 

superiores aos de nitrogênio (Tabela 4.2). Segundo Veljkovic et al. (2014) o pH deste tipo de 

efluente pode variar de 3,3 a 11,2 e os sólidos totais dissolvidos entre 0,3-8,9, porém o teor de 

fósforo e nitrogênio pode ser baixo ou nulo (DAUD et al., 2014). Esses valores diferem da 

quantidade de fósforo encontrada na água de lavagem utilizada neste trabalho. Essa diferença 

se deve ao sistema adotado para produção de biodiesel que influencia diretamente nas 

características do efluente. Ainda, segundo Daud et al. (2014) em alguns países da Ásia há 

normas de qualidade ambiental para o descarte dos efluentes industriais, como por exemplo o 

pH deve estar entre 6 e 9, o que corrobora com o pH encontrado na água de lavagem utilizada, 

por outro lado os valores de DQO não devem exceder o limite entre 80 ≤ 400 mg O2 L
-1o que 

contrasta com os  dados dessa pesquisa cujo valor foi de 3051,5 mg O2 L
-1.  

 

Tabela 4.2.  Características físicas e químicas da água de lavagem da usina de biodiesel. 

 

4.3.2 TOTAIS DE ÉSTERES METÍLICOS DE ÁCIDOS GRAXOS DAS MICROALGAS 

ESTUDADAS 

 

As 11 espécies selecionadas para os cultivos em água de lavagem de biodiesel 

apresentaram teores de ácidos graxos variando de 91,7 mg g-1 (D136Z) a 584,9 mg g-1 

(D121WC) (Figura 4.1). Como se observa, as espécies D174WC e D173WC apresentaram 

valores de ácidos graxos superiores à soja, e a espécie D77WC mostrou valor próximo à soja. 

Parâmetros Valores 

Condutividade elétrica 6,07 mS cm-1 

Sólidos totais dissolvidos 3,82 g L-1  

Turbidez 3,36 NTU 

pH 7,29  

Fosfato 80,21 mg L-1  

Nitrato 4,49 mg L-1  

Demanda química de oxigênio (DQO) 3051,5 mg O2 L-1 
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Menezes et al. (2013) também encontraram microalgas dulcícolas que possuem teores de 

ésteres de ácidos graxos superiores à soja. 

 

Figura 4.1. Teores de ésteres nas 11 espécies de microalgas selecionadas comparados com a soja. 

 

4.3.3 CRESCIMENTO DAS MICROALGAS SELECIONADAS EM ÁGUA DE LAVAGEM 

DE BIODIESEL 

 

As análises de fluorescência das 11 microalgas evidenciaram que quatro espécies 

(D173WC, D77WC, D136Z, D124WC) apresentaram melhor desempenho nos cultivos em 

água de lavagem de biodiesel (Figura 4.2). Com relação ao número de células os resultados 

mostram que houve diferença significativa entre essas 4 espécies (F = 1122,010; p = 0), porém 

com relação a biomassa não houve diferença significativa (F = 0,361; p = 0,782807) (Figura 

4.3). Também foi possível observar que a espécie D124WC apresentou maior valor de número 

de células e a espécie D77WC demonstrou maior quantidade de biomassa (g/L). Apesar dos 

dados de número de células e rendimento de biomassa não terem sido os mais favoráveis para 

a espécie D173WC em relação às outras três linhagens que apresentaram melhor desempenho, 

e também mostrou melhor crescimento (Figura 4.2) e o segundo maior valor com relação ao 

total de ésteres metílicos de ácidos graxos (Figura 4.1). 
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Figura 4.2. Curvas de crescimento das espécies testadas no cultivo com água de lavagem de biodiesel 

previamente tratada. 

 

 

 

Figura 4.3. Rendimento celular (n°células.mL-1.104) e rendimento em biomassa (g L-1) das 11 espécies 

de microalgas cultivadas em água de lavagem de biodiesel. 

 

Esses achados evidenciam que outras espécies de microalgas potencialmente produtoras 

de biodiesel também podem crescer em água de lavagem de biodiesel. Os dados evidenciaram, 

ainda, que a espécie mais produtora de ácidos graxos (D121WC) foi completamente inibida em 

água de lavagem de biodiesel, sendo assim inviável o seu cultivo neste tipo de substrato. 

Similarmente, outras espécies também mostraram forte inibição (D125WC, D137WC, 
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D174W), fato possivelmente associado à presença de compostos tóxicos no efluente (Figura 

4.2). Os dados disponíveis até o momento acerca do crescimento de microalgas em água de 

lavagem do biodiesel são raros, muito embora Lamers (2010) também tenha encontrado bom 

desempenho com 7 espécies de microalgas cultivadas em água de lavagem de biodiesel, dentre 

16 espécies testadas. Por outro lado, tentativas de cultivos heterotróficos de algumas microalgas 

têm sido investigadas em substratos contendo grandes concentrações de glicerina e outros 

compostos, substâncias comuns também na água de lavagem de biodiesel (MIAO; WU, 2006). 

 

4.3.4 CULTIVO DE Monoraphidium contortum (D173WC) EM ÁGUA DE LAVAGEM DO 

BIODIESEL 

 

A espécie Monoraphidium contortum (D173WC) foi selecionada neste experimento 

pelo seu rápido crescimento nesse tipo de substrato e por ser a segunda espécie mais produtora 

de ácidos graxos (Figura 4.1 e Figura 4.2). O perfil de ácidos graxos desta espécie mostra 

predominância de ácidos palmítico (20,9%), 7,10,13 hexadecatrienóico (14%), oléico (16,2%), 

linoleico (10%) e linolênico (23,2%) (Tabela 4.3). Esses dados corroboram com os achados de 

Bogen et al. (2013), Lang et al. (2011) e Yu et al. (2012) que encontraram perfil similar. 

 

Tabela 4.3. Perfil de ácidos graxos em biomassa seca de Monoraphidium contortum. 

Ácido Graxos Notação Taquigráfica Teor (%) 

Hendecanóico C11:0 0,2 

Láurico C12:0 0,3 

Tridecílico C13:0 0,3 

Mirístico C14:0 0,9 

Pentadecílico C15:0 0,2 

10-Pentadecaenóico C15:1 c10 0,4 

Palmítico C16:0 20,9 

Palmitoléico C16:1 c9 0,8 

7,10-Hexadecadienóico C16:2 c7,10 1,5 

Margárico C17:0 2,0 

6,9,12 Hexadecatrienóico C16:3 c6,9,12 0,7 

7,10,13 Hexadecatrienóico C16:3 c7,10,13 14,0 

Esteárico C18:0 0,3 

Oléico C18:1 c9 16,2 

Vacênico C18:1 c11 1,1 

Linoléico C18:2 c9,12 10,5 

Gama-Linolênico C18:3 c6,9,12 0,7 

Linolênico C18:3 c9,12,15 23,2 

Estearidônico C18:4 c6,9,12,15 5,2 

Araquídico C20:0 0,1 

Eicosapentaenóico C20:5 c5,8,11,14,17 0,5 
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O cultivo desta espécie na concentração de 75% de água de lavagem de biodiesel 

evidenciou uma necessidade mais longa de aclimatação ao meio, visto que no meio controle a 

fase estacionária foi obtida em cerca de 10 dias quando o cultivo em água de lavagem mostrava 

que a espécie ainda estava na fase de crescimento exponencial (Figura 4.4). No 21º dia o 

experimento foi interrompido, porém nos balões que continham água de lavagem de biodiesel 

a microalga ainda mostrava forte crescimento. Atadashi et al. (2012) consideram que a água de 

lavagem do biodiesel contém compostos tóxicos que podem inibir o crescimento de 

microrganismos, o que não foi constatado para esta espécie. A presença de N e P neste caso 

proporcionou uma condição favorável para o desenvolvimento desta microalga nesse tipo de 

substrato.  

 

 

Figura 4.4. Crescimento da D173WC em meio controle e em água de lavagem de biodiesel com 

concentração de 75%. 

 

Geralmente os tratamentos biológicos de água de lavagem do biodiesel consistem no 

uso de fungos e bactérias (LAMERS, 2010) e pouco se sabe sobre o uso de microalgas nesse 

processo, em consórcio ou não com outros microrganismos. Alguns autores relatam melhoria 

de outros tipos de resíduos industriais empregando espécies de microalgas (DIANURSANTI et 

al., 2014; FRANCISCO et al., 2015; KOTHARI et al., 2013; LIM et al., 2010; WU et al., 2012). 

Contudo, Chavan et al. (2008) tiveram sucesso no tratamento de um efluente petroquímico com 

alta carga orgânica aplicando um biofilme com associação entre uma espécie de cianobactéria 

e uma bactéria, sugerindo esses dados que consórcios de microalgas com outros 

microrganismos podem ser muito eficientes na biorremediação de água de lavagem de 

biodiesel. Desde que sabões e metanol presentes na água de lavagem do biodiesel interferem 
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negativamente no crescimento de microalgas é possível cultivar com sucesso tais organismos 

em glicerol derivado de biodiesel, após a retirada de sabões e metanol deste resíduo (CHI et al., 

2007; PYLE et al., 2009). 

 

4.3.5 REMOÇÃO DE NUTRIENTES E DQO DA ÁGUA DE LAVAGEM DE BIODIESEL 

POR Monoraphidium contortum 

 

Os cálculos das porcentagens em remoção de nitrato, fosfato e DQO (demanda química 

de oxigênio) no meio controle e na água de lavagem do biodiesel na diluição de 75% 

evidenciam que em condições controladas de cultivo há remoção quase total de nitrato e fosfato 

no meio controle e que na água de lavagem de biodiesel os percentuais de redução foram mais 

expressivos apenas para nitrato e DQO (Tabela 4.4). Elevados percentuais de remoção de N e 

P também foram encontradas por Chinnasamy et al. (2010) em Chlamydomonas, Chlorella e 

Scendesmus sp e por Lim et al. (2010) em Chlorella vulgaris em cultivos realizados com 

efluentes têxteis diluídos. Ressalta-se, no entanto, que na água de lavagem de biodiesel a 

espécie Monoraphidium contortum ainda se encontrava na fase de crescimento exponencial 

quando o experimento foi interrompido, evidenciando que esta microalga mostra um potencial 

efetivo de remover nitrato, fosfato e DQO neste tipo de efluente. 

 

Tabela 4.4. Porcentagem de remoção de nitrato, fosfato e DQO pela microalga Monoraphidium 

contortum  em duas condições de cultivo. 

Condições de cultivo 
% Remoção 

Nitrato Fosfato DQO 

Meio Controle (WC) 80,5 98,8 100 

Água de lavagem de biodiesel a 75% de diluição 25,8 7,2 31,2 

 

Chen et al. (2008) afirmam que resíduos industriais, como os provenientes de indústria 

alimentícia, têxtil, indústria de papel e celulose e de refinarias petroquímicas são ideais para a 

digestão anaeróbica, pois eles contêm altos níveis de materiais facilmente biodegradáveis, 

tornando assim os nutrientes disponíveis ao crescimento de microalgas. Entretanto, a água 

residual proveniente da produção de biodiesel é rica em ácidos graxos de cadeia longa que têm 

sido relatados como sendo inibidores do processo de degradação biológica (LÓPEZ et al., 

2009), sendo desfavorável ao crescimento de microrganismos (KOLESÁROVÁ et al., 2011; 

SRIRANGSAN et al., 2009). 
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Os resultados do presente trabalho evidenciaram, no entanto, que mesmo com a 

presença de compostos de difícil biodegradação algumas espécies de microalgas podem crescer 

bem em água de lavagem de biodiesel previamente tratada, mostrando-se nesses casos como 

potenciais agentes mitigadores desse tipo de efluente. A linhagem D173WC apresentou este 

potencial na biorremediação da água de lavagem de biodiesel e como ela produz mais ácidos 

graxos do que a soja sua utilização no tratamento deste tipo de efluente pode ser relevante. 

Alterações nas suas respostas fisiológicas através de variações da temperatura e da 

luminosidade dos cultivos, ou mediante a introdução na água de lavagem de complementos 

nutricionais que aproxime este substrato ao meio controle poderiam incrementar mais ainda a 

produção de biomassa desta espécie neste efluente, o que seria de grande interesse às usinas 

que geram este tipo de efluente.  

Um pré-tratamento da água de lavagem de biodiesel por eletrocoagulação (CERISOLA, 

2006; EMAMJOMEH; SIVAKUMAR, 2009; FOUAD et al., 2009; PANIZZA; 

SRIRANGSAN et al., 2009) seguido por um tratamento biológico pode melhorar o processo da 

biodegradação por microrganismos (incluindo microalgas), podendo, assim, chegar a uma 

eficiência de 100% do tratamento (LÓPEZ et al., 2009). A utilização de microrganismos 

capazes de crescer em água de lavagem de biodiesel tais como fungos tem se mostrado muito 

eficiente na remoção de carbono orgânico total (FUKUDA; HABE; ITO, 2013), evidenciando 

que a micorremediação pode ser uma etapa importante por melhorar ainda mais as condições 

de cultivo de microalgas nesse tipo de substrato.  

Desde que um dos principais gargalos do uso de microalgas para a produção de biodiesel 

derivado de óleos de microalgas é o elevado custo de produção (GRIMA et al., 2003), a busca 

por meios alternativos que diminuam os custos de produção de biomassa de espécies com 

elevada produtividade de óleos poderá aumentar a possibilidade de produção de biodiesel a 

partir de óleos de microalgas (CHISTI, 2007). Desse modo, a incorporação de técnicas de 

cultivos consorciados de bactérias/fungos e microalgas pode favorecer duplamente a cadeia 

produtiva do biodiesel, aumentando a eficácia da biorremediação da água de lavagem, 

minimizando impactos ambientais, e incrementando a produção de biomassa, que poderia ser 

destinada à produção de mais biodiesel. 
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4.4 CONCLUSÕES 

 

O cultivo de microalgas em águas residuais tem sido muito estudado, porém poucos 

trabalhos relatam o uso de microalgas como tratamento biológico para água de lavagem de 

biodiesel. A água de lavagem utilizada nesta pesquisa apresentou valores baixos de turbidez e 

sólidos totais dissolvidos e pH próximo ao neutro; no entanto, o valor encontrado para o fosfato 

foi elevado (80,21 mg L-1) com relação ao teor de nitrato (4,49 mg L-1). Foram testadas 11 espécies 

de microalgas nesse efluente, porém as linhagens que apresentaram melhor crescimento foram 

D173WC (M. contortum), D136Z (Chlorococcum sp.), D124WC (Ankistrodesmus sp.) e 

D77WC (Clorofícea não identificada). A espécie D173WC (M. contortum) apresentou o 

segundo teor de ácidos graxos (267,9 mg g-1) dentre as 11 espécies testadas com perfil de ácidos 

graxos mostrando predominância dos ácidos palmítico (20,9%), 7,10,13 hexadecatrienóico 

(14%), oléico (16,2%), linoleico (10%) e linolênico (23,2%). Em função dessas características 

e por ter demonstrado um elevado crescimento em água lavagem de biodiesel foi selecionada 

para avaliar sua capacidade de mitigação deste efluente. O cultivo da espécie em água de 

lavagem de biodiesel mostrou que ela cresce mais lentamente no meio controle, atingindo a 

fase estacionaria em 10 dias enquanto em água de lavagem ainda mostrava crescimento 

exponencial. Constatou-se que M. contortum foi capaz de remover 25,8% de nitrato, 7,2% de 

fosfato e 31,2% de DQO, evidenciando que é possível o cultivo de microalgas potencialmente 

promissoras para a produção de biodiesel nesse tipo de substrato, tornando esses cultivos 

duplamente importantes: na minimização de impactos ambientais em usinas produtoras de 

biodiesel e na produção de biomassa de microalgas que poderia ser incorporada à cadeia 

produtiva do biodiesel. 
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APROVEITAMENTO DE EFLUENTES DE CARCINICULTURA PARA A 

PRODUÇÃO DE BIOMASSA DE MICROALGAS COM POTENCIAL USO EM 

BIOTECNOLOGIA 

 

RESUMO 

 

A atividade de carcinicultura é uma das principais causas da eutrofização em ambientes 

costeiros devido à alta carga de material orgânico e nutrientes na água dos viveiros de cultivo. 

Diminuir a emissão desses efluentes durante a despesca ou adequá-los a níveis de segurança 

ambiental torna-se uma prática não somente necessária, mas urgente. Processos de 

biorremediacao usando cultivos integrados de organismos como macroalgas, animais 

filtradores e peixes têm sido sugeridos, mas poucos estudos têm sido efetuados com microalgas. 

Neste trabalho avalisou-se o potencial de crescimento da diatomácea marinha Amphora sp em 

água de viveiros de carcinicultura da aldeia indígena de Tramataia, litoral norte do estado da 

Paraíba, Brasil. Os ensaios foram realizados com o efluente coletado em dezembro de 2014 no 

momento de pós-despesca, utilizando-se balões de 6L em condições controladas de cultivo. Os 

experimentos foram realizados em triplicata, usando o meio Conway como controle e água de 

carcinicultura na concentração de 100%. Análises físico-quimicas da água de carcinicultura 

mostraram elevadas concentrações de NO2, NO3 e PO4, pH em torno de 8, salinidade de 34,8 

psu, elevada turbidez e alta concentração de sólidos totais. Nas condições testadas, Amphora 

sp. mostrou um crescimento considerável no efluente de carcinicultura, porem inferior ao 

registrado no meio controle, embora em água de carcinicultura tenha sido mais rápido do que 

no meio controle. Constatou-se uma remoção de 72,4%, 72,3% e 46,4%, respectivamente para 

PO4, NO3 e NO2 após 20 dias de cultivo, denotando, assim, um elevado potencial mitigador 

nesse tipo de efluente pela microalga estudada. As comparações das respostas fisiológicas 

efetuadas por citometria de fluxo demonstraram concentrações celulares mais elevadas de 

Amphora sp. no meio controle, mas proporcionalmente uma maior produção de lipídeos em 

água de carcinicultura. Neste efluente, a Amphora sp. também apresentou maior complexidade 

celular, indicando possivelmente maior acumulo de moléculas de armazenamento, reforçando 

a maior produção de lipídeos nessa condição testada. Tais achados são surpreendentes, pois ao 

tempo em que esta espécie reduz as cargas de N e P do efluente testado sintetiza mais lipídeos 

que poderiam ser utilizados para a produção de biodiesel, reduzindo os custos de sua produção 

em meio sintético. 

 

Palavras-chave: Amphora sp., Citometria de fluxo, Lipídeos, Biorremediação. 
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ABSTRACT 

 

Shrimp farming activity is a major cause of eutrophication in coastal environments due to the 

high load of organic matter and nutrients in the water of the culture ponds. Reduce the emission 

of these effluents for is harvesting or to ajust them to environmental safety standards becomes 

a practice not only necessary but urgent. Bioremediation processes using integrated cultures 

such as macroalgae, filter feeders and fish have been suggested, but few studies have been 

conducted with microalgae. In this work was evaluated the potential growth of marine diatom 

Amphora sp, in shrimp farm effluent of indigenous village of Tramataia, north coast of the state 

of Paraiba, Brazil. Assays were performed with the effluent collected in December 2014 at the 

time of post-fish removal, using balloons (6L) under controlled growing conditions. The 

experiments were performed in triplicate using the Conway medium as control and shrimp farm 

effluent at a concentration of 100%. The physical-chemical analysis of shrimp farm effluent 

showed high concentrations of NO2, NO3 and PO4, pH around 8, salinity 34.8 psu, high turbidity 

and high concentration of total solids. Under the conditions tested, Amphora sp. showed 

considerable growth in the effluent of shrimp, however lower than in the control medium, 

although in shrimp farm effluent has been faster than in the control medium. a removal of 

73,357%, 72,572% and 66,667% were found respectively to PO4, NO3 and NO2 after 20 days 

of cultivation, showing thus a high bioremediation capacity of this type of wastewater by 

microalgae studied. Comparisons of physiological responses effected by flow cytometry 

showed higher cell concentrations Amphora sp. in the medium conway, but proportionally 

higher production of lipids in shrimp farm effluent. In this effluent, the microalgae Amphora 

sp. also showed higher cell complexity, possibly indicating greater accumulation of storage 

molecules, reinforcing the increased production of lipids tested in this condition. These findings 

are surprising because the time that this species reduces the loads of nitrogen and phosphorus 

from the effluent tested synthesizes more lipids that could be used for biodiesel production, 

reducing costs of production in synthetic medium. 

 

Keywords: Amphora sp., Flow cytometry, Lipids, Bioremediation. 
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5.1 INTRODUÇÃO 

 

A produção mundial de camarões cultivados é da ordem de 4 milhões de toneladas/ano, 

a China produz 42% do total, representando 1,7 milhões toneladas/ano e é seguido por , 

Tailândia, Vietnam, Indonésia, Índia e Bangladesh. Na América Latina, os principais países 

produtores são o Equador, México e Brasil, seguidos de Colômbia, Honduras e Nicarágua, que 

juntos produzem cerca de 530 mil toneladas/ano (VALDERRAMA; ANDERSON, 2011), ou 

seja, 13,25% da produção mundial (JORRY, 2014). No ranking mundial o Brasil ocupa o sexto 

lugar, sendo a maior parte de sua produção (94%) exportada para a França, o Japão e a Espanha 

(MPA, 2011). 

Os cultivos de camarão têm sido implantados tradicionalmente em áreas estuarinas, 

devido às facilidades naturais de captação de água para os viveiros, descarga de efluentes, baixo 

preço da terra e condições ambientais propícias ao cultivo. Entretanto, o desmatamento de 

mangue, um dos danos causados pela atividade, tem gerado um sério problema ambiental em 

muitos locais, não somente por seus efeitos sobre a biodiversidade ocasionados pela perda de 

habitat, mas também pelos eventos subsequentes à produção pesqueira, isto é, salinização de 

solos, além de inúmeros conflitos socioambientais em várias partes do mundo. A esses efeitos 

somam-se ainda a disseminação de doenças entre os camarões cultivados, redução da fertilidade 

do solo dos viveiros, contaminação das águas e dos sedimentos, salinização de aquíferos, 

introdução de espécies exóticas, deslocamento e migração de comunidades tradicionais, e 

deterioração da qualidade de vida e da segurança alimentar de comunidades tradicionais (EJS, 

2003; NÓBREGA et al., 2013).  

No Brasil, o camarão é cultivado em diversos estados costeiros, muito embora a maior 

parte da produção esteja concentrada nas regiões Norte e Nordeste. O Nordeste é a região que 

mais se destaca, e é responsável por 94% do total da produção nacional, especialmente os 

estados do Rio Grande do Norte e da Bahia, além do Ceará, da Paraíba, de Pernambuco e do 

Piauí, onde a atividade se apresenta em expansão (ABCC, 2004). Essa disparidade em relação 

aos outros estados da federação está associada, entre outros fatores, à extensa faixa litorânea 

nordestina e às condições climatológicas, hidrológicas e topográficas dessa região, que são 

ideais para o cultivo do camarão (CASTRO; PAGANI, 2004). Segundo Ribeiro et al. (2014), 

pode-se afirmar que o potencial do Brasil é superior ao da China, o maior produtor e exportador 

de camarão do mundo. 

A principal espécie cultivada em nosso país Penaeus vannamei, (Boone, 1931), 

originário do Pacífico oriental, da região que vai do estado de Sonora, México, até o Norte do 
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Peru. Esta espécie adaptou-se muito bem a diferentes condições de cultivo nas regiões tropicais, 

sendo produzido em ambiente marinho, estuarino e lacustre, especialmente em águas alcalinas 

ou com algum percentual de sal, como acontece em muitas localidades da região semiárida 

brasileira. 

O ápice da produção do Brasil ocorreu em 2003, com produtividade média de 6 

ton/ha/ano, mas entre 2003 e 2011 houve uma redução significativa na produção nacional, que 

diminuindo de 75.904 toneladas em 2004 para 69.571 toneladas em 2011, com uma queda na 

produtividade de 4.510 kg/ha/ano para 3.505 kg/ha/ano, resultando em uma queda nas 

exportações (RODRIGUES; BORBA, 2013). Desse modo, a maior parte da produção atual 

(93%) passou a ser absorvida pelo mercado interno (ROCHA, 2010). Tal retração ocorreu 

devido a infecções pelo vírus Mionecrose infecciosa (IMNV) que se espalhou muito 

rapidamente entre os produtores da região Nordeste (NATORI et al., 2011). 

No Brasil, a prática da carcinicultura é regulamentada pela resolução 312/2002 do 

CONAMA (Conselho Nacional do Meio Ambiente), um dos principais instrumentos que regem 

procedimentos para implantação e manutenção legal dessa atividade (BRASIL, 2002). Outros 

instrumentos legais também precisam ser observados, a exemplo do Decreto-Lei nº 24.348/34, 

que regula a saúde do animal e a eliminação de espécimes infectados, e o Decreto-Lei nº 986/69, 

que trata da segurança alimentar (RIBEIRO et al., 2014). Estes autores chamam a atenção de 

que o novo Código Florestal brasileiro (Lei nº 12.651, de 25 de maio de 2012) alterou diversas 

restrições de uso de algumas Áreas de Proteção Permanente (APPs), como apicuns, salgados, 

margens de rios e lagos, que agora podem ser utilizadas em atividades de carcinicultura, sendo 

este um dos pontos mais controversos da lei. 

Na região Nordeste, algumas áreas de mangue têm sido completamente convertidas em 

viveiros de camarão. Na Paraíba, a principal área produtiva está implantada em terras indígenas 

da tribo dos Potiguaras no litoral norte do estado, onde existem 128 viveiros instalados segundo 

o plano de manejo do ICMbio (2014) em desacordo com a legislação ambiental vigente 

(BRASIL, 2005; SILVESTRE et al., 2011). 

Além da degradação do manguezal, o despejo de efluentes da carcinicultura no 

momento de pós despesca tem alta concentração de material orgânico em suspensão e nutrientes 

(TANCREDO et al., 2012), bem como diversas substâncias químicas como antibióticos e 

agentes antimicrobianos, hormônios de crescimento e nutrientes (ANH et al., 2010; 

FIGUEIREDO et al., 2006), além de metais traços e mercúrio, que provocam efeitos deletérios 

sobre os ecossistemas e podem chegar ao homem. Alguns desses produtos estão associados a 

disfunções endócrinas em humanos (PRIMAVERA, 2006). A presença de nutrientes em 
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excesso na água de descarte usualmente provoca eutrofização e pode ocasionar o surgimento 

de florações de algas tóxicas (RIBEIRO et al., 2014; THOMAS et al., 2010), com 

desdobramentos imprevisíveis ao ambiente e à saúde pública.  

A minimização de impactos ambientais da atividade de carcinicultura é um importante 

ponto que tem sido considerado nos sistemas produtivos desde a década de 90. Diminuir o 

descarte desses efluentes ou adequá-los a níveis de segurança ambiental adequados tem sido 

um importante propósito perseguido por diversos pesquisadores, incluindo o uso de macroalgas 

e de animais filtradores, como as ostras, na biorremediação e tratamento de efluentes 

(GUIMARÃES, 2008). Esses organismos podem remover tanto nutrientes como partículas em 

suspensão na água, melhorando assim a qualidade do efluente. Macroalgas são muito eficientes 

na remoção de nutrientes (JONES; DENNISON; PRESTON, 2001), podem reduzir a carga de 

amônia em até 67% em cultivos integrados com peixe e abalone (NEORI; SHPIGEL; BEN-

EZRA, 2000), mas tem-se verificado que macroalgas se desenvolvem melhor quando 

integradas ao cultivo de peixes. Como elas absorvem nitrogênio e fósforo, sua contribuição à 

biorremediação torna-se eficaz, além de propiciar diversificação econômica da produção 

(MOURA; SOUZA-JÚNIOR; FARIAS, 2008). 

Uma alternativa para minimizar os impactos do lançamento de efluentes da 

carcinicultura em corpos hídricos seria a utilização de bacias de sedimentação ou decantação e 

sistema de recirculação de água, como proposto pela resolução 312/2002 do CONAMA 

(BRASIL, 2002). Esta resolução propõe que esses sistemas devem ser construídos nas fazendas 

de camarão, porém, a grande maioria dos viveiros implantados na região Nordeste não possui 

bacia de sedimentação e não adota algum sistema de reuso de água (LEITÃO et al., 2011; 

TANCREDO et al., 2012). Em fazendas implantadas na região semiárida existe um componente 

adicional que é o conflito por água entre criadores de camarão, comunidades urbanas e 

irrigantes, visto que a carcinicultura representa a segunda maior atividade demandante por água. 

Segundo Sandu et al. (2002), o tratamento dos efluentes e o reuso da água na carcinicultura 

poderia reduzir as descargas finais em até 90%, resultando numa enorme economia de água. 

Assim, sistemas que integram o tratamento de efluentes e o reuso da água têm ganhado adeptos 

no mundo todo (LIN et al., 2003). 

A biorremediação usando microalgas tem sido sugerida, mas ao que parece não tem sido 

muito estimulada especialmente porque o crescimento excessivo de microalgas promove 

variações diárias nos níveis de oxigênio dissolvido, pH e amônia, de sorte que o aumento 

excessivo da biomassa microalgal pode se tornar um problema quando não há um manejo 

adequado (BURFORD et al., 2003). O uso de sistemas heterotróficos com inoculação de 
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bactérias através de probióticos tem sido sugerido não somente com o fim de melhorar a 

qualidade da água, mas também visando aumentar a produtividade em fazendas de camarão 

(WASIELESKY et al., 2006), uma vez que os componentes orgânicos servem como fonte de 

energia e podem estar disponíveis tanto na coluna d’água quanto no fundo do viveiro. Mas 

reconhece-se que estes sistemas produzem maior quantidade de biomassa bacteriana em 

comparação aos cultivos autotróficos aumentando, em consequência, a quantidade de material 

em suspensão e dióxido de carbono na água, devido ao baixo consumo da alcalinidade como 

fonte de carbono, e a não produção de nitrito e nitrato (GUIMARÃES, 2008). 

Ressalta-se, entretanto, que não se tem olhado por outro prisma a questão da utilização 

das microalgas na biorremediação desses efluentes. Microalgas estão no topo das pesquisas 

biotecnológicas em função de suas qualidades em produzir elevadas quantidades de biomassa 

em curto tempo e pelo fato de muitas espécies produzirem inúmeros produtos de interesse à 

produção de energia e bioprodutos para indústrias de alimentos, química fina e fármacos em 

geral. Logo, não restam dúvidas que neste contexto elas surgem como uma das alternativas 

potencialmente, biotecnologicamente e economicamente importantes na biorremediação de 

efluentes como os da carcinicultura. Diante deste contexto, este trabalho foi planejado, visando 

analisar a efetividade da utilização de microalgas na mitigação de impactos ambientais da 

carcinicultura, mediante o desenvolvimento de ensaios laboratoriais de cultivo de microalgas 

em efluentes dessa atividade.  
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5.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

5.2.1 COLETA E PROCESSAMENTO DO EFLUENTE DE CARCINICULTURA 

 

A pesquisa foi desenvolvida utilizando água de fundo de um viveiro de camarão da 

aldeia indígena de Tramataia, litoral norte do estado da Paraíba, situado à margem do estuário 

do rio Mamanguape, coletada no dia 17 de dezembro de 2014, na fase de pós-despesca, em 

tambor de plástico de 60 L. O material foi transportado ao Laboratório de Ambientes Recifais 

e Biotecnologia com Microalgas da Universidade Federal da Paraíba (LARBIM/UFPB), onde 

a água foi clareada por filtrações sucessivas em filtro qualitativo e depois em filtro Whatmann 

GF/C, sendo em seguida autoclavada. Foram feitas medidas de salinidade (refratômetro 

portátil), pH (pH-metro de bancada), turbidez (sonda Hanna), condutividade elétrica 

(condutivímetro de bancada) e análises de nitrato, nitrito e fosfato (GRASHOFF, 1976). 

 

5.2.2 POTENCIAL DE CRESCIMENTO DA DIATOMÁCEA MARINHA Amphora sp. EM 

ÁGUA DE CARCINICULTURA E EFETIVIDADE DE REMOÇÃO DE NUTRIENTES 

 

 Este experimento foi desenvolvido em triplicatas, cultivando-se a espécie Amphora sp 

em meio Conway (controle) e em água de carcinicultura na concentração de 100% em frascos 

de 6 L de capacidade mantidos a 25 ± 1 ºC, iluminação de 150 µmol.fótons.m.s-1, fotoperíodo 

de 12 horas e aeração constante à pressão ambiente através de um minicompressor de membrana 

Resun AOC2 (2,0 mL.min-1). Esta espécie foi selecionada por apresentar valores de ácidos 

graxos superiores à soja (CALIXTO et al., 2016). 

Os inóculos iniciais variaram de 5000 a 10000 células.mL-1 e o acompanhamento dos 

cultivos foi feito por contagem celular em câmara de Fuchs-Rozenthal e medidas de peso seco 

(gravimetria) e foram interrompidos na fase estacionária. A biomassa obtida (rendimento final 

em biomassa) foi concentrada em centrífuga refrigerada a 18 ºC, congelada a -30 ºC e 

liofilizada, sendo em seguida pesada em balança analítica. Simultaneamente foram 

determinados os valores de nitrato, nitrito e fosfato, segundo Grasshoff (1976) e realizadas 

medidas de pH e condutividade elétrica no frasco contendo água de carcinicultura, calculando-

se em seguida a quantidade de nutrientes removidos (expressa em valores percentuais) nesse 

efluente.  

As curvas de crescimento foram traçadas para as duas condições experimentais, 

comparando-se a velocidade de crescimento (k), o rendimento máximo em biomassa e o 
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rendimento em número de células. A partir dos dados da curva de crescimento foram calculados 

o rendimento máximo em número de células, a produtividade diária de biomassa (g.L-1.dia-1) e 

a velocidade de crescimento (k) que se refere ao número de divisões celulares da espécie por 

unidade de tempo (dia), conforme proposto por Stein (1973).  

 

5.2.3 MEDIDAS DE FISIOLOGIA CELULAR E METABOLISMO LIPÍDICO DE Amphora 

sp. NO FRASCO CONTROLE E EM ÁGUA DE CARCINICULTURA 

 

As medições fisiológicas foram realizadas utilizando um citômetro de fluxo 

FASCcalibur (BD Biosciences, San Jose, CA USA). Os detectores utilizados nas análises de 

citometria de fluxo foram o FL1 (verde – 530nm), FL3 (vermelho – 670 nm), FSC (tamanho 

celular) e SSC (complexidade celular), e os parâmetros foram verificados com o Flowing 

Software versão 2.5. A fluorescência verde (FL1) foi utilizada para detectar o conteúdo lipídico 

e a fluorescência vermelha (FL3) para discriminar a clorofila das células, detectando, assim, a 

microalga. As células foram marcadas com BODIPY 493/503 (Difluoro {2- [1- (3,5-dimethyl-

2H-pyrrol-2-ylidene-N) ethyl] -3,5-dimethyl-1 H-pyrrolato-N}boron-Molecular probes, 

Invitrogen) com concentração estoque (10 mM); concentração da solução de trabalho (10 mM); 

concentração final (10 µM), para a detecção do conteúdo lipídico intracelular e a incubação do 

marcador foi de 30 min, no máximo (LELONG; HEGARET; SOUDANT, 2011).  

 

5.2.4 ESTATÍSTICA 

 

Os resultados foram analisados utilizando o programa Statgraphics centurion 17.1.03. 

A normalidade dos dados foi testada e as variações dos parâmetros analisados foram 

confirmados com o teste de homocedasticidade (Teste Levene). Os parâmetros lipídeos, 

concentração celular, FL3, FSC e SSC foram comparados pelo teste two-way ANOVA para 

observar a diferença entre o tempo (dias de cultivo) e as condições de cultivo. Um segundo teste 

estatístico foi realizado (one-way ANOVA) para verificar as diferenças entre os tratamentos 

em cada tempo. Para todas as análises foi considerado p < 0,05 como nível de significância. Os 

dados foram apresentados como média ± erro padrão.  

 

 



62 

 

 

5.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.3.1 CARACTERÍSTICAS FÍSICAS E QUÍMICAS DO EFLUENTE DE 

CARCINICULTURA 

 

A água de carcinicultura apresentou valores de pH de 7,78, salinidade de 34,8 psu, 

elevada turbidez, alta concentração de sólidos em suspensão e valores de nitrato superiores aos 

de fosfato (Tabela 5.1). Os valores de turbidez e sólidos totais são compatíveis com os valores 

registrados por Figueiredo et al. (2006), mas os valores de nitrato e fosfato são superiores. 

 

Tabela 5.1. Parâmetros físico-químicos analisados na água de carcinicultura. 

Parâmetros Valores 

Temperatura 31,0 

Salinidade 34,8 psu 

Condutividade elétrica 34,8 mS cm-1 

pH 7,78 

Sólidos em suspensão 134,2 

Tubidez 288 NTU 

Nitrato  1,81 mg.L-1 

Nitrito  0,003 mg.L-1 

Fosfato  0,29 mg.L-1 

 

5.3.2 CAPACIDADE DE REMOÇÃO DE NUTRIENTES E PARÂMETROS DE 

CRESCIMENTO DE Amphora sp. EM MEIO CONWAY  

 

A determinação de nitrato, nitrito e fosfato efetuadas no experimento com água de 

carcinicultura evidenciaram que após 20 dias de cultivo restavam ainda 26,643% de fosfato, 

27,428% de nitrato e 33,333% de nitrito. Esses valores indicam, respectivamente, que houve 

uma remoção de 73,357%, 72,572% e 66,667% para PO4, NO3 e NO2 denotando, assim, um 

potencial de agente mitigador nesse tipo de efluente pela microalga estudada (Tabela 5.2). A 

menor taxa de redução de nitrito indica que esta forma de nitrogênio é menos assimilada do que 

nitrato, e os acréscimos nas concentrações desse composto entre o 5º dia e o 15º dia indica a 

ação de processos desnitrificantes atuando durante o cultivo, provavelmente resultantes da ação 

de bactérias (PANIAGUA-MICHEL; GARCIA, 2003), pois o cultivo não era axênico. 
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Tabela 5.2. Valores brutos e porcentagem de remoção de fosfato, nitrato e nitrito do efluente de 

carcinicultura ao longo dos dias de cultivo.  

Dias de 

cultivo 

PO4 

(mg.L-1) 

% 

remanescente 

NO3 

(mg.L-1) 

% 

remanescente 

NO2 

(mg.L-1) 

% 

remanescente 

1 0,289  1,812  0,003  

5 0,265 91,695 1,512 83,444 0,005 166,667 

7 0,131 45,328 0,994 54,856 0,006 200,000 

8 0,069 23,875 0,798 44,039 0,007 233.333 

11 0,085 29,402 0.580 32,009 0,007 233,333 

13 0,099 34,256 0,550 30,353 0,005 166,667 

15 0,099 34,256 0,511 28,201 0,004 133,333 

18 0,131 45,328 0,503 27,759 0,003 100,000 

20 0,077 26,643 0.497 27,428 0,001 33,333 

 

A efetividade de remoção de nutrientes por microalgas também já foi demonstrada com 

outros tipos de efluentes, incluindo efluentes têxteis (CHINNASAMY et al., 2010; LIM; CHU; 

PHANG, 2010). Além disso, alguns estudos foram realizados com tratamento biológico 

conjugado, usando consórcio de microrganismos (bactérias e microalgas) na aquicultura, a fim 

de incrementar a efetividade do processo de biorremediação desse tipo de efluente 

(PANIAGUA-MICHEL; GARCIA, 2003; TOI et al., 2014; VAN DEN HENDE et al., 2014).  

Amphora sp apresentou grande eficácia na redução de fosfato, nitrato e nitrito da água 

de carcinicultura e como ela produz mais ácidos graxos do que a soja, sua utilização no 

tratamento deste tipo de efluente pode resultar em duplo interesse: minimização de impacto 

ambiental através de uma biorremediação mais efetiva e produção de substanciais quantidades 

de biomassa que poderia ser destinada à produção de energia. Alterações nas respostas 

fisiológicas através de variações da temperatura e da luminosidade dos cultivos, ou mediante a 

introdução na água de carcinicultura de nutrientes que aproximem os valores deste substrato ao 

meio controle, poderiam incrementar mais ainda a produção de biomassa desta espécie neste 

tipo de efluente, o que seria de grande interesse tecnológico.  

Os impactos da carcinicultura devido à emissão de N e P em águas estuarinas é 

considerável, com valores surpreendentemente elevados de até 290 kg.ha-1.ano-1 como 

demonstrado por Jackson et al. (2003) e Burford et al. (2003) para a Austrália, e de até 112 

kg.ha-1.ano-1 como demonstrado por Paez-Osuna et al. (1999; 2003) no México. Remetidos ao 

Brasil, esses dados sugerem que grandes quantidades de N e P estão entrando nos estuários do 

Nordeste brasileiro a taxas crescentes, visto que as fazendas de camarão nessa região 

aumentaram, somente na última década, cerca de 20% por ano, devido às ótimas condições do 

clima regional (LACERDA et al., 2004). Entretanto, as diferenças regionais nas dimensões das 
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bacias hidrográficas indicam que as concentrações de N e P que são perdidas para os estuários 

por ano podem variar desde quantidades pequenas (da ordem de 9 tonN.ano-1 e 0,7 tonP.ano-1) 

na bacia do Ceará-Mirim, que possui somente 30 ha de viveiros, até 485 tonN.ano-1 e 35 

tonP.ano-1 na bacia do rio Açú, Rio Grande do Norte, que possui uma área total de 1.679 ha de 

viveiros (LACERDA, 2006). No geral, entretanto, as cargas de nitrogênio e fósforo oriundas 

da carcinicultura na região nordeste do Brasil são consideradas pequenas, exceto para os 

estuários do rio Jaguaribe (estado do Ceará) e Açu (Rio Grande do Norte), que possuem as 

maiores áreas ocupadas com viveiros, respectivamente de 1.260 ha e 1.680 ha (LACERDA, 

2006). Mesmo assim é necessária muita atenção com essas emissões, pois esses nutrientes são 

rapidamente mobilizados no ambiente aquático, gerando possibilidades reais de promoverem 

eutrofização. 

Os ensaios evidenciaram um crescimento considerável de Amphora sp. na água de 

carcinicultura, mas foi menor que 50% do rendimento máximo obtido no meio controle (Figura 

5.1). Entretanto, o crescimento em água de carcinicultura foi mais rápido do que no meio 

completo, visto que o rendimento máximo de células nesse efluente foi alcançado, em média, 

entre os dias 15 e 16 após o início, enquanto que no meio completo foi no 18º/19º dia. O valor 

do k calculado entre o terceiro e o oitavo dia para o controle foi de 0,23 divisões celulares.dia-

1, enquanto que para efluente de carcinicultura foi de 0,53 divisões celulares.dia-1. 

 

 

 

Figura 5.1. Curvas de crescimento da espécie Amphora sp. em meio padrão (Conway) e em água de 

carcinicultura a 100% em 21 dias de cultivo. 
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5.3.3 FISIOLOGIA CELULAR DE Amphora sp. DURANTE O CULTIVO EM ÁGUA DE 

CARCINICULTURA 

 

As comparações das respostas fisiológicas relacionadas ao metabolismo lipídico de 

Amphora sp. (Figura 5.2) evidenciaram que há diferença significativa (ANOVA Two-way; F = 

24,34; p = 0,0000) na síntese de lipídeo com relação ao tempo de cultivo no efluente de 

carcinicultura e no meio de cultura controle.  Comparando os tratamentos com relação ao tempo 

houve diferença significativa apenas no 14° dia de cultivo (ANOVA One-way F = 20,42; p = 

0,0040), demonstrando que o cultivo na água de carcinicultura apresentou valores na síntese de 

lipídeos mais elevados do que no cultivo controle. Este achado é extremamente relevante, visto 

que pode criar uma expectativa real de que o impacto ambiental das descargas dos efluentes 

gerados pelas fazendas de camarão pode agregar valor à cadeia produtiva do camarão pela 

produção de biomassa de microalgas que poderia ser disponibilizada à produção de biodiesel. 

 

 

Figura 5.2. Comparação da curva de lipídeos da diatomácea Amphora sp cultivada em meio controle 

(Conway) e água de camarão a 100% em 21 dias de cultivo (* indica diferença significativa 

(p < 0,05) entre os tratamentos no tempo indicado). AC 100% = Água de camarão a 100%; 

UA = Unidade arbitrária. 

 

No tocante às concentrações celulares, os valores foram sempre superiores no meio 

controle (Figura 5.3), o teste estatístico evidenciou diferença significativos (teste F = 6,63; p = 

0,0003) entre o controle e a água de carcinicultura. Comparando os tratamentos com relação ao 

tempo não houve diferença significativa apenas no 7° (F = 3,36; p = 0,1166) e 12° (F = 4,49; p 
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= 0,0669) dia de cultivo. 

 

 

 Figura 5.3. Curvas da concentração celular da diatomácea Amphora sp cultivada em meio controle    

(Conway) e água de camarão a 100% em 21 dias de cultivo (* indica diferença significativa (p < 0,05)     

entre os tratamentos no tempo indicado). AC 100% = Água de camarão a 100%. 

 

 As análises das duas variáveis acima evidenciam que uma menor quantidade de células 

de Amphora sp cultivada no efluente de carcinicultura (Figura 5.3) produz comparativamente 

mais quantidades de lipídeos do que altas densidades celulares cultivadas no meio controle 

(Figura 5.2). Este achado é surpreendente, pois ao tempo em que esta espécie reduz as 

concentrações de nitrato e fosfato deste tipo de efluente, sintetiza mais lipídeos que poderiam 

ser utilizados para a produção de biodiesel, por exemplo, do que as quantidades produzidas em 

meio sintético. Além disso, a quantidade de nitrato e fosfato no efluente de carcinicultura é 

consideravelmente menor em comparação com o meio controle e segundo Chu et al. (2014) e 

Liang et al. (2012), a deficiência de nitrogênio e fósforo no meio, afeta severamente a síntese 

de proteínas resultando em um fluxo metabólico no sentido de biossíntese lipídica, e com isso 

pode haver maior acumulação de lipídeos (COURCHESNE et al., 2009). 

Por outro lado, as análises de fluorescência da clorofila (Figura 5.4) evidenciaram 

valores mais elevados no meio controle, muito embora os valores registrados no efluente de 

carcinicultura foram expressivos, com tendência a aumentarem a partir do 14º dia de cultivo. 

Ho et al. (2014) descrevem em sua pesquisa que as quantidades de nitrogênio também 

interferem diretamente nas taxas fotossintéticas. A análise de variância efetuada para este 

parâmetro demonstrou que os valores de FL3 diferem estatisticamente ao nível de confiança de 

5% (F = 5,83; p = 0,0005), com os valores do meio controle mais elevados. 
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Figura 5.4. Curvas da fluorescência da clorofila (FL3) da microalga Amphora sp cultivada em meio 

controle (Conway) e água de camarão a 100% em 21 dias de cultivos. (* indica diferença 

significativa (p < 0,05) entre os tratamentos no tempo indicado). AC = Água de camarão da 

100%; UA = Unidade arbitrária. 

  

As análises estatísticas do tamanho celular (FSC) medido por citometria de fluxo 

(Figura 5.5) evidenciaram que há diferença significativa no tamanho celular da Amphora sp. ao 

longo da curva de crescimento (ANOVA Two-way; F = 6,28; p = 0,0003) entre as duas 

condições testadas. Comparando os tratamentos com relação ao tempo houve diferença 

significativa apenas no 12° dia de cultivo (ANOVA One-way; F = 7,72; p = 0,0321). Essa 

redução do tamanho celular no cultivo com água de camarão pode estar associado à osmose 

celular que tem relação direta com a quantidade de solutos presentes no meio, mas nenhum 

dado na literatura sobre respostas fisiológicas da variação do tamanho celular para experimentos 

semelhantes foi encontrado. 

A análise de variância da complexidade celular (SSC) (Figura 5.6) evidenciaram valores 

muito mais elevados para esse parâmetro no efluente de carcinicultura em todos os dias da curva 

de crescimento, sugerindo que a complexidade celular é aumentada intracelularmente nas 

células da Amphora sp. tornando este parâmetro um marcador potencial para o estado 

fisiológico de uma célula. Muitas vezes a complexidade pode ser identificada pela acumulação 

de moléculas de armazenamento, tais como amido, lípidos neutros e β-caroteno, o que resulta 

em uma estrutura celular interna mais complexa, como observado por Fachet et al. (2016) em 

ensaios realizados com Dunaliela salina. Como a complexidade celular está relacionada com a 

presença de células lipídicas, como visto acima, o ensaio com água de camarão evidenciou uma 

maior produção de lipídeos, indicando que as células cultivadas em efluente de carcinicultura 

apresentaram estrutura interna mais complexa do que em meio padrão. As observações 
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evidenciaram que há um efeito estatisticamente significativo sobre a complexidade celular ao 

nível de confiança de 95% (F = 6,02; p = 0,0004). Comparando-se os tratamentos com relação 

ao tempo evidenciou-se diferença significativa no 5°, 12°, 14° e 21° dia de cultivo (F = 19,26; 

p = 0,0046; F = 7,29; p = 0,0356; F = 132,30; p = 0,0000 e F = 12,54; p = 0,0122, 

respectivamente). 

 

 

Figura 5.5. Comparação do tamanho celular (FSC) da diatomácea Amphora sp cultivada em meio 

controle (Conway) e água de camarão a 100% em 21 dias de cultivos. (* indica diferença 

significativa (p < 0,05) entre os tratamentos no tempo indicado). AC = Água de camarão a 

100%; UA = Unidade arbitrária. 

 

 

 
 

Figura 5.6. Complexidade celular (SSC) da diatomácea Amphora sp entre o cultivo no meio controle 

(Conway) e na água de camarão a 100% em 21 dias. (* indica diferença significativa (p < 

0,05) entre os tratamentos nos tempos indicados). AC = Água de camarão a 100%; UA = 

Unidade arbitrária. 
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5.4 CONCLUSÕES 

 

Este estudo demonstra a efetividade da remoção de nutritentes presente no efluente de 

carcinicultura através da utilização da microalga Amphora sp. O uso de microalgas no 

tratamento de efluentes oriundo de atividades antropícas tem recebido bastante atenção, mas 

atualmente há poucos trabalhos que relatam o uso de microalgas na biorremediação de efluentes 

de carcinicultura. Nosso estudo demonstrou que Amphora sp apresenta um bom potencial de 

crescimento, removendo em torno de 70% as concentrações de nitrato, nitrito e fosfato do meio 

em 21 dias e ambém demonstrou nas condições experimentais testadas, que a microalga 

apresenta elevado potencial de síntese de lipídeos, denotando esses dados uma possibilidade 

real de dar a este tipo de tratamento uma aplicação comercial, gerando biomassa rica em 

lipídeos que pode ser utilizada para outras finalidades, inclusive produção de energia. 
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POTENCIAL DE CRESCIMENTO DE Monoraphidim contortum E CAPACIDADE DE 

REMOÇÃO DE NUTRIENTES EM ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA 

 

RESUMO 

 

Atualmente, as práticas agrícolas têm causado diversos impactos, como redução da 

produtividade nas áreas de cultivo e gerando problemas, consequentes de processos dinâmicos 

e difusos que podem se espargir por áreas muito distantes dos locais de cultivo, a exemplo da 

sedimentação de reservatórios, alterações nas bacias hidrográficas e emissões de dióxido de 

carbono, além do uso de pesticidas e fertilizantes. Os fertilizantes químicos, são geralmente 

utilizados em grandes quantidades e causam sérios problemas ambientais quando entram nos 

ambientes terrestres e aquáticos. As quantidades excedentes de nutrientes utilizados nas práticas 

agrícolas são carreadas para os sistemas aquáticos por drenagem terrestre, provocando a 

eutrofização. Neste trabalho, procurou-se utilizar água de drenagem agrícola (ADA) como meio 

alternativo para o cultivo de microalgas. Os ensaios foram realizados com efluente coletado em 

dezembro de 2015 na Mata do Garapu, município do Conde (PB). Primeiramente, 11 espécies 

de microalgas foram testadas neste tipo de efluente avaliando-se sua capacidade de crescimento. 

Duas delas Synechocistis sp e Monoraphidium contortum apresentaram melhor 

desenvolvimento neste tipo de efluente. Na segunda etapa dos ensaios, a Monoraphidium 

contortum foi selecionada por apresentar o segundo maior teor de ácidos graxos. Os 

experimentos foram realizados em triplicata, usando o meio WC como controle e ADA na 

concentração de 100%. Análises físico-químicas da ADA mostraram concentrações de NO2 

(1,62 mg/L) e PO4 (18,21mg/L) e pH em torno de 7,2. Nas condições testadas, a 

Monoraphidium contortum mostrou um crescimento considerável no efluente, porém inferior 

ao registrado no meio controle. A microalga foi capaz de remover aproximadamente 73% de 

nitrato e 100% do fosfato, após 11 dias de cultivo. As comparações das respostas fisiológicas 

efetuadas por citometria de fluxo demonstraram concentrações celulares, florescência da 

clorofila e atividade da esterase mais elevadas no meio controle, mas proporcionalmente uma 

maior produção de lipídeos no efluente ADA. 

 

Palavras-chave: Meio alternativo, Biorremediação, Citometria de fluxo, M. contortum. 
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ABSTRACT 

 

Actually, agricultural practices have caused many impacts such as reduced productivity in the 

growing and causing problems, resulting dynamic and diffuse processes that can distributed in 

areas far away from local cultivation, like the sedimentation of reservoirs, changes in 

watersheds and carbon dioxide emissions, and the use of pesticides and fertilizers. Chemical 

fertilizers are generally used in large quantities and cause serious environmental problems when 

they enter the terrestrial and aquatic environments. Nutrient excess amounts used in agricultural 

practices are carried to aquatic systems by land drainage, causing eutrophication. In this work, 

was used agricultural drainage water (ADA) as an alternative medium for the cultivation of 

microalgae. The tests were performed with effluent collected in December 2015 in the Forest 

of Garapu, Conde (PB). First, 11 species of microalgae were tested in this type of effluent 

evaluating its capacity for growth. The Synechocistis sp and Monoraphidium contortum showed 

better development in this kind of effluent. In the second stage of the tests, the Monoraphidium 

contortum was selected to present the second highest content of fatty acids. The experiments 

were performed in triplicate using the WC medium as control and ADA in 100% concentration. 

Physicochemical analysis showed in ADA, NO3 concentrations (1.62 mg/L) and PO4 

(18,21mg/L) and pH around 7.2. Under the conditions tested, the Monoraphidium contortum 

showed considerable growth in the effluent, but lower than in the control medium. Comparisons 

of physiological responses effected by flow cytometry showed cell concentrations, chlorophyll 

flowering and higher esterase activity in the control medium but proportionally increased 

production of lipids in the effluent.  

 

Keywords: Alternative médium, Bioremediation, Flow cytometer, M. contortum. 
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6.1 INTRODUÇÃO 

 

 O atual modelo de produção agrícola tem provocado sérias disrupturas no meio natural, 

diminuindo a produtividade das áreas cultivadas e gerando problemas que podem se distribuir 

por áreas muito distantes dos locais de cultivo, consequentes de processos dinâmicos e difusos, 

a exemplo da sedimentação de reservatórios, alterações nas bacias hidrográficas e emissões de 

dióxido de carbono (SHELDRICK et al., 2002). Além da mecanização, que provoca 

compactação dos solos, as práticas agrícolas atualmente em uso são largamente dependentes de 

pesticidas e fertilizantes, cada vez mais necessários para produzir quantidades crescentes de 

alimento.  

 A área total de terras aráveis e com culturas permanentes ultrapassa 1,5 bilhões de ha, 

representando este valor 12% da área terrestre do mundo (FAO, 2013). Desse total, 62% 

localizam-se nas regiões tropicais e subtropicais (MEA, 2005). A agricultura de sequeiro 

responde por 80% das áreas mundiais cultivadas e produz 60% dos alimentos do mundo, 

enquanto a agricultura irrigada produz 40% dos alimentos do mundo em apenas 18% de área 

plantada (BONFILS; LOBEL, 2007; KHAN;  HANJRA, 2009; ROCKSTROM et al., 2007). 

A agricultura irrigada expandiu cerca de 480% nos últimos séculos, devendo crescer 

mais 20% até 2030. Práticas de irrigação ocorrem em 174 dos 225 países, e a área global irrigada 

é de 2.571.753 km2 (FAO, 2003). Seu impacto sobre os recursos hídricos é considerável, visto 

que cerca de 70% da retirada de água global e 85% do uso consuntivo da água destinam-se para 

a irrigação (DÖLL; SIEBERT, 1999).  

Quase 3/4 das áreas irrigadas encontram-se nos países em desenvolvimento, suportando 

60% da produção de arroz e 40% de trigo do mundo. Certamente a agricultura irrigada trouxe 

enormes benefícios para bilhões de pessoas pobres (NARAYANAMOORTHY; HANJRA, 

2006). Através dela foi possível incrementar a produção e a produtividade e obter ganhos 

significativos com segurança alimentar e desenvolvimento rural. Também foi possível oferecer 

mais produtos para os pobres das zonas rurais e urbanas a menores preços, oferecer melhor 

nutrição e saúde à população, e melhorar condições de educação e de acesso à infraestrutura no 

meio rural, possibilitando melhorias nas condições de emprego e renda (HUSSAIN; HANJRA, 

2003; 2004).  

 Entretanto, todo esse esforço tem deteriorado as capacidades dos ecossistemas de 

fornecer bens e serviços vitais, e já está afetando o potencial de produção de importantes 

alimentos e a tendência aos impactos negativos sobre a segurança alimentar é evidente, 
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particulamente nos países em desenvolvimento (FAO, 2011). 

 Entretanto, este cenário não se relaciona apenas com o uso de água. Ele é fortemente 

dependente de subsídios químicos e os pesticidas não são os únicos vilões (MATAMOROS; 

RODRIGUEZ, 2016; TURRAL;  BURKE, 2010). Os fertilizantes químicos, cada vez mais 

necessários e em maiores quantidades, causam sérios problemas quando entram nos ambientes 

terrestres e aquáticos (CARPENTER et al. 1998, SHELDRICK et al., 2002).  

 As quantidades excedentes de nutrientes utilizados nas práticas agrícolas são carreadas 

para os sistemas aquáticos por drenagem terrestre (HARMEL et al., 2008) e lixiviação 

(ISIDORO et al., 2006; OENEMA et al., 2005; RANDALL et al., 2008), contaminando as 

águas superficiais e subterrâneas, e podendo chegar aos estuários e ecossistemas marinhos 

costeiros.  

 A eutrofização consequente restringe o uso da água para a pesca, recreação e indústria, 

devido ao aumento do crescimento de algas indesejáveis e plantas aquáticas, e falta de oxigénio 

decorrente da morte e decomposição desses organismos (SHARPLEY et al., 2006). Muitos 

reservatórios superficiais de água para abastecimento público têm apresentado florações 

periódicas de algas tóxicas (especialmente cianobactérias), que resultam na morte de peixes e 

trazem sérias consequências à saúde humana. Nessas condições também há alterações 

organolépticas e formação de agentes carcinogênicos durante o processo de cloração da água 

(KOTAK et al., 1993, LIU et al., 2011; TILLNER et al., 2013).  

 O excesso de nitrogênio e fósforo que chegar aos estuários e ecossistemas marinhos 

promove a degradação de habitats e perdas da biodiversidade (HOWARTH, 2008), mudanças 

nas cadeias tróficas e alterações nos ciclos biológicos, bem como na produtividade pesqueira. 

Além disso, N e P aumentam a morbidade e a mortalidade da fauna aquática, provocando 

extinção de espécies (CORRELL, 1998; TILMAN et al., 2001).  

 A região costeira do Nordeste do Brasil caracteriza-se por apresentar solos 

predominantemente arenosos, quartzosos, distróficos, do tipo quartzarênico, associados com 

latossolos e podzólicos amarelos e vermelhos, com pequenos trechos de solos aluvionais 

eutróficos ao longo de vales de rios (SILVA, 1996). Esses solos usualmente são ácidos e pobres, 

havendo necessidade constante de adubação a fim de garantir a produtividade agricola. A 

escassez de cobertura vegetal na área, consequente à degradação da mata atlântica costeira na 

maior parte do território, associada à práticas agrícolas inadequadas, com queimadas sucessivas 

e mecanização, acabam por piorar a situação, resultando em perda de fertilidade e perda de solo 

arável.  

 As práticas agrícolas da região costeira do Nordeste baseiam-se, principalmente, na 
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plantação de hortifrútis para atender os mercados locais, usualmente desenvolvidas por 

pequenos produtores rurais, somadas às extensivas plantações de cana-de-açúcar destinadas à 

produção de açúcar e álcool. As correções do solo são feitas usualmente com distintas 

formulações de N, P e K, dependendo do tipo de cultivar, bem como é frequente a utilização de 

esterco de galinha como suplemento mineral e orgânico, sendo o uso de irrigação muito comum 

na região. Tal prática ocasiona um crescente aumento na perda de nutrientes, principalmente 

quando se utilizam processos que resultam em elevado escoamento superficial, ou durante o 

período chuvoso. 

 A falta de assistência técnica adequada aos agricultores, e a prática de efetuar plantios 

em vertentes, faz com que parte desses insumos seja carreada atingindo os mananciais, onde 

são incorporados no circuito biológico ou são carregados pelos rios atingindo o mar. O processo 

de nutrificação costeira nessa região é bastante expressivo, atingindo áreas de reprodução de 

espécies e de hotspots de biodiversidade, como os estuários e os recifes costeiros. Áreas urbanas 

situadas próximas à costa intensificam este processo através do lançamento de esgotos 

domésticos e industriais (COSTA et al., 2008).  

 Minimizar este efeito torna-se assim uma decisão importante. Dado que esta mudança 

tende ser gradual, o atual sistema de produção agrícola para formas mais sustentáveis como a 

agricultura orgânica, por exemplo, o uso de microalgas como agente mitigador pode ser uma 

forma efetiva para a melhoria da qualidade ambiental e a manutenção de importantes serviços 

ecossistêmicos.  

 Microalgas crescem profusamente em meios inorgânicos, de maneira que o 

desenvolvimento de cultivos em água de drenagem agrícola poderá remover substanciais 

quantidades de nitrogênio e fósforo da água. Neste trabalho, procurou-se testar esta hipótese, 

utilizando-se água de drenagem agrícola oriunda de locais onde é praticada tradicionalmente 

agricultura de horfifrutis para o comércio local, no litoral sul do estado da Paraíba, como meio 

alternativo para o cultivo de microalgas.  
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6.2 MATERIAL E MÉTODOS 

 

6.2.1 COLETA DE ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA, PROCEDIMENTO DE 

CLAREAMENTO E ANÁLISES QUÍMICAS 

 

A água de drenagem agrícola foi coletada na localidade de Mata de Garapu, município 

do Conde, litoral sul do estado da Paraíba, em local onde são cultivados produtos como inhame, 

macaxeira, milho, feijão, batata-doce, mamão, maracujá, banana e abacaxi. Nessa localidade 

foram coletados 60 litros de água de drenagem agrícola no mês de dezembro de 2015, época 

das primeiras chuvas.  

As amostras foram levadas ao laboratório e foram clareadas sequencialmente, usando 

inicialmente macerado de sementes de Moringa oleífera na proporção de 1 g.L-1, seguido de 

filtração em papel filtro qualitativo e filtração a vácuo em filtro de fibra de vidro Whatmann, 

GF/C e esterilizado com autoclave. O material assim tratado foi utilizado nos ensaios 

laboratoriais com culturas de microalgas. O pH da água foi determinado com pH-metro de 

bancada e os teores de nitrato e fosfato segundo o Standard Methods (APHA, 1998).  

 

6.2.2 SELEÇÃO DE ESPÉCIES DE MICROALGAS E AVALIAÇÃO DE CRESCIMENTO 

EM ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA 

 

Um total de 11 espécies de microalgas dulcícolas isoladas de vários mananciais 

regionais (Tabela 6.1) foi selecionado do banco de cultivo de microalgas do Laboratório de 

Ambientes Recifais e Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB), dentre as quais duas 

apresentam valores de ácidos graxos superiores à soja (D121WC e D173WC), e uma 

(D174WC) apresenta valores próximos à soja, apresentando, portanto, potencialidade para 

produção de biodiesel. Dentre elas nove vêm sendo mantidas em meio WC (GUILLARD; 

LORENZEN, 1972) e duas em meio Zarrouk (ZARROUK, 1966). Essas espécies foram 

inoculadas em água de drenagem agrícola na concentração de 100%, em balões de 250 mL, em 

triplicatas, visando determinar quais apresentam melhores respostas de crescimento nesse 

efluente. O desenvolvimento dos cultivos foi acompanhado por medidas da fluorescência in 

vivo, sendo interrompidos no início fase estacionária. Todas as curvas obtidas nos experimentos 

foram ajustadas com o programa estatístico CurveExpert (versão 1.3) pela aproximação à curva 

logística, conforme Pindich; Rubenfeld (1981) e segundo Derner (2006). 
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Tabela 6.1. Espécies de microalgas utilizadas nas análises de ácidos graxos e cujo crescimento foi 

testado em água de drenagem agrícola na concentração de 100%. 

Cepa Espécie Procedência Teor de ácido graxo 

(mg g-1) 

D121WC Pediastrum tetras Frei Martinho – PB 584,9 

D173WC Monoraphidium contortum Lagoa Tapada – PB 267,9 

D174WC Cosmarium sp. Açude Itapororoca – PB 215,9 

D77WC Clorofícea não identificada João Pessoa – PB 181,9 

D128WC Lagerheimia longiseta Balneário Pitimbú – PB 145,5 

D124WC Ankistrodesmus sp Açude Frei Martinho – PB 142,4 

D125WC Scenedesmus quadricauda Balneário Pitimbú – PB 130,3 

D109Z Synechococcus nidulans Nascente Grau – PB 117,4 

D137WC Pediastrum tetras Açude São Anastácio – CE 117,4 

D139WC Synechocistys sp. Lago Hotel Village – PE 106,3 

D136Z Chlorococcum sp. Frei Martinho – PB 91,7 

 

6.2.3 CULTIVO DE Monoraphidium contortum EM ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA E 

REMOÇÃO DE NUTRIENTES 

 

A microalga Monoraphidium contortum foi selecionada como organismo teste por 

produzir um total de ácidos graxos superior à soja e por crescer muito bem em água de drenagem 

agrícola. Os cultivos desta espécie foram desenvolvidos em triplicata em meio WC (controle) 

e em água de drenagem agrícola na concentração de 100%, em balões de 6L de capacidade, em 

câmara de cultivo a 25oC, sistema de iluminação fornecida por lâmpadas fluorescentes tipo luz-

do-dia (150 µmol.fótons) e fotoperíodo ajustado para 12 horas.  

O desenvolvimento dos cultivos foi acompanhado por meio de contagens celulares em 

câmaras de Fuchs Rozenthal e por medidas da fluorescência in vivo. Os experimentos foram 

interrompidos na fase estacionária. A biomassa produzida ao final dos experimentos (mg.L-1) 

foi concentrada em centrífuga refrigerada a 18ºC, congelada em ultrafreezer (-30ºC), liofilizada 

e pesada em balança analítica. As curvas de crescimento obtidas foram ajustadas conforme 

descrito no ítem 6.2.2. 

 

6.2.4 ASPECTOS FISIOLÓGICOS E METABOLISMO LIPÍDICO DE Monoraphidium 

contortum CULTIVADA EM ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA NA CONCENTRAÇÃO 

DE 100% 

 

Para medidas de fisiologia celular e metabolismo lipídico de M. contortum a água de 

drenagem agrícola passou pelos processos de clareamento descrito em 6.2.1 s e também foi 
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filtrada em sistema estéril, em membrana Millipore® de 0,22 µm. As medições fisiológicas 

foram realizadas utilizando o citômetro de fluxo FASCcalibur (BD Biosciences, San Jose, 

USA). As análises foram feitas em três períodos de acordo com a curva de crescimento (final 

da fase lag, fase log e estacionária). Os detectores utilizados nas análises de citometria de fluxo 

foram o FL1 (verde – 530nm), FL3 (vermelho – 670 nm), FSC (tamanho celular) e SSC 

(complexidade celular), e os parâmetros foram verificados com o Flowing Software versão 2.5. 

A fluorescência verde (FL1) foi utilizada para detectar o conteúdo lipídico da célula bem como 

atividade da esterase e viabilidade celular, e a fluorescência vermelha (FL3) para discriminar a 

clorofila das células, detectando, assim, a microalga.  

As células foram marcadas com BODIPY 493/503 (Difluoro{2-[1-(3,5-dimethyl-2H-

pyrrol-2-ylidene-N)ethyl]-3,5-dimethyl-1H-pyrrolato-N}boronMolecular Probes, Invitrogen),  

com concentração estoque de 10 mM, concentração da solução de trabalho de 10 mM e 

concentração final de 10 µM para a detecção dos lipídeos neutros, com SybrGreen I (Invitrogen) 

com concentração estoque de 10-2 do original que é 10.000x com concentração final de 10-4, 

para verificar a contaminação por bactérias e.com FDA (diacetato de fluoresceína) (Sigma 

F1303) com concentração estoque de 5 mg/ml ou 12 mM, concentração da solução de trabalho 

e concentração final de 3 µM para a observação da atividade da esterase e viabilidade celular. 

As células viáveis foram determinadas pelo FCM como a percentagem de células coradas por 

diacetato de fluoresceína (FDA, i.e. esterase de células ativas em relação a células totais). Para 

o marcador FDA o período máximo de incubação foi de 10min no escuro e para os demais 

marcadores a incubação foi de 30min (LELONG; HEGARET; SOUDANT, 2011).   

 

6.2.4 ESTATÍSTICA  

 

Os resultados foram analisados utilizando o programa Statgraphics centurion 17.1.03. 

A normalidade dos dados foi testada e as variações dos parâmetros analisados foram 

confirmadas com o teste de homocedasticidade (Teste Levene). Os parâmetros (lipídios, 

concentração celular, FL3 (clorofila), atividade esterase, concentração de bactérias e percentual 

de células vivas) foram comparados pelo teste two-way ANOVA (post-hoc LSD Fisher) para 

verificar a diferença entre o tempo (final da fase lag, fase log e estacionária) e as condições de 

cultivo (em meio Conway e em água de drenagem agrícola). Um segundo teste estatístico foi 

realizado (one-way ANOVA) para verificar as diferenças entre os tratamentos em cada tempo 

para os parâmetros atividade esterase, FL3 e concentração celular. Para todas as análises foi 
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considerado p < 0,05 como nível de significância. Os dados foram apresentados como média ± 

erro padrão. 
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6.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

6.3.1 ÁGUA DE DRENAGEM AGRÍCOLA 

 

A água de drenagem agrícola estudada nesta pesquisa apresentou pH 7,2 e concentração 

de nitrato e fosfato de 18,21 mg L-1 e 1,62 mg L-1, respectivamente (Tabela 6.2). Este achado 

indica um elevado arrasto de P para os rios que drenam a área estudada, favorecendo assim a 

eutrofização. A carga de P controla a atividade biológica em ambientes dulcícolas, sendo este 

elemento o principal fator limitante ao crescimento do fitoplâncton nesses ambientes. Tezuka 

(1994) considera que a maior parte do P presente na água de drenagem agrícola ocorre na forma 

de partículas, de maneira que uma grande quantidade desse elemento é presente em águas turvas 

agrícolas, como a que foi usada nesta pesquisa  

 

Tabela 6. 2. Valor de pH e concentração de Fosfato e Nitrato em água de drenagem agrícola bruta. 

Parâmetros Valores 

pH 7,2 

Fosfato 18,21mg L-1 

Nitrato 1,62 mg L-1 

 

Noriega e Araújo (2009), demonstraram que nas bacias hidrográficas da região Nordeste 

as cargas drenadas de N chegam 39.130 t.ano-1 e as de P chegam a 8.914 t.ano-1, com máximos 

valores encontrados nas bacias dos rios Capibaribe e Goiana no Estado de Pernambuco, sendo 

os esgotos domésticos a principal fonte de nutrientes para as áreas costeiras, com valores que 

chegam a 51% de N e 45% de P entre todas as fontes antropogênicas e naturais combinadas. As 

plantações de cana de açúcar representam a segunda maior fonte de emissão, com 11.762 e 

3.440 tano-1 de N e P, respectivamente, sendo que as entradas antopogênicas correspondem 

aproximadamente a 96% das emissões totais. Esses dados podem apresentar variações em 

função das diferentes entradas de N e P nos ambientes aquáticos, visto que, nesta pesquisa, as 

concentrações de fosfato foram substancialmente maiores do que as concentrações de nitrato.  

Os resultados também se contrapõem com dados de outras regiões, como no Lago Biwa, 

Japão, onde foi demonstrado que quantidades diárias de N e P fornecida ao lago são da ordem 

de 19,5 e 1,11 t/dia, respectivamente, segundo o Governo da Província de Shiga, sendo que as 

fontes desses elementos são as plantações de arroz existentes na região, consideradas as 

principais causas da eutrofização desse lago (KUNIMATSU; SUDO, 1997; OHKUBO; 

AZUMA, 2005). 
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Ressalta-se, entretanto, que as quantidades exatas de nutrientes carreadas para os 

mananciais a partir das atividades agrícolas são quase impossíveis de serem avaliadas devido à 

complexa rede de interações que ocorre no solo seja decorrente de processos químicos, 

retenções biológicas ou infiltrações em camadas subsuperficiais do solo relacionadas à 

permeabilidade (SCHRODER et al., 2004). 

Além disso, formas inorgânicas de P não são absorvidas pelas plantas e são geralmente 

perdidas no escoamento. Nitratos, embora normalmente presentes no escoamento, são 

tipicamente perdidos por lixiviação, a partir da zona de enraizamento, e em seguida transferidos 

para a água subterrânea ou descarregadas em uma massa de água de superfície (FENTON; 

HUALLACHÁIN, 2012).  

 

6.3.2 ENSAIOS DE CRESCIMENTO DAS 11 ESPÉCIES DE MICROALGAS EM ÁGUA 

DE DRENAGEM AGRÍCOLA 

 

Das 11 espécies cultivadas em água de drenagem agrícola duas delas: Synechocistis sp 

(D139WC) e Monoraphidium contortum (D173WC) foram as que apresentaram os melhores 

desempenhos (Figura 6.1). A primeira mostrou maior crescimento, porém o teor de ácidos 

graxos desta espécie, embora também seja superior à soja, é menor do que o observado em 

Monoraphidium contortum. Outras espécies (D77WC, D128WC e D136Z) também 

apresentaram resposta de crescimento na condição testada, mas os valores máximos de 

fluorescência registrados para elas foram bem inferiores aos observados em Synechocistis sp e 

em Monoraphidium contortum.  

Esses resultados evidenciam que outras espécies de microalgas potencialmente 

produtoras de biodiesel também podem ser cultivadas em água de drenagem agrícola 

demonstrando a necessidade de novos estudos de bioprospecção como este. Os dados 

evidenciaram, ainda, que as espécies D109Z (Synechococcus nidulans) e D137WC (Pediastrum 

tetras) foram completamente inibidas em água de drenagem agrícola, sendo assim inviável o 

seu cultivo neste tipo de substrato. 
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Figura 6.1. Curvas de crescimento de 11 espécies de microalgas testadas em água de drenagem agrícola.  

 

 Diversos estudos tem demonstrado crescimento de microalgas em outros tipos de 

efluentes agroindustriais e da agropecuária, tais como dejetos suínos (BAI et al., 2012; 

DELABARY, 2012; GAN et al., 2014; ZHU et al., 2013), esterco de galinha (FENTON; 

HUALLACHAIN, 2016; LIANG; MO; ZHOU, 2013; MARKOU; ICONOMOU; 

MUYLAERT, 2016; MARKOU; GEORGAKAKIS, 2011), laticínios (LIANG; MULBRY et 

al., 2008; LEVINE; COSTANZA-ROBINSON; SPATAFORA, 2011; LU et al., 2015; 

MARKOU; GEORGAKAKIS, 2011; WANG et al., 2010), vinhaça (RAMIRES et al., 2014; 

SANTOS et al., 2016), e manipueira (BORGHETI, 2009), entretanto nenhum trabalho foi 

encontrado com relação a mitigação de N e P da água de drenagem agrícola usando microalgas. 

No entanto, nesse tipo de efluente já foram realizados estudos sobre a remoção de pesticidas 

por microalgas (MATAMOROS; RODRIGUES, 2016), sendo que várias tecnologias de 

fitorremediação tem sido sugerida para remover esses compostos nesse efluente, incluindo 

zonas úmidas ou tanques à base de microalgas (VYMAZAL; BREZINOVÁ, 2015), o que 

resultaria num efluente tratado com alta eficiência (CRAGGS; SUTHERLAND; CAMPBELL, 

2012). As mesmas tecnologias poderiam ser aplicadas no caso da remoção de nutrientes visando 

minimizar efeitos danosos da eutrofização e ao mesmo tempo produzindo biomassa destinada 

a diversas aplicações biotecnológicas, inclusive produção de biodiesel e biofertilizante. 
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6.3.3 CRESCIMENTO DE Monoraphidium contortum EM ÁGUA DE DRENAGEM 

AGRÍCOLA E CAPACIDADE DE REMOÇÃO DE NUTRIENTES 

 

O cultivo desta espécie em água de drenagem agrícola na concentração de 100% 

evidenciou maior crescimento no meio controle o qual apresentou um rendimento final muito 

superior, tanto em número de células como em unidades de fluorescência (Figura 6.2).  

 

 

 

Figura 6.2. Curva de crescimento da microalga Monoraphidium contortum em duas condições (meio 

controle e água de drenagem agrícola) e rendimento máximo da espécie para cada 

tratamento. C= controle; ADA= água de drenagem agrícola. 

 

O experimento teve a duração de 12 dias e nesse tempo a microalga foi capaz de remover 

aproximadamente 73% de nitrato após 11 dias de cultivo (TABELA 6.3) e 100% do fosfato no 

terceiro dia de cultivo (Tabela 6.4) denotando assim uma elevada capacidade de biorremediacão 

do efluente testado por esta espécie de microalga. A escassez de fosfato a partir do 3º dia de 

cultivo limitou a produtividade de M. contortum em água de drenagem agrícola.  
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Tabela 6.3. Percentual de remoção do nitrato (NO3) no meio padrão (controle) e na água de drenagem 

agrícola (ADA) ao longo do cultivo da microalga Monoraphidium contortum. 

Dias Controle (mg L-1) %Remoção ADA (mg L-1) %Remoção 

0 21 0 1,22 0 

3 16 23,8 1,14 6,31 

5 4,00 80,9 0,89 27,25 

7 4,26 79,73 1,08 11,14 

9 2,83 86,54 0,86 29,59 

11 2,18 89,62 0,33 72,98 

 

 

Tabela 6.4. Percentual de remoção do fosfato (PO4) no meio padrão (controle) e na água de drenagem 

agrícola (ADA) ao longo do cultivo da microalga Monoraphidium contortum. 

Dias Controle (mg L-1) %Remoção ADA (mg L-1) %Remoção 

0 21,00 0 18,21 0 

3 12,00 42,86 ND 100 

5 10,05 52,13 ND 100 

7 7,18 65,82 ND 100 

9 7,21 65,65 ND 100 

11 7,18 65,82 ND 100 

 

 

Os dados disponíveis até o momento acerca do crescimento de microalgas em água de 

drenagem agrícola são muito raros, mas para outros tipos de efluentes a efetividade de remoção 

de nutrientes por microalgas já foi demonstrada (HERNANDÉZ et al., 2016; MATAMOROS 

et al., 2015; PANDRINI et al., 2016; WANG et al., 2016). Alguns estudos têm sido sugeridos 

a fim de incrementar a efetividade do processo de biorremediação como o tratamento biológico 

conjugado, que utiliza o consórcio de microrganismos (bactérias e microalgas) (MUÑOZ; 

GUIEYSSE, 2006; PANIAGUA-MICHEL; GARCIA, 2003; TOI et al., 2014; VAN DEN 

HENDE et al., 2014). 

Em geral, as necessidades de nutrientes das microalgas são baixas, apesar de que 

concentrações de fósforo inferiores a 0,062 mgP L- 1, podem limitar fortemente o crescimento 

celular (SEI, 2009), assim como as disponibilidades de nitrato devem estar acima de 0,028 mg 

N -1 para assegurar crescimento (RASMUSSEN, 2007), apesar de que tais limites sejam 

específicos para cada espécie (LUDWIG et al., 2008). A remoção de nutrientes, observada 

neste, estudo sugere que resíduos agrícolas podem ser substitutos adequados de fertilizantes 

inorgânicos para a produção comercial de microalgas ou inserção da biomassa produzida em 
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atividades agrícolas, seja como ração, adubo ou biofertilizante (FAO, 2009). Tratando-se de 

uma espécie potencialmente importante para a produção de biodiesel, como no caso de 

Monoraphidium contortum, a biomassa produzida poderia ainda ser utilizada para a produção 

de biodiesel ou co-geração de energia. Diversas espécies de Monoraphidium armazenam altas 

quantidades de ácidos graxos em suas células (BOGEN et al., 2013; LANG et al., 2011; 

MENEZES et al., 2013), sendo assim potencialmente importantes para essa finalidade. 

 

6.3.4 METABOLISMO LIPÍDICO E FISIOLOGIA CELULAR 

 

As comparações das respostas fisiológicas relacionadas ao metabolismo lipídico de 

Monoraphidium contortum (Figura 6.3) evidenciaram que houve diferença significativa 

(ANOVA Two-way) ao longo do tempo (fases do cultivo), para o controle e para a água de 

drenagem agrícola (F = 26,57; p = 0,0000). Comparando os tratamentos com relação às fases 

constatou-se que apenas na fase log a diferença foi significativa (F= 71, 66; p = 0,0000). Este 

achado é relevante, pois pode criar uma expectativa real de que o impacto ambiental das 

descargas dos efluentes agrícolas pode ser minimizado, e a biomassa de espécies produtoras de 

lipídios pode ser aplicada para destinações nobres, tais como produção de biodiesel. Imagens 

da microalga marcada com bodipy podem ser visualizadas na Figura 6.4. 

 

 

 

Figura 6.3. Síntese de células lipídicas da microalga Monoraphidium contortum marcadas com marcador 

flurorescente Bodipy nas duas condições, controle (meio WC) e 100%.ADA (água de 

drenagem agrícola) testadas e nas diferentes fases de cultivo. As letras mostram diferença entre 
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os tempos em cada condição e o asterisco mostra diferença entre as condições no tempo 

indicado (UA= Unidade arbitrária). 

 

 

 A 
 

B 

 

 C 

Figura 6.4. Fotografias de Monoraphidium contortum marcados com Bodipy para visualização de 

células lipídicas da microalga no microscópio de fluorescência em contraste de fase (a) e 

campo escuro (b, c) com aumento de 1000x.  

 

O teste estatístico demonstrou que não há diferença entre os tratamentos com relação à 

concentração de bactérias marcadas com SybrGreen (F = 0,93; p = 0,3429), entretanto houve 

diferença nas fases de cultivo (F = 5,66; p = 0,0086), sendo a fase lag significativamente 

diferente das demais fases (Figura 6.5). A presença de bactérias nas duas condições testadas 

resulta do fato de que os cultivos não eram axênicos.  Imagens das bactérias presentes nos 

cultivos podem ser visualizadas na Figura 6.6. 

Park et al. (2008) relatam que culturas de microalgas têm mantido uma relação 

simbiótica com bactérias, sendo que tal interação incrementa a efetividade na remoção de 

compostos orgânicos e inorgânicos presentes em efluentes e promove a redução da demanda 

biológica de oxigênio (DBO), conforme relatado por Oswald et al. (1953). Ressalta-se, ainda, 
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que a presença de bactérias usualmente está associada à presença de carbono orgânico 

dissolvido produzido pelas microalgas (KORMAS et al., 2005; NECHAMA; RUSHANSKY; 

LEGRAND, 1996) bem como à presença desses elementos na própria água de drenagem 

agrícola. Diversos autores têm demonstrado a eficácia na biorremediação de efluentes 

agroindustriais, atribuída a essa relação simbiótica entre microrganismos (DE GODOS et al., 

2010; GREEN et al., 2003; GUTZEIT et al., 2005; PEREZ-GARCIA et al., 2010; SUKIAS et 

al., 2003; TAMER et al., 2006). 

Subashchandrabose et al. (2011) sugerem que processos de biodegradação envolvendo 

o consórcio de cianobactérias/microalgas e bactérias poderão ser sistemas autossustentáveis 

muito eficazes, mais baratos e tecnicamente superiores, destacando ainda que consórcios de 

microalgas-bactéria podem produzir metabolitos e subprodutos de grande valor comercial, 

juntamente com a mitigação do CO2. 

 

 

Figura 6.5. Concentração bacteriana nas duas condições de cultivo, controle (meio WC) e 100%.ADA 

(água de drenagem agrícola) da microalga Monoraphidium contortum. As letras mostram 

diferença entre os tempos em cada tratamento e o asterisco mostra diferença entre os 

tratamentos no tempo indicado.  
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Figura 6.6. Fotografia em microscópio de fluorescência de células bacterianas marcadas com Sybrgreen 

(em verde) e de células de Monoraphidium contortum evidenciadas na coloração vermelha 

devido a autofluorescência da clorofila, em aumento de 1000x. 
Por outro lado, as análises da autofluorescência da clorofila (FL3) evidenciaram valores 

sempre mais elevados no meio controle (Figura 6.7), muito embora os valores registrados em 

água de drenagem agrícola foram expressivos, sendo constante nas 3 fases de cultivo. Ho et al. 

(2014) consideram que as quantidades de nitrogênio interferam diretamente nas taxas 

fotossintéticas e uma vez que a quantidade de nitrogênio nesse tipo de efluente foi baixa em 

relação ao cultivo controle, influenciando diretamente na produção do pigmento fotossintético.  

O tratamento estatístico para clorofila demonstrou que os valores de FL3 diferem 

estatisticamente no tempo (F = 20,49; p = 0,0000) e entre as condições de cultivo (F = 109,30; 

p = 0,0000). Comparando os tratamentos com relação ao tempo houve diferença significativa 

nas três fases: lag (F = 35,54; p = 0,0000), log (F = 207,78; p = 0,0000), estacionária (F = 50,49; 

p = 0,0000) e apenas o controle na fase lag mostrou diferença significativa dos outros tempos 

de cultivo (Figura 6.7).  
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Figura 6.7. Fluorescência da clorofila da Monoraphidium contortum nas três fases de cultivo em meio 

WC (Controle) e em água de drenagem agrícola (ADA). As letras mostram diferença entre 

os tempos em cada tratamento e o asterisco mostra diferença entre os tratamentos no tempo 

indicado. (UA= Unidade arbitrária). 

 

O tratamento estatístico para a atividade da esterase (FDA, Figura 6.8) evidenciou que 

houve diferença estatística entre o tempo (F = 9,17, p = 0,0013) e entre os tratamentos (F = 

24,55; p = 0,0001) sendo que teste de ANOVA One-Way demonstrou diferença entre os 

tratamentos na fase lag (F = 8,41; p = 0,0113), log (F = 30,50; p = 0,0006) e estacionária (F = 

39,68; p = 0,0001), evidenciando esses dados que o efluente estudado não propicia desempenho 

celular satisfatório, pois foi observada uma diminuição na atividade de esterase durante as fases 

de cultivo no efluente testado depois de corar as células com diacetato de fluoresceína (FDA). 

A ação da esterase é a maneira mais comum de medir a resposta fisiológica da enzima celular. 

As células saudáveis hidrolisam o FDA no interior da célula por esterases, para produzir 

fluoresceína fluorescente, que é hidrófilo e fica retido no interior de células viáveis por um 

determinado tempo. A diminuição da fluorescência de fluoresceína indica a atividade da enzima 

deficiente ou perda de integridade da membrana celular e a redução da ação da enzima esterase 

é expressa como uma diminuição no número de células que é representada percentualmente 

(Figura 6.8) (STAUBER; FRANKLIN; ADAMS, 2002). As atividades enzimáticas são uma 

característica básica de células vitais e assim fornecem informações sobre seu estado fisiológico 

e algumas dessas atividades como esterase, respiratórias ou fosfatase, podem ser detectadas por 

citometria de fluxo (HYKA et al., 2013). As atividades de enzimas intracelulares são 

proporcionais à intensidade da fluorescência do marcador celular e dependem muito da 



94 

 

concentração do marcador, bem como da espécie de microalga estudada, por isso, se faz 

necessário a padronização do processo. 

 

 

Figura 6.8. Atividade esterase evidenciada na citometria de fluxo através da marcação com FDA em 

Monoraphidium contortum nas três fases de cultivo em meio WC (Controle) e em água de 

drenagem agrícola. As letras mostram diferença entre os tempos em cada tratamento e o 

asterisco mostra diferença entre os tratamentos no tempo indicado. (UA= Unidade 

arbitrária). 

 

Hyka et al. (2013) aplicou o FDA como um indicador da vitalidade das células em 

cultura de Chlorella vulgaris sob condições heterotróficas (meio alternativo) contendo mais de 

85% de células vitais. Entretanto, no nosso estudo a maior atividade de esterase foi observada 

no cultivo controle (Figura 6.8), mas com relação ao percentual de células vivas (Figura 6.9), o 

teste estatístico não demonstrou diferença significativa entre as condições testadas (F = 0,43; p 

= 0,5184), muito embora houve diferença significativa entre os tempos de cultivo (F = 7,20; p 

= 0,0039). 
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Figura 6.9. Comparação do percentual de células vivas que foram marcadas com FDA na microalga   

Monoraphidium contortum nas duas condições de cultivo testadas, controle (meio WC) e 

100% ADA (água de drenagem agrícola). As letras distintas mostram diferença entre os 

tempos em cada tratamento.  

 

O tratamento estatístico para a densidade celular (Figura 6.10) evidenciou que há 

diferença estatística entre o tempo e entre os tratamentos (F = 4,83, p = 0,0152), sendo que o 

teste ANOVA One-way demonstrou diferença entre os tratamentos na fase lag (F = 5,13; p = 

0,0361), log (F= 20,86; p= 0,0010) e estacionária (F = 23,77; p = 0,0006). As análises das duas 

variáveis acima (tempo e tratamento) evidenciam que uma menor quantidade de células de 

Monoraphidium contortum cultivada no efluente de drenagem agrícola (Figura 6.10) produz 

comparativamente mais quantidades de lipídeos nas fases log e estacionária do que altas 

densidades celulares cultivadas no meio controle. 
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Figura 6.10. Densidade celular determinada por citometria de fluxo de Monoraphidium contortum nas 

três fases de cultivo em meio WC (Controle) e em água de drenagem agrícola (ADA). As 

letras mostram diferença entre os tempos em cada tratamento e o asterisco mostra diferença 

entre os tratamentos no tempo indicado. 

 

Nota-se que ao tempo em que Monoraphidium contortum reduz as cargas de nitrato e 

fosfato deste tipo de efluente, sintetiza mais lipídeos que poderiam ser utilizados para a 

produção de biodiesel, por exemplo, do que as quantidades produzidas em meio sintético. Além 

disso, a quantidade de nitrato e fosfato no efluente de água de drenagem agrícola é 

consideravelmente menor em comparação com o meio controle (WC), sendo que a deficiência 

desses elementos no meio afeta severamente a síntese de proteínas, resultando em um fluxo 

metabólico no sentido de biossíntese lipídica podendo haver com isso maior acumulação de 

lipídios nas células de microalgas (COURCHESNE et al., 2009). tornando-se um método 

vantajoso para a utilização de microalgas cultivadas em resíduos industriais para a produção de 

biodiesel.  
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6.4 CONCLUSÕES 

 

 A água de drenagem agrícola apresenta assim grande potencial de perigo, podendo 

promover eutrofização em corpos hídricos. O cultivo de microalgas em águas residuais tem 

sido muito estudado, porém poucos trabalhos relatam o uso de microalgas na bioremediação de 

água de drenagem agrícola. Nosso estudo demonstrou que Monoraphidium contortum é eficaz 

na remoção de Nitrato e Fosfato do meio, removendo cerca de 72% e 100%, respectivamente. 

Também demonstrou que quando cultivada em água de drenagem agrícola, esta microalga 

apresenta potencial acúmulo de lipídeos, sendo possível aplicar comercialmente este tipo de 

tratamento, gerando biomassa rica em lipídeos que pode ser utilizada para outras finalidades, 

inclusive produção de energia. Com relação a clorofila, atividade da esterase e densidade 

celular, o cultivo controle obteve um melhor desempenho, porém a respeito da porcentagem de 

células vivas e a concentração de bactérias os valores foram similares para ambos os 

tratamentos. 
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7 CONSIDERAÇÕES GERAIS  

 

Atualmente, muito se tem discutido sobre questões ambientais relacionadas aos 

impactos produzidos pelas diversas atividades antrópicas, principalmente aqueles oriundos da 

produção industrial. Inúmeros sistemas produtivos têm provocado degradação de recursos 

naturais e os efeitos desses processos estão ficando cada vez mais evidentes, tornando-se 

premente a necessidade de minimizar tais ações. As energias renováveis surgem como uma das 

medidas a serem adotadas, principalmente por serem oriundas de fontes sustentáveis, e por 

representarem uma importante base para o desenvolvimento social e económico. Por outro lado, 

o cenário das energias renováveis ainda apresenta um custo elevado, sendo este um dos 

principais gargalos para o uso dessas energias. O desenvolvimento de projetos de energias 

renováveis deverá ainda continuar por muito tempo, uma vez que muitas empresas e autoridades 

públicas estão cada vez mais envolvidas nesse interesse.  

Uma das alternativas energéticas que vem sendo bastante pesquisada, comentada e 

incentivada por órgãos públicos, são os biocombustíveis, muitas vezes originados de plantas 

como a cana-de-açúcar, beterraba e milho para a produção do álcool, e oleaginosas, tais como 

soja, mamoma, pinhão, palma e atualmente microrganismos fotossintetizantes como as 

microalgas. Em comparação com combustíveis fósseis, os biocombustíveis têm inúmeras 

vantagens, tais como renovação mais rápida e redução de emissões de gases de efeito de estufa, 

minimizando assim a degradação ambiental provocada por aqueles. 

As principais preocupações relacionadas à utilização dos biocombustíveis derivados de 

plantas oleaginosas incluíram a segurança alimentar, escassez de terra para cultivo e 

necessidade de irrigação. Uma alternativa é utilização de microalgas para a produção de 

biocombustíveis. As microalgas são capazes de gerar bioenergia utilizando áreas muito 

menores para cultivo do que as utilizadas na agricultura tradicional. Entretanto, a produção de 

biodiesel a partir de microalgas ainda apresenta custos elevados devido a problemas 

operacionais e técnicos, que vão desde as práticas de cultivo até a extração e produção de 

biocombustível. Devido ao custo de produção elevado, o biocombustível de microalgas não é 

capaz de competir diretamente com os combustíveis à base de petróleo até o momento, razão 

pela qual se busca aprimorar metodologias que visam à redução dos custos. Uma das opções 

consiste em utilizar águas residuais oriundas das atividades antrópicas como meio alternativo 

de cultivo para a produção de biomassa microalgal em larga escala, visto que muitas espécies 

de microalgas são eficientes biorremediadores desses efluentes.  
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Neste estudo foram testados três tipos de resíduos de atividades agroindustriais como 

substrato para o cultivo de microalgas potencialmente importantes à produção de biodiesel: 

água de lavagem de biodiesel, efluente de carcinicultura e água de drenagem agrícola. Foram 

testadas 11 espécies regionais de microalgas dulcícolas: Pediastrum tetras, Monoraphidium 

contortum, Cosmarium sp., Lagerheimia longiseta, Ankistrodesmus sp., Scenedesmus 

quadricauda, Synechococcus nidulans, Pediastrum tetras, Synechocistys sp., Chlorococcum 

sp., e uma clorofícea não identificada e uma espécie marinha: Amphora sp. Tais espécies 

pertencem ao banco de cultivo de microalgas do Laboratório de Ambientes Recifais e 

Biotecnologia com Microalgas (LARBIM/UFPB) onde são mantidas em meios sintéticos, e 

foram selecionadas pelo fato de produzem substanciais quantidades de ácidos graxos, com 

algumas espécies inclusive muito superiores à soja.  

Das 11 espécies testadas em água de lavagem de biodiesel apenas duas apresentaram 

bom crescimento. Destas, optou-se por avaliar a efetividade de biorremediação deste efluente a 

espécie Monoraphidium contortum, pelo fato dela apresentar maior capacidade de crescimento 

e por ser a segunda espécie com maior teor de ácidos graxos dentre as testadas. O experimento 

demonstrou que esta espécie tem grande capacidade de reduzir as concentrações de NO3, PO4, 

e a DQO em percentuais que chegam a 25,8%, 7,2% e 31,2%, respectivamente.  

A espécie marinha Amphora sp. testada em água de carcinicultura apresentou excelente 

crescimento neste efluente com grande capacidade de síntese de lipídios, embora o rendimento 

máximo em biomassa e quantidade de células tenha sido inferior ao controle. Sua capacidade 

de remover PO4, NO3 e NO2 nesse efluente foi de 73,357%, 72,572% e 66,667, respectivamente.  

Das 11 espécies testadas em água de drenagem agrícola duas delas: Synechocistis sp e 

Monoraphidium contortum foram as que apresentaram os melhores desempenhos. A primeira 

apresentou maior crescimento, porém o teor de ácidos graxos desta espécie, embora superior à 

soja, é menor do que o observado em Monoraphidium contortum razão pela qual esta espécie 

foi selecionada para testar sua capacidade de biorremediação desse efluente. Nessa condição, a 

produção de biomassa e o rendimento final em numero de células foram inferiores ao controle, 

mas mesmo assim Monoraphidium contortum removeu aproximadamente 73% de NO3 e 100% 

de PO4 após 11 dias de cultivo. As respostas fisiológicas por citometria de fluxo evidenciaram 

maior produção de lipídeos no efluente, porém as concentrações celulares, florescência da 

clorofila e atividade da esterase foram mais elevadas no controle.  

Pode-se concluir, partir do estudo, que as microalgas selecionadas, de fato, podem atuar 

como eficientes biorremediadores dos efluentes testados, e, ao mesmo tempo, podem produzir 

quantidades de biomassa e/ou lipídios em quantidades expressivas. Desse modo, a pesquisa 
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abre novos horizontes de investigação visto que um duplo interesse pode ser identificado com 

os resultados obtidos, como a redução das concentrações de nutrientes presentes nesses 

efluentes para níveis mais apropriados ao seu descarte, minimizando assim impactos 

ambientais, e a produção de biomassa microalgal que pode ser usada para produção de biodiesel 

ou outros coprodutos de interesse à biotecnologia, reduzindo assim os custos de produção em 

cultivos em massa. 

Ao mesmo tempo a pesquisa também aponta para a necessidade de novos estudos sobre 

as respostas fisiológicas decorrentes de alterações nas formulações dos meios alternativos 

utilizados e das condições de cultivo, como formas de incrementar a síntese de produtos de 

interesse como os lipídeos e incremento na produção de biomassa em sistemas de cultivo em 

larga escala. 
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