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Resumo 

Com as necessidades energéticas e de água limpa, tanto para uso doméstico quanto 

industrial, sempre a crescer, o impacto ambiental gerado e a necessidade de o reverter, 

tem-se procurado alternativas que sejam ecológicas, eficientes e de baixo custo. As 

microalgas podem ser uma dessas alternativas. As microalgas são microrganismos 

encontrados em muitos tipos de ambientes, capazes de uma reprodução rápida; de se 

adaptar ao ambiente em que se encontra e altera-lo; e são fontes de diversos compostos 

de interesse, tanto para energia verde quanto para os setores alimentares e 

farmacêuticos. 

O presente trabalho visa analisar a aclimatação da microalga Selenastrum sp. em 

efluentes industriais (têxtil e da pasta para papel), avaliar o tratamento de matéria 

orgânica biodegradável e observar a acumulação de compostos de interesse na 

biomassa. Para tal, realizaram-se cultivos em reatores de 1L durante 8 dias, com 

controlo da intensidade luminosa (195 de µmol/m2/s, 12h/dia), temperatura (23ºC) e 

fluxo de ar (0,4L/L/min) filtrado. Cada cultivo tinha uma concentração de 90% (v/v) 

de efluente filtrado, além dos cultivos controlo com e sem adição de glucose para 

comparação de desenvolvimento da biomassa e eliminação de matéria orgânica 

respetivamente. Devido aos baixos teores de nutrientes inorgânicos nos efluentes, em 

todos os cultivos foram adicionados 10mL de GoldMedium Fresh-Water Species (GM-

FWS). Amostras para contagem de células, análise de carência química de oxigénio 

(CQO), peso seco, dimensões celulares e leituras em espectrofotómetro (200 – 800nm) 

foram feitos em 4 alturas do cultivo. 

Após o cultivo, obteve-se uma redução de níveis da CQO de 70%, 64,3% e 49,2% para 

os cultivos com glucose, efluente da pasta para papel e efluente têxtil, respetivamente, 

além de uma redução média de 31,7% nos compostos solúveis que absorvem no UV-

Visível. A esta atividade de bioconversão dos compostos dissolvidos correspondeu um 

crescimento de 9,8 milhões de células por mL em média nos cultivos. Relativamente à 

quantidade de biomassa gerada, face ao valor obtido para o cultivo controlo 

(0,29mg/mL), verificou-se um incremento de 76,7% no cultivo com glucose, 62,8% no 

cultivo com efluente da pasta para papel e de 46,5% no cultivo com efluente têxtil.  

Estas observações permitem concluir que a Selenastrum sp. é uma eficiente alternativa 

para tratamento de efluentes industriais, e devido ao seu crescimento e capacidade de 

acumular biomassa apresenta um potencial suplementar como fonte de compostos 

úteis. 

 

Palavras-chave  

Microalga; Selenastrum sp.; Efluente industrial; Efluente têxtil; Efluente da pasta para papel; 

Tratamento de efluentes. 
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Abstract 

With the energy and clean water needs, both for domestic and industrial uses, always 

growing, the environmental impact generated and the need to reverse them, 

alternatives that are ecological, efficient, and low cost have been sought. Microalgae can 

be one of those alternatives. Microalgae are microorganisms found in almost all types 

of aqueous media, capable of rapid reproduction, adapting and changing the 

environment and are sources of various compounds of interest, both for green energy 

and for the food and pharmaceutical sectors. 

The present work aims to analyze the acclimatization of the microalgae Selenastrum sp. 

in effluents from the textile and paper pulp industry, evaluate the treatment and 

elimination of biodegradable organic matter and observe the accumulation of 

compounds of interest. For this purpose, cultures were carried out in 1L reactors for 8 

days, with control of light intensity (195 µmol/m2/s, 12h/day), temperature (23ºC) and 

filtered air flow (0,4L/L/min). Each culture had a concentration of 90% (v/v) of filtered 

effluent, in addition to the control and control cultures with addition of glucose for 

comparison of biomass development and organic matter elimination, respectively. Due 

to the low inorganic nutrient content in the effluents, 10mL of GoldMedium Fresh-

Water Species (GM-FWS) were added to all cultures. Samples for cell counting, 

chemical oxygen demand (COD) analysis, dry weight, cell dimensions and 

spectrophotometer readings (200 – 800nm) were taken at 4 different times of 

cultivation. 

After cultivation, there was a reduction in COD levels of 70%, 64.3% and 49.2% for 

cultures with glucose, pulp effluent and textile effluent respectively, in addition to an 

average reduction of 31.7% in total compounds dissolved in the medium, according to 

UV-Visible analysis. This bioconversion activity resulted in a growth of 9.8 million cells 

per mL on average in the cultures. Regarding the amount of biomass accumulated, 

using the control culture as reference (0.29mg/mL), increment of 76.7% was observed 

for the cultivation with glucose, 62.8% for the pulp effluent and 46.5% for the textile 

effluent. 

These observations enable to conclude that Selenastrum sp. is an efficient alternative 

for the treatment of industrial effluents, and due to its growth and capacity to 

accumulate biomass exhibit an additional potential as source of useful compounds. 

 

 

Keywords  

 

 

Microalgae; Selenastrum sp.; Industrial effluent; Textile effluent; Pulp effluent; Wastewater 

treatment. 
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1. Introdução 

O aumento da capacidade industrial e a produção dos mais variados bens de consumo, 

causam a escassez das matérias-primas, altos consumos de energia e poluem o 

ambiente de diversas formas.  

Apesar das tecnologias e metodologias que utilizam microalgas serem inovadoras e 

ambiciosas, elas ainda se encontram na sua infância, utilizando ainda conceitos 

convencionais que limitam a sua capacidade ou inibem algumas de suas vantagens. 

Este trabalho procura comprovar os benefícios das microalgas para diferentes setores 

da economia, a sua capacidade de adaptação e demonstrar que microalgas podem 

limpar poluentes, gerar energia e servir como matéria-prima, o melhor exemplo do 

conceito de bio-refinarias, onde problemas como poluentes se transformam em 

soluções e produtos. 

 

1.1.  Enquadramento do trabalho 

As microalgas são organismos microscópicos capazes de crescer e dobrar o seu número 

de indivíduos em poucos dias, seja em meios aquosos salgados, doces, contaminados ou 

não, podendo transformar luz solar, fósforo e azoto em importantes metabolitos para a 

sua sobrevivência, os quais também podem ser usados nos mais diversos setores 

industriais e económicos, seja na área medicinal ou na energética. A pluralidade de 

opções, produtos e serviços que as microalgas oferecem são essenciais num período em 

que buscamos soluções amigas do ambiente, capazes de produzir bens de consumo de 

forma eficiente, sustentável e acessíveis. 

Em setembro de 2015, na Assembleia Geral das Nações Unidas aprovou-se a Agenda 

2030 para um desenvolvimento sustentável global, sendo algumas das suas principais 

prerrogativas o acesso a água, saneamento e fontes de energia eficientes e sustentáveis 

para todos, estando implícitos nessas prorrogativas a diminuição da poluição e 

contaminação das águas e o aumento da infraestrutura tecnológica para o 

desenvolvimento de energias sustentáveis1.  

O uso de microalgas para os mais variados fins (desde o tratamento de águas 

contaminadas até à produção de combustíveis e fármacos) tem crescido, respondendo à 

procura, suportado pelas pesquisas envolvendo a sua utilização2. O bioetanol é o 

biocombustível mais produzido no mundo, sendo proveniente do milho ou da cana-de-

açúcar3, porém estes sistemas dependem de grandes áreas para sua produção e 

competem com o setor de alimentos; assim, as algas possuem a vantagem de poderem 

produzir bioetanol em uma menor área sem competir com o setor alimentício4. 
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Outra questão muito debatida na produção de biocombustíveis é o consumo excessivo 

de água para poder alcançar o produto final, tanto na produção por sistemas agrícolas5 

como por algas6,7. Uma solução interessante é utilizar águas residuais para suprir estas 

necessidades, sendo uma eficiente e sustentável forma de cultivo, especialmente para 

microalgas já que estas podem crescer em vários tipos de águas contaminadas e ainda 

serem úteis para a produção de energia6-10. 

Com o intuito de diminuir o impacto causado por efluentes industriais e domésticos 

quando liberados no ambiente ou visando a sua reutilização, as metodologias para o 

tratamento de águas residuais geralmente incluem as seguintes fases: tratamento 

preliminar, tratamento primário, secundário e terciário. O tratamento preliminar trata 

da remoção de materiais de grande porte, normalmente através de triagens grosseiras; 

seguidamente, o tratamento primário busca remover materiais depositáveis através da 

sedimentação e também da remoção sólidos flutuantes; com o intuito de remoção de 

matéria orgânica residual e sólidos suspensos, o tratamento secundário consiste em 

remove-los através da aplicação de microrganismos aeróbicos; por fim, a terceira fase 

de tratamentos envolve a remoção de nutrientes (principalmente azoto e fósforo) e 

outros sólidos dissolvidos, comumente havendo um tratamento específico para cada 

constituinte11. 

Quando se utiliza microalgas para tratamento de águas residuais, dois métodos são os 

mais usados: a lagoa de estabilização e a lagoa de estabilização integrada. Na primeira 

opção trata-se de uma única lagoa, onda bactérias em simbiose com as algas 

estabilizam a água poluída e reduzem os patogênicos; a segunda funciona da mesma 

forma, porém são quatro lagoas e cada uma com uma fase e tratamento diferente 

provendo vários tipos de tratamentos12. 

A obtenção de álcool através de biomassa é uma técnica já há muito tempo conhecida, 

envolvendo a hidrólise do amido para a liberação de glicose para então esta ser 

fermentada e produzir o álcool. No caso das microalgas o processo é basicamente o 

mesmo, porém para a produção de biocombustível em massa, é necessário sempre uma 

eficiência máxima e minimizar os custos de produção.  

Apesar da eclética capacidade das microalgas de serem adaptadas e aproveitadas para 

diferentes fins, o custo de produção e manutenção (seja económico ou o ambiental) 

destas microalgas muitas vezes é superior ao valor gerado. Devido a tal fato, o foco tem 

sido no aumento da sua eficiência, diminuição de custos de exploração, e 

principalmente aproveitar todos os seus recursos, desde o tratamento de efluentes, à 

produção de biocombustíveis, de ração animal, cosméticos e de fármacos. Os próximos 

estudos devem focar-se nas interações e nas complexidades de cada etapa de produção 

e respetivos efeitos nos produtos esperados. 
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1.2. Objetivo do trabalho 

Considerando o que foi exposto, é de grande interesse criar um sistema onde se 

aproveitam todos os recursos. Para tal são necessários estudos em todas as etapas de 

produção, desde o cultivo até ao produto final, considerando cada variável que possa 

afetar tanto positivamente quanto negativamente. 

Neste trabalho busca-se analisar a adaptação da microalga Selenastrum sp. em 

efluentes industriais, a sua capacidade de tratamento dos efluentes e possível 

acumulação de compostos interessantes para usos futuros (bioenergia, produtos 

químicos, fertilizantes e etc).       

 

1.3. Estrutura do trabalho 

Com os objetivos definidos e uma breve introdução às microalgas e seu potencial, 

segue-se: 

Capítulo 2 – Revisão da literatura sobre as diferentes temáticas abordadas; 

Capítulo 3 - Materiais e métodos; 

Capítulo 4 – Resultados e respetiva discussão;  

Capítulo 5 – Conclusões e perspetivas futuras; 

Capítulo 6 - Referências Bibliográfica 

 

2. Revisão Bibliográfica 

Neste capítulo, desenvolvem-se algumas das principais temáticas para o trabalho, 

através da revisão bibliográfica.  

Este capítulo permite um enquadramento mais completo na cultura de microalgas 

desde a física dos biorreatores, às aplicações dos produtos nas diversas áreas.  

 

2.1. Microalgas 

As microalgas são seres unicelulares com grandes capacidades de produção de 

compostos bioativos interessantes para a nutrição e saúde humana e animal, além de 

serem capazes de gerar produtos energéticos, tratamentos de efluentes, etc. Estão 

presentes há milhares de anos em nosso planeta, são responsáveis por vários ciclos 

biológicos e químicos no planeta, desde serem a base da cadeia alimentar até a geração 

de oxigênio13. São considerados os organismos (vegetal) que crescem mais 
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rapidamente14, podendo ser encontrados nos mais variados tipos de habitat, seja em 

meio líquido, sólido15 e até mesmo no ar16. 

Estes seres microscópicos possuem a capacidade de se multiplicarem e crescerem de 

forma eficiente mesmo em condições muito poluídas, inclusive sendo usado para 

tratamento de efluentes17,18. Estas características beneficiam tanto o meio ambiente 

quanto a geração de produtos e serviços para a humanidade, promovendo uma 

economia circular de reciclagem e reaproveitamento de efluentes para a geração de 

remédios, suplementos, aditivos, produtos químicos e limpeza de efluentes, tudo isso 

com a força de biliões de microalgas. 

A sua principal fonte de energia é a radiação solar, onde através da fotossíntese 

transformam a energia solar e dióxido de carbono em oxigénio e glucose, necessitando 

adicionalmente de alguns compostos inorgânicos para sobreviver; esta forma é 

conhecida como autotrófica.  No entanto, várias espécies de algas são heterotróficas, ou 

ainda mistas, tendo a capacidade de obter energia e nutrientes do próprio meio em que 

se encontram, sendo necessário absorver compostos orgânicos e inorgânicos 

disponíveleis no ambiente, no entanto, ainda depende de luz para manutenção do seu 

metabolismo19. 

Para um crescimento ideal, para a maioria das espécies de microalgas, é necessário um 

mínimo de condições, além dos nutrientes, é necessário um pH neutro ou levemente 

básico (entre 7 e 9), temperaturas entre 15 e 35 ºC, luz entre 50 e 200 μmol de 

fotões/m2/s, e uma fonte de carbono (entre 1 2 % v/v)20. 

Os produtos mais almejados nas microalgas são os biocombustíveis, devido à sua 

procura e relevância, e os carotenoides, pela sua capacidade como nutraceutico e alto 

valor agregado. 

Carotenoides são pigmentos lipofílicos com inúmeras propriedades terapêuticas21, 

entre elas anti-inflamatórios (canthaxantina)22, antioxidantes (astaxantina)23, anti-

cancro (betacaroteno)24, prevenção de doenças (luteína)25 e várias outras características 

e carotenoides26,27,28. 

No setor energético, o potencial das microalgas é diverso, dependendo apenas das 

propriedades das algas e do processo químico de transformação que irão definir a 

melhor forma de aproveitamento energético. A biomassa pode ser objeto de vários tipos 

de transformações: processos bioquímicos (com carboidratos como sua principal 

matéria-prima) gerando bioetanol, biogás e bio-hidrogénio, processos termoquímicos 

(onde toda a biomassa é transformada) podendo gerar desde bio-óleo, syngas até bio-

eletricidade e por fim transesterificação (com lípidos como sua principal matéria-

prima) gerando biodiesel29. 
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Para além destes produtos, ainda existem muitos outras formas de aproveitar as 

microalgas, seja na nutrição animal, humana ou piscicultura, como fertilizante, 

suplementos, cosméticos, lubrificantes, corantes, tratamento de efluentes e etc30,31. As 

figuras 1, 2 e 3 ilustram a composição, as aplicações e a biorrefinaria com base na 

biomassa algal respetivamente.  

 

 

Figura 1 – Componentes encontrados em microalgas (modificado de Aliyu et al., e suas respetivas 

referências)32. 

 

 

Figura 2 – Possíveis rotas para o aproveitamento da biomassa de microalgas para diferentes aplicações 

(modificado de Sudhakar et al., e suas respetivas referências)29. 
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 Figura 3 – Diagrama de fluxo resumido para uma biorefinaria de microalgas e suas aplicações industriais 

(modificado de Bhattacharya et al., e suas respetivas referências)30. 

 

2.1.1. Gênero Selenastrum 
As microalgas do gênero Selenastrum, foram primeiro descritas por Reinsch em 186633 

na região da Francónia na Alemanha, onde o autor observou dois tipos de algas com 

características similares: células semilunares ou em formato de foice, ângulos 

esticados, unidas dorsalmente formando pequenas colônias ou agregados de 2, 4, 8 ou 

mais células e algumas solitárias, dimensões variando entre 7-42 x 1,5-8 micrômetros. 

Estas observações e as feitas por outros autores, tais como a reprodução por esporos e 

um único cloroplasto, são consideradas as principais definições para este gênero de 

microalga. 

Atualmente, são aceitas taxonomicamente apenas quatro espécies dentro do género: S. 

bibraianum, S. bifidum, S. rinoi e S. subtile. O fato deste género possuir um pequeno 

número de espécies decorre das semelhanças taxonómicas, estruturais, fisiológicas e 

genéticas que elas possuem para com os outros géneros da mesma família 

Selenastraceae, como Ankistrodesmus, Kirchneriella, Monoraphidium e Raphidocelis, 

acabando por haver dificuldade de classificação34,35.      

A espécie S. bibraianum é considerada a principal representante do gênero, sendo 

encontrado em quase todos os continentes36, sendo a mais estudada, visando o uso 

biotecnológico e comercial. Ouyang et al. em 201537, identificou que a espécie S. 

bibraianum pode utilizar sal de bicarbonato e dióxido de carbono como fontes de 
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carbono, obtendo maior produtividade com uma iluminação entre 150 e 170 μmol de 

fotões/m2/s. Num estudo realizado no Sri Lanka por Wijeyaratne e Nanayakkara em 

202038, observou-se que a S. bibraianum era encontrado mais frequentemente em 

águas que possuíam maiores concentrações de nutrientes e de sólidos dissolvidos. 

Sasireka e Muthu Velayudham em 201839 determinaram que o meio de cultivo Bold 

Basal Medium (BBM), pH 6,5 e temperatura de 30ºC eram as melhores condições de 

cultivo para S. bibraianum. Um estudo feito em 2016 sobre a composição de 

microalgas encontradas em barragens do rio Fez em Marrocos determinou que a 

microalga S. bibraianum possui cerca de 3.41 a 7,29% de proteínas, 3,83 a 5,45% de 

carboidratos e 4,79 a 7.73% de lípidos (em relação a seu peso seco)40, enquanto que um 

outro estudo feito por Sasirela e Muthu Velayudham em 2018 na Índia41, determinou 

que uma amostra isolada da mesma microalga tinha 28.2% de conteúdo lipídico; esta 

discrepância pode ser a consequência das diferenças condições ambientais a que as 

algas estiveram sujeitas. Quando comparado o cultivo em condições controladas (24 

horas de luz, intensidade de 2000 lux e 25°C de temperatura) e em ambiente aberto 

exposto ao sol (temperaturas variando entre 34°C durante o dia e 27°C durante a 

noite), a S. bibraianum apresentou valores elevados de proteínas (44,7%) e de lipídeos 

(38,9%), onde o principal fator que determinou esses resultados foi o crescimento da 

alga utilizando luz solar natural42. No que respeita ao teor de carotenoides, Soares et al., 

em 2019 determinou que a S. bibraianum, possuía as seguintes proporções de 

carotenoides (mg, g-1): 1,73 de luteína, 0,41 de astaxantina, 1,34 de criptoxantina (a 

maior de todas as algas no estudo), 0,41 de fucoxantina, 0,03 de xantaxantina, 0,16 de 

β-caroteno e 0,08 de α-caroteno43. 

A segunda alga mais comum é a S. rinoi, encontrada principalmente na américa central 

e do sul, (Brasil, Cuba e Colômbia)44-47, onde alguns estudos consideraram a alga como 

um bom fertilizante48 e potencial produtora de carotenoides, com rendimentos em β-

caroteno de 3,6mg por grama de biomassa49. Três estudos realizados na Alemanha, 

determinaram a composição da S. rinoi, bem como as suas melhores condições de 

crescimento; Petrick et al. em 201350 obteve cerca de 23% de lipídios por biomassa 

seca, à temperatura de crescimento de 25°C e 1% de CO2 (v/v), já Wencker et al. em 

201351 observou 25% no teor de lipídios e J. Dautz & J. Dinske, fez crescer a microalga 

em efluentes de aquicultura, atingindo altos teores de proteína (55,6g por 100g de 

biomassa)52. 

Em relação às espécies S. bifidum e S. Subtile, há muita pouca informação devido à sua 

baixa abundância, sendo que a S. bifidum não foi reportada novamente desde Bennet 

(1887)53, e a S. subtile é apenas mencionada como presente em certas regiões36. 
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2.2. Produção de biomassa 

A quantidade de biomassa produzida determina a quantidade de compostos que foram 

absorvidos/biotransformados de um efluente, a quantidade de bioenergia que pode ser 

gerada e em geral os compostos produzidos.  

As condições que irão determinar a produção de biomassa são: A espécie ou mix de 

espécies escolhidas, (levando em consideração o seu metabolismo, composição, 

velocidade de crescimento entre outros), o meio de cultivo (os nutrientes e compostos a 

serem usados, fonte e abundância de luz, água, fonte de carbono, mistura, temperatura 

e pH), o sistema de cultivo (aberto ou fechado) e por fim a manutenção do sistema, 

mantendo o sistema em condições ideais ou gerando algum tipo de estresse para forçar 

a produção. Após a produção da biomassa vem as suas formas de extração, tratamentos 

e preparações finais para o produto escolhido. 

O investimento inicial nestas unidades de produção é elevado, estimando-se que sejam 

necessários cerca de 1,5 milhões de dólares para unidade que produza 36 toneladas de 

microalgas por ano54. Em compensação, anualmente são gerados cerca de 32,6 bilhões 

de dólares de microalgas secas55. Os preços da biomassa para os diferentes sectores são 

os seguintes: setor energético, 500 dólares por tonelada56,57; setor de alimentação 

humana, 120.000 dólares por tonelada57,58, cerca de 15.500 dólares por tonelada no 

setor relacionado a aquicultura e derivados57; e por fim no setor de produção química, o 

valor de mercado é por volta de 3.500 dólares por tonelada57. 

 

2.3. Compostos de interesse comercial e sua produção  

Antes de determinar qual a microalga ou sistema de cultivo que será utilizado, é 

necessário saber qual o objetivo do cultivo, qual o produto final esperado. Como foi 

mencionado anteriormente, as microalgas possuem diversas possibilidades de produtos 

e serviços, cada um com as suas vantagens e dificuldades, nomeadamente os custos de 

produção, o investimento inicial, o escoamento do produto e o valor de venda.  

Para tal, um estudo aprofundado, sobre os principais produtos derivados das 

microalgas deve ser feito preliminarmente a qualquer projeto. 

 

2.3.1. Pigmentos 

o interior das microalgas, existem compostos responsáveis diretamente pela atividade 

fotossintética, que são os pigmentos, sendo divididos em três principais tipos: as 

clorofilas (compostos solúveis em lípidos, encontrados em quase todos os vegetais e em 

seus produtos derivados), ficobiliproteinas (pigmentos acessórios, abundantes em 

microalgas e que auxiliam nos processos fotossintéticos, com propriedades ligadas à 
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saúde e alimentação59,60 e por fim, os carotenoides (também solúveis em lipídeos, 

grandes capacidades antioxidantes e nutraceuticas)61,30. 

Carotenoides são compostos lipossolúveis, capazes de absorver luz dentro da gama de 

400 até 550nm e são as principais responsáveis das cores (variando conforme o 

número de ligações duplas conjugadas) em vários frutos e vegetais62. São definidos 

como pigmentos provindos de tetraterpenos, onde os terpenos são a maior família de 

produtos e metabólitos orgânicos naturais21.  

A principal função dos carotenoides nas microalgas é a de contribuir em fototropismos 

e fototaxia63, nos processos fotossintéticos, além de proteger as células da exposição de 

altas intensidades de luz64. Para além destas funções, existem vários estudos 

descrevendo outras propriedades dos carotenoides, dependendo do tipo, da microalga e 

da situação o qual ela se encontra. O β-caroteno participa nos processos de proteção 

contra radicais livres21, a fucoxantina é altamente eficiente na transferência de energia 

durante o processo de fotossíntese devido à sua estrutura única e também age como 

fotoproteção e apresenta atividade antioxidante65,66,67. A produção destes compostos é 

potenciada por condições estressantes, utilizando a carotenogenesis para a sua 

produção68. 

Em 2016, o mercado global de carotenoides era de 1,24 biliões de dólares, com projeção 

de aumentar em mais 0,29 biliões em 202126, com os principais compostos sendo a 

astaxantina (ração para peixes, para animais e nutracêutico, totalizando um valor de 

mercado de 540 milhões de dólares), o betacaroteno (corante natural, nutracêutico, 

propriedade terapêuticas e rações com valor global de 334 milhões de dólares) e a 

luteína (corante para cosméticos e comidas e propriedades antioxidantes, valor de 

mercado de 309 milhões de dólares)26. 

Dentro dos vários tipos de carotenoides produzidos globalmente pelas microalgas, os 

mais relevantes são a astaxantina (uma xantofila de cor vermelho rosado e 

propriedades antioxidantes),  o β-caroteno (pigmento laranja com propriedades 

antiinflamatórias), a luteína (possui cor verde-amarelado com várias propriedades 

benéficas para o olho humano), fucoxantina (xantofila de cor castanha ou verde-oliva, 

capaz de atividades antioxidantes em ambientes anóxicos), cantaxantina (uma dicetona 

de coloração laranja-avermelhado com propriedade neuroprotetoras), licopeno 

(possuindo cor vermelha com capacidade de reduzir doenças e problemas relacionados 

com o coração) e a violaxantina (uma xantofila laranja, usado como aditivo para 

alimentos)28,69. 

Dentre as técnicas e procedimentos para a produção de carotenoides, podemos citar27: 

• Uso de espécies que metabolizem carotenoides em maiores quantidades; 
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• O uso de biorreatores que permitem um amplo controle de propriedades físico-

químicas do cultivo; 

• Alteração entre regimes de heterotrofia e autotrofia; 

• Utilização de suplementos; 

• Uso de diferentes cores de luz71; 

• Estresse luminoso70, 71; 

• Estresse osmótico (alta salinidade) 70, 71; 

• Estresse de nutrientes (normalmente azoto e/ou fósforo) 70, 71; 

• Altas temperaturas70, 71; 

• Estresse por adição de ferro70. 

Estas técnicas proporcionam um aumento no teor de carotenoides devido a alteração 

nas vias metabólicas das microalgas, induzindo a produção de compostos que irão 

combater os danos causados por estresse e auxiliar a microalga a se adaptar a um novo 

ambiente70,71. No caso do uso de suplementos (como auxinas), eles ajustam as vias 

bioquímicas internas da microalga, servindo como agentes promotores de 

crescimento70,71. 

 

2.3.2. Proteínas 

As proteínas são biopolímeros constituídos por sequências de aminoácidos, que são 

essenciais para os vários organismos; muitas vezes não são produzidas por eles 

próprios, sendo então necessário fornecê-las, proporcionando benefícios nutricionais e 

de saúde72. 

Dentro das microalgas, as proteínas participam na organização estrutural e 

metabolismo, sendo essenciais no complexo de coleta de luz e como enzimas catalíticas 

presentes na fotossíntese73,74. A demanda global de proteínas ronda os 202 milhões de 

toneladas por ano, com projeções de alcançar entre 350 e 1250 milhões de toneladas 

em 205075,76. As microalgas podem contribuir para satisfazer esta necessidade, já que 

podem alcançar por volta de 50% de conteúdo proteico por biomassa seca77, maior que 

outras fontes populares de proteínas, como soja com 37%, leite com 26%, carne com 

43% e leveduras com 39%78.Para além da velocidade de produção, a qualidade da 

proteína das microalgas e as baixas reações alérgicas, ampliam o interesse por 

proteínas de algas79. O valor de mercado para 1 tonelada de proteínas provenientes de 

microalgas seria de 5000 dólares80.  

Os métodos de produção, em geral, não requerem requisitos específicos e estão 

concentrados nas condições para obtenção da maior quantidade de biomassa possível. 

Porém, tendo em conta a aplicação, a qualidade e quantidade dos nutrientes tem de ser 

assegurada, nomeadamente o azoto, já que influência o metabolismo de produção 
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proteica81. Outros compostos que influenciam a produção de proteínas são alguns 

metais como o Mn, Ni, Fe, Cu e Zn82; em algumas algas o estresse gerado por NaCl pode 

aumentar a produção de proteínas83. Com base nas proteínas das algas, é possível gerar 

produtos com diferente conteúdo proteico e grau de refinamento, desde: célula inteira 

(entre 40 e 50% de conteúdo proteico), concentrados de proteínas (60 e 89% de 

proteínas), isolados (90 e 95%), hidrolisados (75 e 95%) e peptídeos bioativos (>95%), 

cada um necessitando de maiores gastos e estágios de separação e purificação84. 

 

2.3.3. Lipídeos 

Os lipídeos são substâncias de origem biológica, solúveis em solventes não polares, 

normalmente hidrocarbonetos, sendo divididos em dois grupos: os lipídeos 

saponificáveis (glicéridos como as gorduras e óleos e os fosfolipídeos) e os lipídeos não 

saponificáveis (esteroides)85. As gorduras (constituídas por lipídeos neutros e polares) 

podem dividir-se em dois tipos, as saturadas (sem duplas ligações) e as insaturadas 

(pelo menos uma ligação dupla) e são elas que irão determinar a qualidade e 

características dos lipídios presentes nas microalgas que poderão posteriormente serem 

usados para formar diferentes produtos86. 

Dentro das microalgas, os lípidos podem ter funções estruturais (normalmente lipídeos 

polares com longas cadeias de ácidos gordos como o glicerofosfolipideos) e de 

armazenamento de energia, como os triacilglicerideos87. Os lipídeos estruturais podem 

ser transformados para serem obtidos ácidos gordos poli-insaturados (PUFAs), nos 

quais se incluem o ácido eicosapentaenóico, docosapentanóico e ácido 

docosahexaenico, sendo estes responsáveis por formar supercomplexos 

mitocondriais88. Estes lipídeos polares (e alguns esteróis) permitem a separação e 

proteção das organelas em relação ao exterior da célula89, além de manter a fluidez da 

membrana, situações de fusão de membranas, processos metabólicos, sinalização 

celular e responder a mudanças no ambiente celular89,90. Os lipídeos não polares, como 

o triacilglicerol, responsabilizam-se pelo armazenamento de energia, indiretamente 

performam atividades na reorganização da membrana em situações de mudanças 

súbitas no ambiente, produzindo lipídeos polares91,92. 

No mercado, o valor dos lipídeos varia muito conforme a sua utilização; para 

biocombustíveis valem cerca de 200 dólares por tonelada, para produtos químicos 

cerca de 330 dólares por tonelada, enquanto que para usos humanos podem alcançar 

1160 dólares por tonelada para aditivos alimentares, 1000 dólares por tonelada para 

cosméticos e saúde e por fim o uso completo dos lipídios pode chegar até 1400 dólares 

por tonelada93. A figura 4 apresenta os diferentes tipos de lípidos, bem como algumas 

das suas aplicações. 
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Figura 4 – Diferentes aplicações para lipídeos provenientes de biomassa de microalgas (modificado de 

Ferreira et al., e suas respetivas referências94). 

 

Variando a forma, condições de cultivo e as espécies de microalgas cultivadas, o 

conteúdo lipídico pode variar entre extremos de 1% até 70% em relação a biomassa seca 

(peso/peso)77,95. Comparado com outros vegetais, as microalgas são as maiores 

produtoras de conteúdo lipídico por hectare, 58700 L/ha em comparação com os 5950 

L/ha do óleo de palma ou 2689 L/ha do coco29,96. Os fatores que podem determinar o 

conteúdo lipídico nas microalgas são: a fase de crescimento, disponibilidade de 

nutrientes (como azoto97, fósforo98 e ferro99), salinidade, intensidade de luz, 

temperatura (baixas temperaturas como 13-20°C diminuem teor de lipídeos e altas 

como 25-35°C aumentam)100-102 e pH (estresse alcalino)103-105. Apesar de estar 

comprovado que as microalgas têm potencial para a produção de biocombustíveis, a 

viabilidade industrial da exploração carece de confirmação106. De facto, para conferir 

viabilidade ao processo é essencial implementar o conceito de biorrefinaria, 

maximizando a recuperação dos diversos componentes, incluindo os maiores valores 

acrescentados, tais como os relacionados com a saúde e alimentação humana. Ácidos 

gordos poli-insaturados (PUFA), tais como o EPA (ecopesanoico) e o DHA 

(docosahexanoico) (tipo de ácidos ômega 3), ajudam a diminuir o colesterol no sangue, 

são anti-inflamatórios e evitam doenças coronárias107,108. O PUFA ômega-6 (mais 

especificamente o ácido araquidônico) é considerado o precursor de moléculas como as 
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leucotrienos e prostaglandinas, as quais promovem o bom funcionamento do cérebro e 

do sistema circulatório107,109. O ácido linoleico (GLA) apresenta benefícios no 

tratamento da atrite, obesidade, doenças do coração, depressão, alcoolismo, doença de 

Parkinson, esquizofrenia, deficiência em zinco e etc110.  

 

2.3.4. Outros compostos e produtos 

Apesar dos mais relevantes aproveitamentos das microalgas estar em volta dos seus 

benefícios nutricionais, de saúde e como fonte de bioenergias, existem ainda muitas 

outras formas de se aproveitar os seus compostos.  

Certos metabolitos das microalgas podem causar efeitos alelopáticos (afetam 

crescimento, sobrevivência e/ou reprodução de outros organismos), servindo como 

bactericida, herbicida, fungicida, inibidor ou indutor de crescimento em plantas e em 

certos casos como pesticida111,112.  

Compostos como o glicerol possui inúmeras aplicações em diferentes indústrias, desde 

os cosméticos até ao sector automóvel113, compostos isotópicos estáveis para ajudar em 

investigações sobre processos metabólicos, diagnóstico de doenças e entre outras 

aplicações114.  

Por fim, a biomassa de microalgas pode também ser utilizada para a produção de 

biopolímeros como nano-celulose, na produção de bioplásticos, seja como plásticos 

híbridos, bio-polietileno, plásticos baseados em celulose, entre outros30.  

 

2.4. Consórcio de bactérias e microalgas 

A utilização conjunta de microalgas e bactérias pode trazer sinergias muito 

importantes115. Esta sinergia pode ocorrer com culturas suspensas ou com culturas 

fixas, o que afeta as interações entre as algas e as bactérias. 

Um fator que deve ser ressaltado em relação ao consórcio de bactérias e microalgas, é 

que para realizar este tipo de cultivo, é interessante dispor de uma grande quantidade e 

diversidade de nutrientes, para nutrir os diferentes microrganismos. A melhor fonte de 

nutrientes para tal tipo de cultivo seriam efluentes industriais e domésticos. 

A presença de inúmeros nutrientes em diferentes formas químicas, nomeadamente 

para o azoto e o fósforo, pode influenciar a sinergia entre as bactérias e as algas116,117. As 

principais interações que irão ocorrer, serão as bactérias a oxidar os compostos mais 

complexos disponíveis, gerando CO2, e as microalgas a assimilar os nutrientes simples 

e CO2, libertando em contrapartida o O2 para as bactérias118,119. Outros ciclos essenciais 

são o ciclo do azoto e a transformação da amónia e seus compostos subsequentes120.  
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A aplicação de um consórcio de microalgas e bactérias pode ser mais uma das várias 

soluções para aumentar a produção de biomassa algal e realizar economias de custos, 

nomeadamente através da utilização de efluentes como fonte de nutrientes e realizando 

assim o seu tratamento. Contudo, esta solução exige um maior controlo para manter 

todas as interações interessantes de forma ativa; além da manutenção do pH, 

temperatura, iluminação e mistura que continuam essenciais e vão diretamente 

influenciar todos os procedimentos, o consórcio acaba adicionando mais fatores para 

um sistema que já é complexo. Apesar da complexidade, o bom uso e gestão de um 

consórcio tem a capacidade de criar um sistema que se autorregula, sendo necessário 

apenas controlar a intensidade de luz e a entrada de nutrientes121-123. A tabela 1 resume 

algumas das interações no consórcio. 

 

 

Tabela 1 – Resumo das principais interações entre microalgas e bactérias na remoção de nutrientes 

(modificado de Fallahi et al., e suas respetivas referências121). 

2.5. Condições de estresse 

Quando os organismos ficam fora do seu habitat natural e passam a sofrer impactos por 

fatores externos, alteram os seus metabolismos, para tentar compensar e sobreviver a 

estas condições de estresse, sejam eles provenientes de outros seres vivos, do ambiente, 

ocorrendo naturalmente ou artificialmente. A figura 5 exemplifica alguns fatores 

abióticos responsáveis por condições de estresse. As microalgas são seres unicelulares 

capazes de se adaptarem facilmente a diversas condições e a resposta que dão para lidar 

com o estresse leva muitas vezes ao aumento da produção de diversos metabólitos 
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interessantes, como pigmentos, lípidos, proteínas, carboidratos, biopolímeros e muitos 

outros124. 

 

 

Figura 5 – Parâmetros abióticos envolvidos na produção de biomassa de microalgas (modificado de 

Ananthia et al.125, e suas respetivas referências). 

 

Um problema que ocorre ao utilizar estresse artificial sobre uma cultura de microalgas 

é que elas irão cessar a sua divisão celular, ou seja, os metabolitos serão produzidos em 

detrimento de mais biomassa. Assim, a produção fica restringida ao número de células 

previamente existentes, limitando a capacidade máxima teórica do cultivo. Certas 

estratégias já foram propostas e testadas para resolver esta questão, nomeadamente a 

manipulação genética das microalgas, mas a considerada mais simples e prática, é o 

cultivo em dois estágios. Neste caso, as microalgas são cultivadas, primeiramente, em 

condições ideais para crescerem e acumular o máximo de biomassa possível na área de 

cultivo disponível, e quando esse máximo é atingido, as condições de cultura são 

alteradas para gerar o processo de estresse desejado gerando assim a acumulação de 

compostos no segundo estágio126.  

Um dos possíveis procedimentos para induzir estresse envolve os mesmos parâmetros 

que são levados em consideração ao preparar o meio de cultura, apenas modificados 

para valores suficientemente extremos para causar um efeito nas algas, sem causar 

morte celular. Limitação de um ou vários nutrientes126, alteração da intensidade de luz 
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e alteração da temperatura124. Outras formas de induzir estresse é adicionar fatores 

externos ao meio de cultura, como compostos que gerem danos oxidativos127, 

competição ou influencia de outros organismos, adição de compostos que alterem a 

dinâmica química do meio, entre outros124,126,127. 

   

2.6. Tratamentos de efluentes 

O elevado consumo de água, ao nível doméstico, industrial e agricultura, entre outros, e 

a necessidade de tratar efluentes e águas contaminadas, gera a necessidade de buscar 

meios ecológicos, práticos e econômicos alternativos aos atualmente existentes. Uma 

das soluções é a utilização de microalgas para tratar esses efluentes128,129. Os poluentes 

mais representativos são os seguintes: poluentes orgânicos (tinturas, nutrientes, 

fármacos, hidrocarbonetos, herbicidas, pesticidas, etc), poluentes inorgânicos 

(principalmente metais pesados, haletos, oxianiãos, catiãos, ácidos, etc) e poluentes 

biológicos (nematoides, fungos, bactérias, vírus e outros transmissores de 

patógenos)130.  

Os métodos convencionais de tratamento de efluentes incluem as seguintes etapas: 

Tratamento preliminar (removem sólidos grosseiros); tratamento primário, onde são 

parcialmente removidos os sólidos suspensos e alguma matéria orgânica; tratamento 

secundário, onde os compostos orgânicos e inorgânicos solúveis e coloidais são 

biotransformados pelas bactérias; tratamento terciário ou avançado, onde são 

removidos nutrientes residuais e microrganismos131. Este sistema de tratamento pode 

ser exemplificado na figura 6 a seguir. 

 

 

Figura 6 – Diagrama esquemático para sistemas convencionas para tratamento de efluentes (modificado 

de Mohsenpour et al.132, e suas respetivas referências). 
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Dentro destas etapas, existem vários processos que podem ser utilizados, resumidos em 

operações físicas (triagem, fragmentação, equalização de fluxo, sedimentação, flotação, 

filtração de meio granular), químicas (precipitação química, adsorção, desinfecção, 

desclorinização) e biológicas (processo de lodo ativado, lagoa aerada, filtros de 

gotejamento, lagoas de estabilização, digestão anaeróbica)133,134. Um resumo das formas 

de operação e suas respetivas técnicas podem ser observadas na figura 7. 

 

 

Figura 7 – Processos de tratamento de efluentes (modificado de Rawat et al.135, e suas respetivas 

referências). 

 

Apesar dos métodos acima citados serem efetivos, caracterizam-se por constituírem 

custos muito significativos sem retorno, para além do ambiental. Ao contrário, o uso de 

microalgas, incluindo o consórcio com bactérias, tem a capacidade de tratar os 

efluentes com similar eficácia, menores custos e ainda gerar produtos de interesse 

comercial136,137. As microalgas teriam que ser utilizadas no processo secundário ou 

terciário, dependendo do tipo de efluente, teria que ser levado em consideração a 
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quantidade de nutrientes e de outros parâmetros que garantam o mínimo para a 

sobrevivência e crescimento das microalgas. Devido às regras de segurança alimentar, a 

biomassa produzida com efluentes industriais e/ou domésticos teria que ser limitada a 

usos que não envolvam consumo humano ou animal, pelo menos até se desenvolverem 

métodos de purificação apropriados. Considerando que o maior uso da biomassa será 

para a produção de bioenergia138, o método mais efetivo de cultivo de microalgas em 

efluentes seria o de lagoas abertas, onde é necessário um menor controlo, logo menores 

custos, selecionando as espécies de microalgas capazes de suportar tais condições139. 

 

2.7. Condições de cultura 

Os fatores determinantes do crescimento das microalgas são os seguintes: 

luminosidade, nutrientes, incluindo o azoto e o fósforo, fonte de carbono, pH, 

temperatura, agitação. Estes parâmetros irão afetar o crescimento do cultivo, bem 

como a composição da biomassa, pelo que a condição de cultura tem de ser analisada 

em conjunto com a escolha da espécie de microalga e o sistema de cultivo. É importante 

lembrar que a variação destes parâmetros pode ocasionar estresses sob o cultivo que 

podem beneficiar a biomassa, nomeadamente enriquecendo-a com compostos de alto 

valor, sacrificando a sua capacidade de multiplicação. Todas esta condições tem que ser 

analisadas e balanceadas para se chegar às condições finais de cultura, e para tal, é 

necessário conhecer os efeitos de cada parâmetro sobre as microalgas. 

 

2.7.1. Luminosidade  

A intensidade luminosa é o elemento essencial para a atividade fotossintética das algas, 

que permite a transformação de água e CO2 em metabolitos e energia química140. O 

tempo de exposição, o tipo e a quantidade de luz que é proporcionada, irão ditar a 

composição bioquímica das algas e a sua capacidade de replicação, onde normalmente, 

quanto maior a intensidade e o tempo de exposição, maior será a produção 

fotossintética.  Contudo, há um limite até onde as microalgas podem aproveitar esta 

intensidade, pois é necessária uma fase escura para a produção de outros 

metabólitos141-143. A maioria dos estudos conclui que 16 horas de luz e 8 horas de escuro 

é o mais apropriado para a maiorias das espécies144. Quanto a intensidades, 

dependendo da espécie e de outras condições de cultivos, o limite de saturação 

luminosa (ponto máximo em que a intensidade luminosa afeta aumentado a 

fotossíntese) pode variar entre os 300 e 1600 de fotões/m2/s-1 145. 
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2.7.2. Temperatura 

A temperatura a que as microalgas estão expostas, regula o metabolismo e sínteses de 

compostos no interior da célula; temperaturas baixas podem afetar o funcionamento de 

processos enzimáticos e reduzir a assimilação de carbono, enquanto temperaturas 

demasiado elevadas irão interromper o balanço de energia dentro da célula, 

diminuindo a taxa fotossintética146. A temperatura também afeta a solubilidade do CO2 

e o valor de pH do meio, entre outros parâmetros físicos147,148. Apesar de cada espécie 

de microalga ter a sua temperatura ideal, é considerado que por volta dos 25°C a 

grande maioria das microalgas poderem crescer de forma saudável149.   

 

2.7.3. Carbono 

O Carbono é um elemento essencial para a vida, tal como a conhecemos. No caso das 

microalgas, cerca de 50% da sua biomassa seca é carbono, assimilado de fontes 

externas, tais como o CO2 atmosférico ou outras fontes orgânicas ou inorgânicas150. As 

possíveis fontes de carbono variam com a espécie de microalga, mas a maioria 

consegue obter carbono através do CO2 absorvido no meio, bicarbonato de sódio (ou 

outros bicarbonatos), glucose, amido, acetato, glicerol e sucrose143,151. O carbono tem 

uma grande participação nos processos metabólicos das microalgas, entrando na 

fotossíntese, na produção de enzimas, pigmentos, entre outros152,153. Dentro de certos 

limites, as microalgas beneficiam com altas concentrações de carbono, mas um excesso 

de CO2 pode acidificar o meio e diminuir o crescimento da biomassa. Por outro lado, 

altas concentrações de carbono orgânico podem potenciar a contaminação do meio por 

outras espécies140. 

 

2.7.4. Azoto e fósforo 

Apesar de cada espécie necessitar de quantidades diferentes de azoto e fósforo, 

dependendo do seu processo metabólico, ambos os nutrientes (nas suas diferentes 

formas) são essenciais em qualquer cultivo de microalgas. Na biomassa, o teor de azoto 

pode variar entre 1 ou mais de 10%154, ou seja, um baixo teor de azoto no meio irá 

reduzir o crescimento das microalgas127. Dentre as formas em que o azoto pode ser 

absorvido e utilizado pelas microalgas, tem-se o nitrato de potássio, sulfato de amônio, 

peptona, nitrato de amônia, amônia, nitrato e ureia (sendo estes 3 últimos os mais 

utilizados)155. O fósforo determina a quantidade e composição de metabolitos dentro da 

célula (como lipídeos e carboidratos); concentrações extremas de fósforo são 

amplamente usadas e estudadas para a obtenção de altas produtividades156. O fosfato, 

particularmente na forma de hidrogeno fosfato dipotássico, é a forma mais escolhida e 

consumida pelas algas143,157. 



 

 18 

 

2.7.5. Outros nutrientes 

Para além dos macronutrientes (carbono, azoto e fósforo), existem muitos outros 

elementos e compostos que apesar de estarem em menores quantidades, influenciam 

bastante o metabolismo celular e o crescimento da biomassa. Alguns dos mais 

relevantes são os iões metálicos (como magnésio e ferro) e vitaminas (B1, B7 e B12). As 

vitaminas podem proporcionar um rápido crescimento, acelerando o processo 

fotossintético158. Por outro lado, o ferro tem uma participação essencial na síntese da 

clorofila159, no transporte de elétrões no processo fotossintético160, respiração e fixação 

de azoto161-163, o magnésio pode, em certos casos, ser uma alternativa ou suplemento ao 

ferro164. 

 

2.7.6. pH 

A determinação de um pH ideal para cada espécie é uma tarefa complexa, devido à 

complexidade das interações que ocorrem no meio de cultura e dentro da célula. O pH 

interfere na capacidade fotossintética, na solubilidade do CO2165, no controlo de 

contaminações no meio166, na assimilação do CO2167, na permeabilidade da membrana 

celular, atividade enzimática e síntese de óleos125. No entanto, e para a maioria das 

espécies, o pH do meio de cultivo deverá estar na gama 6 a 8140,168. 

 

2.7.7. Agitação  

Para definir a intensidade e tipo de agitação, é necessário considerar o peso, o tamanho, 

a densidade das células e a sua tolerância a tensão de cisalhamento140. Uma agitação 

adequada do meio irá garantir uma boa distribuição de microalgas, auxilia na 

solubilidade de gases169, evita gradientes de temperatura, luz, pH e nutrientes, evita a 

sedimentação170 e outros compostos140,170. 

 

2.8. Tipos de biorreatores 

As microalgas são encontradas naturalmente em todo o globo, principalmente em 

locais com água, como lagos, rios e oceanos, podendo em alguma ocasião dominar 

totalmente o ambiente e modificá-lo para satisfazer as suas necessidades biológicas. 

Apesar desta grande capacidade de adaptação e dominância em certos ambientes, a 

exploração industrial direta das microalgas proveniente da natureza é muito baixa; pelo 

contrário, a exploração direta das macroalgas tem relevância industrial171,172. 
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Para além das características intrínsecas da microalga em apreço, as condições de 

cultivo determinam o tipo de controlo possível, os custos e capacidade de produção. Os 

sistemas de cultivo podem dividir-se genericamente em reatores abertos e fechados, 

cada um com as suas vantagens e desvantagens, principalmente no que diz respeito aos 

custos, área disponível e controlo do processo. A tabela 2 resumo a comparação entre 

os dois sistemas. 

 

 

Tabela 2 – Comparação entre sistemas abertos e fechados para cultivo de microalgas (modificado de Yina 

et al.173, e suas respetivas referências). 

 

Para além do que ficou dito, a escolha do reator terá de ter em conta a espécie, o, tipo 

de água usada (doce, salgada ou efluente) e a principal fonte de nutrientes.  

 

2.8.1. Fotobiorreatores fechados 

Os fotobioreatores fechados apresentam a grande vantagem de se poder controlar as 

condições do cultivo, eliminar diversas influências externas como a contaminação por 

outros organismos e a necessidade de grandes áreas (quando construído verticalmente) 

para construção dos sistemas, além de possuir uma relação de produção por área mais 

elevada. Contudo, para obter todas estas vantagens, significa utilizar muitos recursos 

para a aplicação e manutenção do sistema, obrigando que o cultivo seja altamente 

eficiente e que os produtos gerados tenham alto valor agregado, para o sistema ter 

viabilidade económica. Não de estranhar, portanto, que sejam preferencialmente 
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usados para a produção de compostos para a área de farmacologia, cosméticos e 

alimentos174,175.  

Dentro dos fotobiorreatores fechados, temos os tubulares, flat-panel, em colunas, 

tanque de mistura, tubo de aeração (airlift), em sacos e biofilmes, entre outros. Os 

reatores são feitos de materiais transparentes como polipropileno, policarbonatos, 

vidro e acrílico. Os flat-plate, são considerados os mais eficientes entre os birreatores 

fechados19, por proporcionarem uma maior área efetiva de iluminação, o seu design 

evita a acumulação de oxigénio dissolvido e capacidade de ser aplicado em sistemas 

modulares de fácil instalação e scale-up176,177. Em relação aos reatores tubulares, eles 

podem ser instalados na vertical ou na horizontal, costuma ocorrer um maior acúmulo 

de oxigénio dissolvido e devido a isso, uma menor eficiência fotossintética, chances de 

crescimento de microrganismos invasores na superfície interna do tubo, além de ter 

uma demanda energética maior que a de outros birreatores178. Os de colunas podem ser 

de dois tipos: de coluna simples e de airlifit. Nestes últimos, há duas zonas de 

diferentes densidades aparentes, que induzem a circulação, o que permite um ótimo 

aproveitamento de CO2, boa eficiência fotossintética, excelentes transferências de 

massa e mistura junto com a vantagem de dificilmente microrganismos crescerem nas 

partes internas do reator, além de um custo menor de operação175,178.  

 

2.8.2. Open pond ou raceways (lagoas abertas / lagoas de pista) 

Considerados os mais econômicos e versáteis dos sistemas, podendo aproveitar os 

efluentes municipais ou de indústrias como fonte de nutrientes, os sistemas abertos se 

assemelham com o estado natural em que as microalgas são encontradas, o quer dizer 

que as dificuldades de um sistema natural estão incluídas neste método de cultivo 

(como contaminação por microrganismos predadores ou competidores, evaporação, 

baixo ou nenhum controlo sobre a temperatura, pH, iluminação etc). Dentre os 

principais tipos de sistemas abertos tem-se o raceway, lagoas sem mistura e lagoas 

circulares com mistura179. Considerada a mais antiga, os lagos sem mistura são 

simplesmente corpos d’água parados, muitas vezes aproveitando lagoas naturais, é o 

sistema que menos depende de manutenção, mas todos os efeitos externos irão 

determinar o crescimento das microalgas, e como não há mistura, há uma menor 

concentração de CO2 dissolvido, má distribuição de nutrientes e entre outros fatores. 

Neste caso é aconselhado microalgas altamente robustas e competitivas e que tenham 

capacidade de locomoção própria como por exemplo a Dunadiella salina179. Não muito 

diferente da anterior, as lagoas circulares com mistura possuem muitas características 

semelhantes, contudo, costumam ser lagos artificiais, de baixa profundidade (cerca de 



 

 21 

25cm) e com um braço mecânico promovendo a mistura do sistema, e apesar de ter um 

alo risco de contaminação e pouco controlo na incidência de luz e temperatura. O fato 

de poder haver uma mistura homogénia garante um maior desenvolvimento da 

biomassa e aproveitamento de toda a área do reator179. Por fim, os sistemas de raceway, 

são os mais eficientes de todos os sistemas abertos, possuindo uma boa relação de 

produção por área, decorrente da boa mistura de nutrientes, biomassa e CO2 dissolvido 

graças ao sistema de pás que garante uma mistura homogênea no sistema32,179. Apesar 

de algumas desvantagens destes sistemas, existem propostas para as amenizar, tais 

como aplicar uma cobertura175, consórcio de microrganismos probiótico ou compostos 

químicos para evitar contaminações180.  

2.8.3. Outros tipos de sistemas 

Para além dos sistemas de cultivo mencionados, outros métodos similares ou 

adaptações podem ser usadas para tentar combater algumas das limitações dos 

sistemas de cultivos, ou então para potencializar as vantagens de determinadas espécies 

ou formas de cultivo. Um destes sistemas consiste no cultivo em sistemas costeiros, 

utilizando membranas ultrafinas para reter as microalgas, deixando passar a água do 

mar e os nutrientes181. Um outro sistema é o fermentador, onde o sistema pensado para 

o cultivo de bactérias é adaptado para o cultivo heterotrófico de microalgas, onde estas 

utilizam carbono orgânico no lugar de CO2179,182.  

 

2.9. Processamento da biomassa 

Após as etapas de produção de biomassa, incluindo a otimização da produtividade e 

dos compostos de interesse, é necessário iniciar os procedimentos de recuperação 

desses produtos do meio de cultivo. Para este efeito, muitas vezes é necessário que a 

biomassa passe por uma etapa de pré-tratamento, que normalmente envolve na quebra 

da parede celular, de outras membranas, de ligações químicas ou conversão de 

bioprodutos125. É essencial determinar o tratamento ideal para cada situação, pois este 

pode alterar estruturas químicas dos produtos que querem ser recuperados ou então 

subprodutos que também poderiam ser aproveitados. Os tratamentos podem ser 

divididos em físico, químico e biológico, embora seja possível combinações de 

diferentes tratamentos para uma maior extração de compostos. Uma simples 

exemplificação da parede celular de uma microalga e seus compostos está ilustrado na 

figura 8. 
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Figura 8 – Componentes típicos de uma parede celular de uma microalga (modificado de Ananthia et al.125, 

e suas respetivas referências). 

  

2.9.1. Físico 

Técnicas que envolvem o pré-tratamento físico se dividem em dois tipos, os mecânicos 

e os por irradiação, alterando o tamanho da partícula, áreas de superfície, cristalização 

de biomassa e polimerização183. Normalmente são os mais simples de aplicar e possuem 

menores impactos no ambiente, contudo são mais dependentes de energia e 

eletricidade125. Dentre os pré-tratamentos físicos, podemos citar os mecânicos 

(trituração, alta pressão e cortes em alta velocidade), por irradiação (micro-ondas, 

ultra-sonicação e campo elétrico de pulso) e térmicos (congelamento, termal, explosão 

a vapor e autoclave)125. A figura 9 a seguir resume as técnicas de disrupção física de 

microalgas. 
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Figura 9 – Esquemática demonstrando os tipos de pré-tratamento físicos para biomassa de microalgas 

(modificado de Ananthia et al.125, e suas respetivas referências). 

 

2.9.2. Químico 

Os tratamentos químicos, na sua maioria, utilizam a variação extrema de pH para 

atacar a parede celular das microalgas, bem como alterar as ligações químicas de alguns 

compostos, muitas vezes em temperaturas por volta de 120 a 180°C, solubilizando 

assim as paredes poliméricas das algas, ou seja, tratamentos alcalinos ou ácidos 

degradam a matriz da celulose, despolimerizam a hemicelulose e provocam a hidrólise 

do amido184. Tais reações químicas, causam solvatação e saponificação que criam poros 

na parede da célula, facilitando a passagem de componentes intracelulares185.  

Apesar da efetividade dos tratamentos químicos, eles são considerados o método mais 

tóxico, tanto para o ambiente quanto para todo o sistema de produção, podendo 

contaminar os produtos com compostos inibitórios e corroer os reatores, além de 

solubilizar os compostos de interesse. Quando isto ocorre, é necessária uma nova etapa 

para separar os compostos, neutralizar os químicos usados, causando um grande 

consumo de reagentes e produção de calor residual143,186. 

Por fim, dentro dos tratamentos químicos, existem os oxidativos, utilizando ozono ou 

peróxido de hidrogênio, onde a oxidação das paredes celulares causa o surgimento de 

poros e a fragmentação da célula187. 

  

2.9.3. Biológico 

Nos tratamentos biológicos utiliza-se a habilidade natural de microrganismos e 

enzimas para quebrarem os componentes da parede celular.  No caso das enzimas, 

estas hidrolisam os componentes da parede celular, como as glicoproteínas143,188. A 
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concentração de enzimas, a duração de tratamento, o pH, a temperatura e a 

concentração de biomassa afetam o desempenho do processo de desintegração celular. 

Esta técnica pode ser conjugada com outras para potenciar os efeitos e reduzir os 

custos143. Outras formas de pré-tratamentos biológicos são através de bactérias capazes 

de hidrolisarem as paredes das células, sejam essas bactérias em cultura pura ou então 

em um consórcio de bactérias; trata-se de uma técnica menos custosa que as 

enzimas188. 

 

2.10.  Recuperação da biomassa 

O procedimento final para a maioria dos cultivos de microalgas é a recuperação da 

biomassa, processo que muitas vezes representa à volta de 30% dos custos totais. Isto é 

devido à dificuldade em separar a biomassa da água189. Dependendo do método de 

recuperação, ele pode envolver mais de uma etapa, com estágios físicos, químicos e 

biológicos dissociando sólidos de líquidos190. Comumente, o processo de extração se 

divide em duas etapas, recuperação em massa e espessamento19.  

 

2.10.1. Físico 

Os métodos de extração física são os que mais consomem energia, contudo são mais 

simples e não contaminam a biomassa. Podemos citar a centrifugação (força centrifuga 

que separa a biomassa do fluido, viável para todas as espécies de microalgas), filtração 

(membranas que retém a biomassa, mas deixam passar a água) e flotação (uso de 

bolhas de gás para carregar a biomassa para a superfície)173,174. A sedimentação por 

gravidade chega a ser uma exceção pois não consome energia, porém é altamente 

dependente da espécie usada no cultivo, demora muito tempo, pode deteriorar a 

biomassa e recupera pouca biomassa174.  

 

2.10.2. Químico 

Os métodos químicos usam reagentes para agregar as microalgas que depois passam a 

sedimentar. Para que tal ocorra, sais metálicos, ou polímeros são utilizados para 

neutralizar a carga negativa das células173,175. Apesar de ser muito usado e de ter sua 

efetividade confirmada por vários trabalhos, tais floculantes podem ser altamente 

tóxicos, não são biodegradáveis e geram muito lodo, que precisa de ser posteriormente 

tratado. Outro grande problema dos floculantes é a necessidade de remover os iões 

metálicos da biomassa e do produto, despendendo altas quantidades de água174,191. 
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2.10.3. Biológico 

Os métodos biológicos envolvem a aplicação de compostos/polímeros de origem 

biológica ou diretamente microrganismos capazes de agregar a biomassa. No caso dos 

polímeros de origem biológica, estes podem ser provenientes de plantas, bactérias, 

fungos, animais e até mesmo das próprias microalgas. Estes biofloculantes podem ser 

carboidratos, polissacarídeos, proteínas, ácidos nucleicos, polifenóis e glicoproteínas. 

Esta opção de floculação é considerada menos custosa em relação ao uso de químicos 

ou de produtos inorgânicos, além de serem eficientes, sustentáveis e 

biodegradáveis173,191.  

 

2.11. Efluentes industriais 

A água é um recurso extremamente valioso e que depois de usado, necessita de passar 

por várias etapas (naturais ou artificiais) para chegar ao seu estado original. Os 

tratamentos convencionais de efluentes são dispendiosos, nomeadamente ao nível da 

energia e dos reagentes. Ainda assim, os efluentes tratados nem sempre cumprem a os 

requisitos para poderem ser descarregados nos meios recetores192. Várias metodologias 

inovadoras têm sido propostas para complementar os sistemas convencional ou tentar 

substituí-las, mas nem sempre se constituem como uma alternativa viável, prática e 

sustentável para a maioria das situações192,193.  

 

2.11.1. Regras, qualidade da água, propriedades e estatutos 

Cada região do globo, devido às suas particularidades e necessidades, lida de uma 

forma diferente com os seus recursos hídricos e efluentes. Contudo, apesar dessa 

multiplicidade de fatores e contextos, a qualidade da água para consumo deve ser 

sempre a mesma e o ideal seria que o efluente descartado seja o mais próximo possível 

do seu estado original. Desde 1956, as Nações Unidas junto com seus estados-

membros, buscam meios de padronizar as normas de qualidade da água, bem como as 

formas de tratamento, limites de concentração de compostos, formas de 

reaproveitamento, etc194,195. A partir destes esforços, vários parâmetros e guias foram 

criados e usados como base para as leis ambientais e de qualidade da água para 

inúmeros países.  Com base nessas orientações, a União Europeia publicou a diretiva 

2000/60/EC de 23 de outubro de 2000196, estabelecendo uma estrutura sólida para 

ação sobre política conjunta sobre a água. Em consequência desta diretiva, todos os 

países da UE, passaram a reformular e adaptar as suas leis, tal como Portugal que em 

29 de dezembro de 2005 aprovou a Lei n°58/2005, a Lei da Água197, que rege a forma 

de gestão das águas no território nacional. Esta lei, em conjunto com o Decreto-Lei n.º 
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236/98 de 1 de agosto de 1998198 e sua atualização em 2007 para o Decreto-Lei n.° 

306/2007 de 27 de agosto199 determinam os parâmetros para que a água seja 

considerada segura para consumo humano e sobre os valores limites de emissão na 

descarga de águas residuais, algo que todas as empresas devem seguir. A tabela 3 a 

seguir apresenta resumidamente os parâmetros limites para emissão de efluentes 

 

 

Tabela 3 – Valores limite de emissão na descarga de águas residuais (modificado de Decreto-Lei n.° 

236/98 de 1 de Agosto198, e suas respetivas referências). 

 

2.11.2. Efluente da indústria do papel 

As indústrias da floresta, durante os últimos anos, tem tido um aumento na demanda 

de seus produtos, não apenas produtos de papel, mas também a energia da biomassa 

florestal, pellets de madeira e até fibras de carbono200. No que respeita ao papel, a 

indústria apresenta consumos específicos de água significativos, podendo variar entre 

os 5 e os 100 m3 de água para a produção de uma tonelada de papel201,202. Este alto 

consumo de água, resulta em uma grande produção de efluentes, que podem conter até 

700 substâncias orgânicas e inorgânicas capazes de causar danos ambientais e à saúde 

humana, substâncias como halogénios orgânicos adsorvíeis, compostos fenólicos, 

corantes, etc200,203. Algumas das principais características dos efluentes originários da 

indústria do papel estão representados na tabela 4, bem como as suas respetivas 

referencias. 
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Tabela 4 – Parâmetros típicos de efluentes provenientes de diferentes processos na indústria da pasta e de 

papel (modificado de Kamali et al.200, Ashrafi et al.204, Toczyłowska-Mamińska202 e suas respetivas 

referências). 

 
Como foi mencionado anteriormente, nem sempre após os tratamentos, os efluentes 

saem sem nenhum contaminante, ou em níveis apropriados para descarte, além de os 

métodos convencionais adicionarem um grau elevado de custos e complexidade. O uso 

de microalgas em efluentes industriais serviria como uma alternativa simples, 

económica e efetiva para complementar o sistema de tratamentos, buscando um 

balanço entre fatores económicos, logísticos e ecológicos. No caso de efluentes da 

indústria do papel, estudos foram feitos para testar a capacidade de as microalgas 

crescerem em tais condições; na maioria dos estudos foram testados efluentes que já 

passaram por outros tratamentos, ou que foram diluídos e misturados com outros 

efluentes (normalmente de origem domésticas ou da indústria alimentícia). 

Gentili em 2014205, estudou o desempenho das algas Monoraphidium minutum (nome 

aceito taxonomicamente e sinômimo de Selenastrum minutum), Scenedesmus 

dimorphus e Scenedemus sp. com efluente de celulose e do papel misturada com outros 

(lodo de leite, efluente municipal e de final da indústria leiteira), para diluição e como 

fonte de nutrientes paras as microalgas. A microalga cresceu bem em todas as misturas, 

com acumulação de lípidos até 37% em relação a biomassa seca e uma remoção de 

79,8% em média de matéria orgânica em 6 dias. 

Em outro trabalho, Usha et al. (2016)206, demonstrou a capacidade da microalga 

Scenedesmus sp. de remediar efluente derivado da indústria da pasta para, removendo 

até 75% de matéria orgânica no efluente diluído a 60%, em 28 dias de cultivo. 

Tao et al. em 2017123, obteve uma remoção de 34% em média de matéria orgânica de 

um efluente da digestão anaeróbia da biomassa da indústria de celulose e papel, em 21 

dias, através da microalga Scenedesmus acuminatus. 
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Considerando estes estudos, o tratamento com microalgas foi capaz de alcançar uma 

média de 62,9 % de remoção para CQO e cerca de 80% da maioria dos nutrientes como 

azoto e fósforo (e seus derivados) além de produzir altas quantidades de biomassas 

ricas em lípidos e proteínas. 

 

2.11.3. Efluente da Indústria têxtil 

O fabrico de produtos têxteis, é uma das maiores e mais antigas forma de indústria 

ainda presentes, provendo empregos para todas as escalas de profissionais, inclusive 

para aqueles sem nenhuma experiência prévia na área, se tornando assim uma 

importante fonte de renda em vários países207,208.  Resumidamente, a indústria têxtil se 

divide em três tipos baseados no tipo de fibras que são usadas para a confecção de seus 

produtos, sendo elas a partir de celulose (como algodão, linho, cânhamo e entre 

outros), fibras proteicas (lã, angorá, casimira etc) e os sintéticos (poliéster, nylon, 

acetato e vários outros), e a partir desta fibra, outras etapas para o processamento serão 

definidas, como a escolha dos produtos químicos e corantes a serem utilizados para o 

tratamento dos tecidos. Dentre os possíveis tipos de corantes, podemos citar os 

corantes reativos, corantes ácidos, corantes dispersivos e vários outros209. Devido ao 

grande uso de químicos e corantes, a indústria têxtil depende do uso de imensa 

quantidade de água, principalmente para a lavagem destes químicos e corantes em 

excesso nos tecidos, com cerca de 115 m3 de água para cada tonelada de tecido 

produzido; outros autores estimam valores na gama dos 50 a 250 m3/tonelada de 

produto têxtil210,211,212. A tabela 5 apresenta valores típicos para as caraterísticas dos 

efluentes da indústria têxtil. As figuras 10 e 11 identificam as fontes dos principais 

poluentes e as principais formas de remoção de corantes dos efluentes respetivamente. 
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Tabela 5 – Características de efluentes da indústria têxtil de acordo com seus respetivos processos 

(modificado de Ghaly et al.209, Yaseen et al.213 e suas respetivas referências). 

 

 

Figura 10 – Principais poluentes descartados em cada etapa dos processos têxteis húmidos (modificado de 

Yaseen et al.213, e suas respetivas referências). 
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Figura 11 – Métodos utilizados para remoção de corantes em efluentes (modificado de Samsami et al.214, e 

suas respetivas referências). 

 

No caso do tratamento de efluentes da indústria têxtil, as microalgas chamam atenção 

pelo fato de serem capazes de remover grandes percentagens de corantes do efluente, 

além de tratar nutrientes e absorver metais pesados215-218. Muitos trabalhos 

relacionados a tratamento de efluentes da indústria têxtil por microalgas, cita o uso de 

um consórcio entre microalgas e bactérias, ou então um duplo sistema biológico de 

tratamento (aeróbico e anaeróbico), onde cada sistema/microrganismo se especializa 

em remover um determinado composto e auxiliar a sobrevivência e crescimento dos 

outros216,217,218. 

Em 2019, Dhaouefi et al.217, testou a utilização de um sistema de duas etapas para o 

tratamento de efluentes da indústria têxtil. Este sistema consistia em uma primeira fase 

contendo um reator de digestão anaeróbica e o efluente resultante era tratado na 

segunda fase, que é um fotobioreator contendo um consórcio de microalgas (96% 

Microspora quadrata; 2% Chlorella vulgaris e 2% de outros). Através deste método foi 

possível remover valores acima de 90% dos corantes diluídos, como o dispersante 

laranja-3 e o dispersante azul e 43,8% de matéria orgânica em 8 dias.  

Lim et al.215 e El-Kassas & Mohamed219 (em 2010 e 2014 respetivamente), estudaram a 

capacidade da microalga Chlorella vulgaris em remediar efluentes da indústria têxtil, 

obtendo uma remoção de matéria orgânica na média de 54,7% (com concentrações de 
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efluente de 90 e 30% respetivamente para cada trabalho) e uma remoção em média de 

55,4% dos corantes dissolvidos. 

Por fim, Kumar et al.216, em 2018, através do uso de um consorcio de microalgas, foi 

capaz de obter em média 55% de remoção de matéria orgânica em seus cinco 

experimentos, além de 70% em média de descoloração do meio (variando de 10 a 30 

dias de cultivo) de efluentes provenientes da indústria têxtil com concentração de 

88,8%. 

 

3. Materiais e métodos 

3.1. Materiais 

3.1.1. Reagentes 

Neste projeto de pesquisa, foram utilizados os seguintes reagentes: água 

desmineralizada, obtida no sistema RIOsTM 3 (Milipore, Estados Unidos); ácido 

sulfúrico (Riedel-de Haën / Sigma-Aldrich, Estados Unidos); solução indicadora de 

ferroina (Merck, Alemanha); dicromato de potássio (Sigma-Aldrich, Estados Unidos); 

sulfato de prata (Sigma-Alorich, Estados Unidos); sulfato de amônio ferroso (Merck, 

Alemanha); sulfato de mercúrio (Scharlau, Espanha); glucose (Krisch Pharma, 

Alemanha). 

 

3.1.2. Microalga, meio de cultura e efluentes 

Neste trabalho, utilizou-se uma microalga que foi identificada após contaminar um 

cultivo de Chlorella vulgaris. Através da descrição contida nos livros “The Freshwater 

Algal Fora of the British Isles: An Identification Guide to freshwater and terrestrial 

algae”53 e “Easy identification of the most common Freshwater Algae. A guide for the 

indentification of microscopic algae in South African freshwaters”35, foi possível 

identificar o gênero da microalga como Selenastrum sp. (representada na figura 12), 

um gênero comum em todo o globo e capaz de se espalhar e contaminar facilmente 

ambientes aquáticos graças a sua reprodução por esporos36. 
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Figura 12 – Selenastrum sp. aproximado em 40x. 

 

 

O meio de cultura escolhido para o crescimento (cultivo controlo) e para 

suplementação (cultivo em efluentes) dos efluentes, foi o GoldMedium Fresh-Water 

Species (GM-FWS), preparado através dos compostos fornecidos pela empresa 

Aqualgae (Viana do Castelo, Portugal). A partir dos nutrientes, foram feitas 4 soluções 

stock (soluções 1, 2, 3 e 4), que foram esterilizadas a 121ºC em autoclave (2540mL 

autoclave – Heidolph Tuttnauer, Alemanha). Para as condições standard de cultura das 

microalgas, são usados 10 ml de cada solução stock, para cada litro de meio (ou seja, 40 

mL de nutrientes para cada L de cultivo), conduzindo às concentrações finais de 70 mg 

N/L, 20,46 mg P/L, 14,8 mg Mg/L, 13,6 mg Ca/L, para além dos oligómeros e 

vitaminas. 

Os efluentes (representados pela sua versão filtrada na figura 13) foram obtidos de duas 

indústrias, efluente da indústria têxtil (Fitecom, Tortosendo, Portugal) e da indústria 

da pasta para papel (Celtejo, Vila Velha de Ródão, Portugal), ambos possuindo uma 

média de 4,3 mg/L de nitrato e fosfato dissolvidos, um pH por volta de 7,69, níveis de 

carência química de oxigénio na ordem dos 400 a 500 mgO2/L. Para além destes 

parâmetros, o efluente têxtil possuía 4,1 mg/L de oxigénio dissolvido e um potencial 

redox de 163 mV, enquanto o efluente da pasta do papel apresentava 1,5 mg/l de 

oxigénio dissolvido e um potencial redox de -433 mV. Em virtude de os efluentes 

conterem baixas quantidades de nutrientes (cerca de 25 mg/L de nitrato e de fosfato 

seria o mínimo para um cultivo saudável53, estes foram suplementados com o meio 

GM-FWS com concentrações standard. 
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Figura 13 – Efluentes filtrados da pasta para papel e têxtil, da esquerda para direita respetivamente. 

 

3.1.3. Instalação 

As microalgas foram cultivadas em frascos modelo “Schott” (ensaio principal), 

Erlenmeyeres de 150mL e em “frascos de lavagem de gases” de 500mL (ensaios de 

testes). Para controlo da temperatura (23ºC), foi utilizado um banho térmico de vidro 

transparente, com 50% do seu volume preenchido com água e temperatura controlada 

através de um outro banho termostático (LAUDA Proline Edition X), de modo a 

minimizar as variações térmicas que influenciam o crescimento das microalgas. A 

temperatura do banho de vidro foi uniformizada por agitadores magnéticos. 

Este sistema está montando numa estante de cultura de microalgas (representada na 

figura 14), fornecida pela empresa Aqualgae (Viana do Castelo, Portugal). O ar era 

usado como fonte de carbono inorgânico e como agitação do sistema, sendo fornecido 

através do sistema de ar comprimido do laboratório, após passar por filtros de nylon, e 

alimentado a um caudal de 0,4L/L/min. 
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Figura 14 – Estante para cultura de microalgas. 

 

A iluminação provém de um sistema de LEDs PRO, da marca MAXLED, com 

possibilidade de controlo da intensidade luminosa, entre 2 e 312 µmol/m2/s. Além do 

controlo de intensidade de radiação, havia também um controlo do período de luz e 

noite através de um controlador digital. 

O fluxo de ar era controlado principalmente pelos filtros de nylon (Simplepure TM 

Syringe Filter, 0,45µm, Membrane Solutions, Estados Unidos) e pelas válvulas contidas 

na estante de cultivo. Todo este sistema está representando na figura 15 a seguir. 
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Figura 15 – Filtros de nylon e válvulas utilizadas na limpeza e controlo do fluxo de ar. 

 

3.2. Métodos 

3.2.1. Produção de biomassa algal 

A etapa de produção da biomassa (representado na figura 16) foi realizada em 

diferentes bio-reatores, variando o tamanho e formato, de forma a testar a adaptação e 

sobrevivência da Selenastrum sp. nos efluentes industriais. Todos os cultivos, tanto 

preliminares quanto os principais foram feitos em dois reatores (duplicatas). 

Após comprovar o crescimento da microalga nos efluentes, procurou-se controlar os 

parâmetros externos (temperatura, agitação, fluxo de ar, nutrientes, iluminação, etc.) 

para garantir que os principais efeitos do cultivo fossem relativos a interação da 

microalga com o efluente.  

Após se ter verificado que a alga sobrevivia nos efluentes, colocou-se o foco no seu 

efeito sobre os compostos orgânicos, a cor, os odores e possivelmente, outros 

compostos dissolvidos nos efluentes, analisando a carência química de oxigénio (CQO), 

o pH, o oxigénio dissolvido, o crescimento da biomassa e a variação da cor do efluente 

(espectro UV-visível do efluente). 
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Figura 16 – Diferentes etapas de cultivo da microalga Selenastrum sp.. 

 

3.2.1.1. Ensaios preliminares 

Após a identificação da nova alga, Selenastrum sp., foram realizados testes 

preliminares em reatores pequenos, para avaliar o potencial de crescimento desta 

microalga em efluentes industriais e condições de estresse. 

O primeiro teste envolveu o cultivo da Selenastrum sp. em Erlenmeyers de 150mL, 

diretamente nos efluentes filtrados (poros de 45µm), tendo-se adicionado 10% (v/v) de 

suspensão com a microalga. Os reatores foram alimentados com ar atmosférico (como 

fonte de carbono inorgânico e mistura); o cultivo durou 10 dias e no final determinou-

se o CQO. O período inicial e final deste cultivo está representado na figura 17.  

 

 

Figura 17 – Ensaio preliminar para a sobrevivência da Selenastrum sp..  

 

 

Confirmada a sobrevivência da Selenastrum sp. nos efluentes, foi realizado um 

conjunto de testes em maior escala (frascos de 500mL) com réplicas (demonstrada na 

figura 18), para observar o seu comportamento num horizonte temporal maior. Dentro 

deste teste, prepararam-se os seguintes cultivos: 

• Cultivo controlo (com meio GM-FWS);  
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• Cultivo em efluente têxtil 90% (v/v); 10% (v/v) de suspensão com as 

microalgas e meio GM-FWS (concentração referente ao volume de 

cultivo); 

• Cultivo em efluente da pasta para papel 90% (v/v); 10% (v/v) de 

suspensão com as microalgas e meio GM-FWS (concentração referente 

ao volume de cultivo);  

• Cultivo no efluente da pasta para papel 67,5% (v/v), este ensaio foi 

realizado devido ao receio do ambiente altamente redutor do efluente do 

papel causar dificuldades no crescimento (o valor foi escolhido baseado 

em proporções usadas em outros trabalhos similares, os quais variavam 

entre 60 e 75% de concentração de efluente203,204). 

Os ensaios foram seguidos através da contagem de células em placas de “Neubauer 

Improved” e pela determinação da CQO, realizados de 3 em 3 dias. Outros parâmetros, 

tais como oxigénio dissolvido e pH eram medidos no início, meio e fim do cultivo. O 

peso seco da biomassa filtrada (Filter Lab MFV3 – glass microfibre – poro de 1,2µm) 

foi determinado no último dia de cultivo, visto que nos primeiros dias os valores eram 

muito baixos para detetar diferenças. 

 

 

Figura 18 – Ensaio preliminar para o crescimento da Selenastrum sp.. 
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3.2.1.2. Ensaio principal em reator de 1L 

Com base no conhecimento obtido nos ensaios preliminares, foram realizados novos 

cultivos em frascos Schott de 1L com duração de 8 dias (192 horas); infelizmente os 

frascos Schott de 1L, correspondentes aos ensaios principais que se pretendiam 

realizar, não cabiam no banho térmico de vidro, pelo que foram realizados em 

momentos diferentes. Este cultivo está ilustrado pela figura 19 a seguir.  

 

 

Figura 19 – Ensaio e cultivo principal da Selenastrum sp.. 

 

Foi também realizado um teste de cultivo controlo com adição de 500mg de glucose 

(teoricamente correspondente a 533 mg O2/L; experimentalmente o valor determinado 

foi cerca de 600 mgO2/L), que serviu para comparar a bio-conversão de um composto 

de elevada biodegradabilidade (glucose) com a dos compostos dos efluentes 

(representado na figura 20). Mantiveram-se constantes os parâmetros de luz (195 de 

µmol/m2/s de luz por 12 horas/dia), aeração (fluxo de ar atmosférico de 1 L por 
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minuto), nutrientes (meio standard GM-FWS), concentração inicial de microalgas (por 

volta de 800.000 Cel/L); efluentes a 90% de concentração. 

 

 Figura 20 – Ensaio principal com réplicas para controlo e efluente têxtil; e com o cultivo controlo com 

adição de glucose. 

 

Considerando as flutuações observadas em etapas anteriores em alguns parâmetros de 

controlo do processo, nomeadamente o CQO e a cor, definiu-se um protocolo analítico 

mais detalhado para cada amostragem, que se descreve a seguir: 

• Retiravam-se cerca de 10mL de amostra de cada frasco de cultivo, que se 

colocavam em tubos que passavam por um tratamento ultrassónico suave 

em banho (Elma S30H Elmasonic, Suíça) durante 5 minutos, para 

libertar compostos que poderia estar adsorvido nas paredes das células; 

• Após este tratamento, 1mL era separado para contagem e caracterização 

da morfologia celular (sempre com diluição 1:10 devido ao alto teor 

celular); 

• A restante suspensão era filtrada (filtros com poro de 1,2 µm); 7,5mL de 

filtrado era usado para a análise da CQO (2,5mL cada amostra; 

triplicatas), sendo o restante usado para fazer leituras de absorvâncias na 

região do UV-visível, usando o espectrofotómetro Spectronic Helios 

Gamma, Thermo Fisher Scientific; 

• Os filtros eram secos durante 24h e pesados para determinar o peso de 

biomassa seca. 
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3.2.2.  Controlo do processo 

É sabido que para avaliar o efeito de um determinado fator é essencial controlar os 

restantes. Acresce ainda a relevância da interação entre fatores. Assim, durantes os 

testes de tratamento de efluentes com microalgas, procurou-se ao máximo controlar 

fatores como, intensidade luminosa, temperatura, nutrientes, número de células 

iniciais, evaporação e outros. 

 

3.2.2.1. Biomassa 

Durante os ensaios, optou-se por monitorar a densidade da biomassa bem como o seu 

crescimento, peso e dimensões ao longo do tempo, através da contagem celular em 

placas de Neubauer Improved e observação microscópica acoplada a software 

especializado (Nikon Labophot 2 Microscope, Japão & Leica Application Suite "LAS", 

v4.13, Leica, Alemanha). Este sistema de contagem e aquisição de imagens estão 

ilustrados na figura 21 a seguir.   

 

 

Figura 21 – Microscópio e aplicações utilizados durante os procedimentos. 

 

Através deste equipamento, foi possível medir as dimensões das microalgas 

(comprimento e raio) e com isso estimar o volume celular, como podemos ver na figura 
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22. Considerava-se o maior e menor exemplar encontrado e fazia-se a média para 

determinar o volume aproximado das células naquele momento de cultivo. Para obter o 

volume, foi assumido que a forma da célula seria um cilindro e duas semiesferas, 

resultando na seguinte fórmula: 

 

 

 

 

Figura 22 – Obtenção do diâmetro (diâmetro é igual ao raio x2) e do comprimento da microalga. 

 

Para a realização da contagem, adicionou-se cerca de 1mL de amostra diluída e 

homogeneizada à lâmina de Neubauer, aplicando seguidamente a lamela; a 

concentração de células foi calculada, contando as células existentes nas 4 zonas 

especificas desta placa (cada uma possuindo uma área de 1 mm² e profundidade de 0,1 

mm) e aplicando a fórmula abaixo220. 

 

 

 

Este procedimento foi adotado visando a apropriada caraterização do ensaio em apreço 

e tendo também em conta que a cor do efluente retira rigor à quantificação da biomassa 

por leitura da densidade ótica feita pelo espectrofotómetro. 

Por fim, para completar a caracterização do crescimento da biomassa, era determinado 

o peso da biomassa seca, onde cerca de 7,5mL de cultivo era filtrado, seco e pesado 

(Sartorius A200S Analytical Balance, Sartorius, Alemanha). A figura 23 a seguir 

demonstra esta etapa. 
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Figura 23 – Pesagem de biomassa seca. 

 

3.2.2.2. Luminosidade 

Graças ao sistema de LEDs implementado pelo meu colega André Cunha, bem como ao 

controlador digital de eletricidade, foi possível manter a intensidade luminosa estável 

(195 de µmol/m2/s), uniformemente distribuída, com um tempo de exposição diário de 

luz constante (12 horas) ao longo de todo o período de experimentação. A intensidade 

de radiação escolhida corresponde a cerca de 50% da intensidade luminosa máxima 

disponível, permitindo o crescimento das microalgas sem lhes causar estresse (sistema 

de iluminação ilustrado na figura 24). 
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Figura 24 – Sistema de LEDS utilizado nos cultivos. 

 

3.2.2.3. Temperatura, fontes de carbono e outros parâmetros 

Como foi mencionado anteriormente, para manter a temperatura estável, utilizou-se 

um sistema de serpentinas de aço-inox colocadas dentro do banho de vidro nas quais 

circulava água aquecida; dentro do banho de vidro também havia agitação por barras 

magnéticas por forma a uniformizar a temperatura. Este sistema de controlo da 

temperatura está ilustrado na figura 25.  
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Figura 25 – Sistema de controlo da temperatura em uso. 

 

Nutrientes como o azoto e o fósforo foram medidos apenas ao final dos cultivos. Para a 

sua determinação utilizaram-se kits de análise em cuvete da empresa Hach (Estados 

Unidos) (ilustrado na figura 26). Estes frascos continham químicos que reagiam ao 

contato dos nutrientes e em seguida fazia-se uma leitura colorimétrica em 

espectrofotómetro (UV-visible Spectrophotometer Helios Gamma, Thermo Fisher 

Scientific, Estados Unidos) (ilustrado na figura 27). A diferença entre a concentração 

inicial e final permitia determinar o respetivo consumo. No início e final dos cultivos 

também se determinou o valor do pH (Metrohom Combined pH glass electrode, Suiça) 

e do oxigénio dissolvido (OxiCal-SL, Merck Group, Alemanha). 
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Figura 26 – Kits para análise de fosfato e nitrato, da esquerda para direita, respetivamente. 

 

 

Figura 27 – Resultados do kit para fosfatos em azul e nitratos em vermelho. 

 

3.2.3. Análise de matéria orgânica e outros compostos 

Devido à variedade de compostos nos efluentes, foi escolhido um método que 

quantifica a matéria orgânica como um todo, sem individualizar compostos, a carência 

química de oxigénio (CQO). Para além da CQO, seguiu-se o espectro UV-visível do 
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efluente tratado e filtrado. Em todos os procedimentos de análise utilizou-se um branco 

para a comparação dos resultados. 

 

3.2.3.1. Carência química de oxigénio  

Um dos maiores contaminantes na maioria dos efluentes é a matéria orgânica 

dissolvida, algo que muitas vezes não é totalmente removido na maioria dos 

tratamentos convencionais. O CQO determina a quantidade de oxigénio necessário 

para oxidar quimicamente a matéria orgânica existente no meio, o que engloba os 

compostos biodegradáveis e não biodegradáveis. 

Para a determinação da CQO, seguiu-se o “Standard Methods for the Examination of 

Water and Wastewater”221, mais especificamente, o método de refluxo fechado e 

análise titrimétrica, onde 2,5mL de amostra (1,25 amostra e 1,25 de água destilada, 

diluição 1:2) era misturado com 1,5mL de solução digestora (dicromato de potássio) e 

com 3,5mL de ácido sulfúrico (ácido combinado com sulfato de prata para evitar 

algumas interferências) (o momento prévio de adição do ácido nas amostras é ilustrado 

na figura 28); esta mistura era feita em tubos próprios para digestão que eram 

colocados em digestores a 150°C durante 2 horas (ECO 25 Thermoreactors for COD 

Analysis, VELP Scientifica, Itália) (figura 29).  

 

  

Figura 28 – Amostras dos cultivos filtradas, diluídas e com adição de solução digestora respetivamente. 
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Figura 29 – Etapa de digestão a 150°C para determinação da CQO. 

 

Após este período (e depois de esfriar até à temperatura ambiente), o conteúdo dos 

tubos era passado para Erlenmeyers, adicionado 3 gotas de solução indicadora de 

ferroína, e colocado em titulador previamente programado e preparado para a titulação 

com a solução do reagente FAS (Sulfato de amônio ferroso) (Titroprocessor model 682, 

Metrohm, Suíça) (o equipamento é ilustrado na figura 30). O valor da CQO, em mg 

O2/L, determina-se através da fórmula apresentada a seguir. 

 

 

 

Onde A é a quantidade de FAS usado no ensaio em branco, B é a quantidade de FAS 

usada na amostra, M é a molaridade do FAS, e “8000” é o fator que tem em conta a 

massa-equivalente do oxigénio e a conversão de unidades (x1000mL/L). 

Posteriormente, tem-se em conta o fator de diluição da amostra, se for o caso. 
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Figura 30 – Sistema de titulação utilizado para determinação da CQO. 

 

3.2.3.2. Análise UV-visível de meio filtrado 

O espectro de absorbância no UV-visível da amostra (dos 200 aos 800nm), após 

filtração, foi realizado no espectrofotómetro UV-visible Spectrophotometer Helios 

Gamma, Thermo Fisher Scientific, Estados Unidos (representado na figura 31).  
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Figura 31 – Espectrofotómetro utilizado na etapa de análise do UV-visível. 

 

 

Os resultados eram organizados e copilados pelo programa VisionPro (Thermo 

Scientific™ VISION pro™ UV-Visible Spectrophotometer Software), como pode ser 

visto na figura 32. 

 

 

Figura 32 – Resultados de uma leitura do UV-Visível. 
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4. Resultados e discussão 

Neste capítulo apresentam-se e analisam-se os resultados obtidos relativos aos 

seguintes tópicos: 

- Resultados preliminares  

- Resultados de crescimento e correspondente remoção da CQO; 

- Otimização do controlo de cultivo; 

- Resultados de crescimento e tratamento da CQO nos cultivos principais; 

- Correlação entre os resultados e os respetivos tipos de cultivos. 

 

4.1.  Resultados dos ensaios preliminares 

Almejando testar as capacidades de sobrevivência da microalga Selenastrum sp., em 

efluentes industriais, foram feitos testes em pequena (150mL) e em média escala 

(500mL). Operando em pequena escala, apenas para testar a sobrevivência das 

microalgas em efluente industrial, identificou-se uma diminuição de 32% (em média) 

da matéria orgânica presente no efluente, após 10 dias de cultivo. Temendo a possível 

influência dos nutrientes contidos no inóculo inicial de microalgas quando estas são 

adicionados no efluente, realizou-se um segundo teste, com biomassa filtrada e sete 

dias de duração, apenas para observar a sobrevivência e crescimento das células. Os 

resultados demonstraram que o efluente da pasta para papel constitui um ambiente 

fortemente estressante para as algas, que se refletiu na sua mudança de 

pigmentação222,223, como é possível observar na figura 33 a seguir. 

 

 

Figura 33 – Ensaios preliminares para sobrevivência da microalga em efluentes ( a) biomassa filtrada; b) 

efluente; c) algas após 7 dias no efluente). 

 

Considerando que estes foram cultivos pequenos (100mL), de curta duração, e sem 

adição de nutrientes suplementares, foi preparada uma nova série de cultivos em dois 

reatores (duplicatas), buscando analisar o crescimento em maior escala e sob condições 

mais controladas. 
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Nesta etapa, houve uma melhor distribuição e controlo da luz ao utilizar o sistema de 

LEDs e o volume do reator passou para 500mL. Por outro lado, utilizou-se efluente da 

indústria de pasta para papel diluído e não diluído, naturalmente, um cultivo controlo 

para comparação de resultados. 

Os resultados relativos à remoção de matéria orgânica (face à quantidade inicial), ao 

crescimento da biomassa (em número), pH, oxigénio dissolvido e peso seco da 

biomassa encontram-se nas figuras seguintes.  

 

 

Figura 34 – Remoção da CQO, face ao valor inicial (2 horas de cultivo). Valores positivos indicam remoção 

e valores negativos indicam aumento na matéria orgânica. 

 

 

Figura 35 - Evolução temporal do número de células por mL, para o ensaio controlo, efluente têxtil, da 

pasta tal qual e pasta diluída. 
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Figura 36 - Concentração mássica de biomassa algal ao cabo de 15 dias de cultivo, em diferentes efluentes e 

ensaio controlo (concentração inicial = 0,01 mg/mL; ensaios em duplicata). 

 

 

Figuras 37 e 38 - Evolução temporal do oxigénio dissolvido e pH do meio para a média dos ensaios 

(medidos ao final do dia). 

 

Como é possível observar nos gráficos apresentados, os valores de remoção da matéria 

orgânica revelam alguma inconsistência e até mesmo valores contrários ao que seria de 

esperar (aumento de matéria orgânica). De referir, no entanto, que nesta fase do 

trabalho e no que respeita aos valores da CQO se verificaram grandes variações entre as 

réplicas, provavelmente consequência de erro experimental na realização do ensaio da 

CQO.  Contudo, observa-se um constante crescimento da biomassa (em número e 

massa) em todos os cultivos, onde o meio com menos estresse (controlo) obteve os 
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maiores valores (em números de células/mL). Ainda assim, os resultados do 

crescimento indicam a forte viabilidade do tratamento. 

A variação da CQO dentro das réplicas de cultivos, pode ser explicada pelos vários 

fatores que influenciam os resultados de uma análise da CQO224-227. Por outro lado, a 

variação, algo inconsistente ao longo do tempo, pode ser devido à morte celular (o que 

resulta na libertação de matéria orgânica contida dentro das microalgas), pela liberação 

de exo-metabólitos228,229,230 e pela contaminação do meio de cultivo por outros 

microrganismos. Outro fato observado foi que os primeiros 15 dias foram o suficiente 

para eliminar cerca de 50% da CQO inicial (considerando os melhores resultados entre 

as réplicas). Importante notar que os teores de oxigénio dissolvido e pH se 

estabilizaram rapidamente, atingindo no 8º dia uma média de 5,15 mg/L e 9,4 

respetivamente. Em relação à concentração mássica de biomassa seca no dia 15º do 

cultivo, esta aumentou em 32,3% para o cultivo têxtil e cerca de 102,4% para o cultivo 

no efluente da pasta, em relação ao valor obtido no cultivo controlo. Este resultado é 

particularmente interessante, já que a concentração numérica de células no cultivo 

controlo é significativamente superior à verificada nos efluentes (Figura 35). Ou seja, 

enquanto no cultivo controlo houve um maior número de células, estas eram pouco 

densas; nos efluentes, elas multiplicaram-se menos, mas eram mais densas 

hipoteticamente devido à maior acumulação de compostos. Esta acumulação de 

biomassa é um resultado interessante, visto que viabiliza uma possível reutilização da 

biomassa para outras finalidades, como a produção de biodiesel através de seus 

lipídeos. 

Durante os cultivos preliminares, percebeu-se a presença de outras duas espécies de 

microalgas (apresentadas nas figuras 39 e 40) e de vários tipos de bactérias 

(apresentado na figura 41), contudo, estes só demonstram uma presença relevante ao 

final dos cultivos.  

 

 

Figuras 39 e 40 – Outras espécies de microalgas encontradas durante o cultivo. 
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Figura 41 – Bactérias registadas durante o cultivo. 

 

Não foi possível determinar a espécie, origem e o grau de influência nos resultados, 

contudo, ainda é interessante permitir a existência de tais microrganismos pelo fato de 

que as metodologias para tratamento de efluentes com microalgas sempre terão uma 

influência de microrganismos, além da alga selecionada para tratamento, seja de 

invasores de fora do cultivo ou dos contidos nos efluentes. Assim, mais do que prevenir 

ou eliminá-los, é necessário adaptar os procedimentos tendo em conta estes fatores.  

No caso deste projeto, como os microrganismos passam a ter uma presença mais 

efetiva ao final dos cultivos (provavelmente porque a microalga Selenastrum sp. deixou 

o cultivo com efluentes mais adequado para outros organismos) e o tratamento para 

matérias orgânicas aparenta atingir o seu máximo nos primeiros 8 dias, a principal 

forma de evitar este problema é garantir um crescimento e desenvolvimento da 

Selenastrum sp. o mais rápido possível. 
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4.2. Resultados do desenvolvimento da biomassa nos 

ensaios principais  

Ao fazer a reavaliação dos métodos seguidos nos ensaios preliminares, nomeadamente 

a inconsistência de alguns resultados da CQO, realizou-se uma nova série de ensaios 

(figura 42) nas seguintes condições:  

• Preservar o método de controlo da intensidade luminosa e sua duração; 

• Preservar o método de controlo da temperatura; 

• Preservar o método de controlo do fluxo de ar; 

• Utilização de um novo meio de nutrientes (GM-FWS) devidamente esterilizado, 

tanto para cultivos controlo quanto para os com efluentes; 

• Uma menor duração do cultivo (foi possível obter resultados interessantes em 8 

dias e evita-se alguma morte celular e o eventual aparecimento de outros 

microrganismos contaminantes); 

• Sonicação de baixa intensidade, separação e lavagem das microalgas que serão 

introduzidas no cultivo (inóculo), para evitar a influência dos compostos 

eventualmente adsorvidos no exterior das células, bem como dos compostos 

existentes no meio de cultura original (figura 43); 

• Fazer a monitorização dos filtrados das amostras tomadas ao longo do ciclo de 

crescimento por leitura do UV-visível (de 200 à 800nm) e comparar com a 

evolução correspondente da CQO; 

• Não controlar o pH do cultivo visto que esta alga cresce bem em pH alcalino (e 

também que o pH alcalino auxilia na prevenção de contaminações)231,232. 

 



 

 56 

 

Figura 42 – Ensaios definitivos de microalgas em efluentes (C: controlo: T: têxtil; P: pasta para papel). 

 

 

Figura 43 – Procedimentos de filtração, diluição, preparo para contagem e sonicação. 

 

Além destas questões, seria necessário comprovar que as microalgas estão consumindo 

toda a matéria orgânica biodegradável; para tal, foi feito um cultivo com uma adição de 

500mg de glucose, o que representa 600 mg da CQO/L de matéria orgânica (tal cultivo 

pode ser visto na figura 44).   
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Figura 44 – Ensaios definitivos de microalgas, réplicas e cultivo com glucose (G). 

 

Em todos os cultivos definitivos houve um crescimento da população de Selenastrum 

sp. sem a presença significativa de outros microrganismos. As seções seguintes 

apresentam os resultados para o desenvolvimento da biomassa e sua acumulação nas 

microalgas no período de 192 horas de cultivo em meio controlo, efluente têxtil, 

efluente da pasta para papel e meio controlo com adição de glucose. 

 

4.2.1.  Biomassa nos cultivos controlo  

Tal como nos ensaios preliminares, os cultivos controlo foram os que desenvolveram 

um maior número de células por mL, alcançando uma média de 10 milhões de células 

por mL em 192 horas. Estes valores são inferiores aos verificados nos ensaios 

preliminares provavelmente devido à menor concentração inicial de células no inóculo. 

Em relação ao acúmulo de biomassa, este atingiu cerca de 0,3 mg de biomassa para 

cada mL de cultivo ao cabo dos 8 dias. Em comparação com outros trabalhos que 

utilizaram o mesmo gênero de microalga em condições controladas, Chakravarty & 

Mallick em 2019235 alcançou 0,5mg/mL de biomassa seca (9 dias) e Marika et al., em 

2018236 obteve um máximo de 6,2 milhões de células por mL (15 dias de cultivo). Estas 

diferenças de valores, apesar de serem pouco expressivas, podem ser causadas por 

diferentes parâmetros de cultivo e volume inicial de inóculo em cada trabalho.  A figura 

45 apresenta a evolução da concentração de células e de biomassa para o ensaio 

controlo, i.e., sem efluente. 
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Figura 45 - Evolução temporal do número de células por mL e da biomassa em mg/mL, para o ensaio 

controlo. 

 

Por outro lado, observa-se um aumento muito significativo do tamanho das microalgas, 

como se pode comprovar pela comparação de suas dimensões no início do cultivo 

(figura 46) e ao final (figura 47).  

 

 

Figura 46 - Dimensões das microalgas no início do ensaio controlo. 
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Figura 47 - Dimensões das microalgas no fim do ensaio controlo. 

 

Ao estimar o volume médio das células, encontrou-se os valores de 82,01 µm3 para o 

início do ensaio e 108,24 µm3 no final, o que representa um aumento de 31,98%, similar 

ao crescimento do volume celular observado por Cabanelas et al. (2016)237, para a 

microalga Chlorococcum littorale em 5 dias de cultivo controlado. 

 

4.2.2.  Biomassa nos cultivos de efluente têxtil 

O cultivo realizado em efluente têxtil (Figura 48), resultou muito bem, ainda que o 

meio possa ser algo estressante, devido aos compostos dissolvidos e à presença de cor 

(pigmentos e/ou corantes) que dificultaram a fotossíntese. Apesar deste estresse, a 

microalga cresceu bem e tornou-se dominante no meio, demonstrando a sua 

capacidade e tolerância a efluentes da indústria têxtil (figura 48). Estes resultados de 

crescimento se assemelham ao de Lim et al., em 2010215 com 8 milhões Cel/mL em um 

cultivo em efluente não diluído (10 dias) e maior do que reportado por El-Kassas & 

Mohamed em 2014219, com 220.000 Cel/mL em efluente têxtil diluído (30%) (8 dias), 

ambos utilizando a microalga Chlorella vulgaris. 
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Dentre os efluentes, o da indústria têxtil foi o que apresentou melhores valores de 

crescimento em número, com valores próximos a 9 milhões de células por mL no final 

do cultivo, apenas ligeiramente inferior ao controlo. No entanto a massa de microalgas 

acumulada é cerca de 46,5% maior, face ao controlo, uma produção de 0,0525 g/L.dia, 

maior que do que o observado em outros trabalhos com cultivos de microalgas em 

efluentes têxteis como é citado na revisão feita por Fazal et al. (2018)218. A figura 48 

apresenta a evolução da concentração de células e de biomassa para o ensaio com o 

efluente têxtil. 

 

 

Figura 48 - Evolução temporal do número de células por mL e da biomassa em mg/mL, para o ensaio com 

efluente têxtil. 

 

De facto, este efluente gera células expressivamente maiores, como se pode observar 

nas figuras 49 e 50. 
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Figura 49 - Dimensões das microalgas no início do ensaio no efluente têxtil. 

 

 

Figura 50 - Dimensões das microalgas no fim do ensaio no efluente têxtil. 
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As microalgas que cresceram em efluente têxtil, apesar de maiores em média que o 

controlo, 123,18 µm3 no início e 149,05 µm3 no final, obtiveram um menor aumento, 

sendo ele de 21%. 

 

4.2.3.  Biomassa nos cultivos de efluente da pasta para papel 

Devido às suas propriedades redutoras e possivelmente à presença de compostos 

agressivos para as microalgas, o efluente da pasta para papel (figura 51) foi o que mais 

causou estresse no cultivo de Selenastrum sp., resultando num crescimento inferior 

face ao controlo, mas possivelmente com acumulação de compostos (possivelmente 

lipídeos), visto que esta é a principal estratégia das microalgas ao encontrar 

dificuldades para realizar a divisão celular. A mesma diferença pode ser observada ao 

comparar 2 trabalhos que cultivaram Chlorella vulgaris no tratamento de efluentes, 

sendo que houve um maior crescimento em efluente têxtil215 do que em efluente da 

pasta para papel206 no mesmo período de tempo. 

Em linha com o verificado nos ensaios preliminares, o crescimento em termos do 

número de células no efluente da pasta para papel é o que proporciona menores valores 

de biomassa, neste caso atingindo 6 milhões de células por mL. Por outro lado, e 

também consistente com os resultados preliminares, é o que acumula maior massa de 

microalgas, com mais 62,8% que as do cultivo controlo. Ainda assim, um valor 

(0,0585mg/L.dia), menor que o observado para a microalga Scenedesmus sp. por  

Gentili (2014)205 que obteve 0,1mg/L.dia; contudo, neste trabalho havia uma mistura 

de efluente da pasta para papel e efluente da indústria leiteira, o que poderia significar 

um maior teor de nutrientes dissolvidos, logo uma maior oportunidade de acúmulo de 

biomassa. As figuras 52 e 53 ilustram as suas dimensões no início e fim do cultivo 

respetivamente. 
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Figura 51 - Evolução temporal do número de células por mL e da biomassa em mg/mL, para o ensaio com 

efluente da pasta para papel. 

 

 

Figura 52 - Dimensões das microalgas no início do ensaio no efluente da pasta para papel. 
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Figura 53 - Dimensões das microalgas no fim do ensaio no efluente da pasta para papel. 

 

Os cultivos que cresceram no efluente da pasta para papel foram os que alcançaram os 

maiores volumes e um aumento mais expressivo em relação ao seu volume inicial, 

sendo eles 115,09 µm3 no início e 167,82 µm3 no fim, resultando em um aumento de 

45,8%. 

 

4.2.4.  Biomassa nos cultivos com Glucose 

Como se pode observar na figura 54, o crescimento no meio controlo com adição de 

glucose foi o que demonstrou os melhores resultados de todos os cultivos; obteve 14,5 

milhões de células por mL e um peso seco 76.7% maior que o controlo sem glucose, o 

maior aumento em todos os cultivos. As figuras 55 e 56 representam as dimensões das 

células no início e final do cultivo respetivamente. Em relação ao seu volume, 

inicialmente as células possuíam em média 127,60 µm3 e no final 201,24 µm3, 

resultando em 57,7% de aumento.  Elevados incrementos aos valores de massa e 

volume celular, também foram verificados por Chioccioli et al., em 2014238, para as 

microalgas Chlamydomonas reinhardtii e Chlorella vulgaris, após adição de glucose 

ao cultivo. 
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Figura 54 - Evolução temporal do número de células por mL e da biomassa em mg/mL, para o ensaio 

controlo com adição de glucose. 

 

 

Figura 55 - Dimensões das microalgas no início do ensaio controlo com glucose. 
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Figura 56 - Dimensões das microalgas no fim do ensaio controlo com glucose. 

 

Os resultados obtidos no cultivo com glucose demonstram a capacidade da microalga 

para remover matéria orgânica biodegradável além de ser uma das várias 

possibilidades para aumentar a eficácia dos cultivos de Selenastrum sp., onde um 

cultivo controlado, com poucos ou nenhum fator estressante, com abundância de 

matéria orgânica de fácil assimilação e transformação, podem melhorar todo o sistema 

de cultivo. 

 

4.2.5.  Comparação do crescimento de biomassa nos diferentes 
cultivos  

Nas próximas figuras 57 e 58, é feita uma comparação dos perfis temporais do 

crescimento da biomassa, em número de células, e em massa (base seca) dos cultivos 

com diferentes meios, incluindo efluentes e glucose. Em primeiro lugar, cumpre 

observar que o comportamento em termos do número de células é bastante diferente 

do correspondente comportamento em termos de massa. O incremento em termos de 

número de células é bastante menor em quaisquer dos efluentes (têxtil e papel), face ao 

controlo e ao cultivo com adição de glucose. Relativamente à análise com base na 

massa, o efluente da pasta acompanha relativamente bem o meio com glucose, o que 
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demonstra o potencial do efluente. Em termos de biomassa gerada, o ensaio controlo é 

o que apresenta os menores valores. Conjugando os resultados do número de células e 

da massa das células, o ensaio com adição de glucose é o que apresenta o melhor 

desempenho.  Uma possível explicação para este desempenho pode ser o meio de 

cultivo extremamente rico em nutrientes, incluindo a glucose como fonte de carbono, 

bem como o meio não estressante. 

Interessante observar também que quanto mais controlado e menos estressante o 

ambiente, maior é o número de células, enquanto os ambientes mais estressantes ou 

com maior teor da CQO determinam uma maior biomassa seca. 

 

 

Figura 57 - Comparação do crescimento de Selenastrum sp. nos diferentes cultivos, em escala linear. 

 

 

Figura 58 - Comparação do incremento de biomassa seca de Selenastrum sp. nos diferentes cultivos, em 

escala linear. 
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Analisando o conjunto dos resultados, incluindo os efluentes e os controlos, pode 

concluir-se que a quantidade de biomassa algal seca produzida no efluente da pasta 

para papel e no controlo com glucose são similares, o que mostra o potencial do 

efluente para o cultivo da microalga. 

Com base nos dados das figuras 57 e 58, estimou-se a massa de cada célula (Figura 59). 

Como se pode observar, os diferentes meios geram células com massas bastante 

diferentes. O ensaio controlo, sem fonte carbono adicional, é aquele que gera as células 

de menor massa e de menores dimensões. De entre os meios com fonte de carbono 

adicional (glucose e efluentes), o efluente proveniente do processo de produção de 

pasta para papel é aquele que gera as células com maior massa, contudo as maiores 

dimensões ficaram para os que crescerem com glucose. Autores como Daneshvar et al. 

(2021)140, Ananthi et al. (2021)125 e Chioccioli et al. (2014)247
, reportaram aumento na 

biomassa algal quando cultivadas em efluentes, cultivadas em condições abióticas 

estressantes e em cultivos controlo com adição de glucose respetivamente. 

 

 

Figura 59 - Comparação entre o aumento da massa celular de Selenastrum sp. nos diferentes cultivos em 

escala linear. 

 

4.3. Evolução da CQO e absorbância no UV-Visível 

Sendo um dos intuitos deste trabalho o tratamento de efluentes utilizando a microalga 

Selenastrum sp., era essencial monitorizar o CQO. Ultrapassadas algumas dificuldades 

analíticas nos ensaios preliminares, foi possível obter resultados fiáveis e consistentes. 

As leituras no UV-Visível foram de vital importância para comprovar a diminuição de 



 

 69 

compostos dissolvidos no meio, demonstrando a capacidade das microalgas de 

absorverem tanto nutrientes quanto outras moléculas presentes no ensaio. 

 

4.3.1.  Evolução da CQO e absorbância no UV-Visível na biomassa 

controlo 

Na figura 60 está representada a evolução da CQO e da integral da absorção do filtrado 

para o cultivo controlo. Como era esperado, o cultivo controlo foi o que apresentou o 

menor teor de matéria orgânica dissolvida; esta advém das próprias microalgas e do 

meio que as continha (visto que o meio de cultura GM-FWS apenas possui compostos 

inorgânicos e CQO de 8,5mgO2/L). A linha que representa as leituras no UV-Visível 

acompanha a diminuição de compostos conforme a biomassa se multiplica, 

representando o seu consumo. O pequeno aumento nos níveis da CQO ao final do 

experimento, às 192 horas, está dentro do erro esperado para este tipo de análise. 

 

 

Figura 60 – Evolução temporal da remoção de matéria orgânica e a absorbância acumulada (gama do UV-

Visível) dos cultivos controlos. 

 

4.3.2.  Evolução da CQO e absorbância no UV-Visível no efluente 

têxtil 

Na figura 61 está representada a evolução da CQO e da integral da absorção do filtrado 

para o cultivo em efluente têxtil. Os níveis da CQO para o cultivo em efluente têxtil teve 

um ritmo decrescente e muito significativo, reduzindo em 49,2% os teores da CQO 

presentes no efluente. Este resultado se assemelha com a média de remoção (50,3%) de 

dois cultivos (com e sem adição de nutrientes standard) realizados por Lim et al. em 
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2010215 os quais duraram 12 dias. Em relação a absorção integrada (200 a 800nm), esta 

reduziu em 33,7%. 

 

 

Figura 61 – Evolução temporal da remoção de matéria orgânica e a absorbância acumulada (gama do UV-

Visível) dos cultivos com efluente têxtil. 

 

4.3.3.  Evolução da CQO e absorbância no UV-Visível no efluente da 

pasta para papel 

Tal como na biomassa acumulada por mL, o cultivo no efluente da pasta (figura 62) 

obteve os melhores valores face ao cultivo no efluente têxtil, sendo o que apresenta a 

maior diminuição da CQO, com uma redução de 64,3%. Este valor compara bem com 

os valores reportados noutros trabalhos com cultivos de microalgas em efluentes da 

indústria do papel, os quais obtiveram uma remoção de 39% em cultivos de 

Scenedesmus acuminatus em efluentes da pasta para papel digeridos 

anaerobicamente123
 e 75% para cultivos com duas espécies de Scenedesmus em um 

cultivo com concentração de 60% de efluente206. Já para a absorbância integrada (200 

a 800nm), houve uma diminuição de 31,7%.  
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Figura 62 – Evolução temporal da remoção de matéria orgânica e a absorbância acumulada (gama do UV-

Visível) dos cultivos com efluente da pasta papel. 

 

4.3.4.  Evolução da CQO e absorbância no UV-Visível no ensaio com 
glucose 

A figura 63 mostra que durante os primeiros 4 dias não se verificou uma remoção 

significativa da CQO, tendo-se verificado uma redução muito significativa da CQO e 

absorbância entre os 4 e 8 dias. Estes resultados sugerem uma adaptação inicial da 

microalga do regime autotrófico para o regime heterotrófico. Ao cabo dos 8 dias, houve 

uma remoção de 70% de glucose do meio. No que diz respeito à absorbância integrada 

(200 a 800nm), como era de se esperar os valores são bastante inferiores ao dos meios 

com efluentes. Ainda sim, a redução de absorbância foi de 76,3%, a maior de todos os 

cultivos. 
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Figura 63 – Evolução temporal da remoção de matéria orgânica e a absorbância acumulada (gama do UV-

Visível) dos cultivos controlos com adição de glucose. 

 

4.3.5.  Comparação de tratamento de efluentes dos cultivos 

Nas próximas figuras 64 e 65 faz-se a comparação dos perfis temporais da CQO e da 

absorbância acumulada na gama dos 200 nm aos 800nm, para os diferentes cultivos. 

Conjugando os resultados da figura 64 com os da figura 57, fica claro que o CO2 

injetado ao longo do cultivo foi suficiente para a multiplicação celular, mas não se 

traduziu num incremento da massa de cada célula. Por outro lado, a análise dos perfis 

iniciais da CQO sugerem que deve haver fenómenos de adsorção de alguns compostos 

dos efluentes na biomassa algal, já que a queda abrupta da CQO não é compatível com 

uma cinética de degradação efetiva dos componentes do efluente. A glucose parece 

adsorver muito menos na biomassa, mantendo-se o CQO praticamente em patamar até 

às 100h, apesar do crescimento em número e em massa ser o maior (Figuras 57 e 58).  

Os dados da figura 64 suportam uma degradação gradual, mas efetiva dos compostos 

dos efluentes, especialmente o efluente da indústria de pasta; muito possivelmente a 

maior parte dos compostos orgânicos no efluente da pasta para papel eram 

biodegradáveis233,234, tendo, por isso, apresentado maior remoção face ao efluente 

têxtil. Por outro lado, o consumo de glucose parece ocorrer apenas entre as 100h e as 

190h, apesar do constante crescimento em número das microalgas. Estes resultados 

sugerem uma alteração no seu metabolismo, possivelmente a passagem de uma fase 

autotrófica para outra heterotrófica140. 
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Figura 64 - Comparação entre a variação da CQO nos diferentes cultivos em escala linear. 

 

É interessante notar como a tendência de remoção da CQO nos efluentes é similar, 

apesar de no final terem sido removidas quantidades diferentes de matéria orgânica; 

este fato sugere que a microalga Selenastrum sp reage de forma semelhante a 

diferentes tipos de estresses provenientes de diferentes efluentes, ou seja, que utilizou 

os mesmos mecanismos metabólicos no tratamento dos efluentes. Enquanto para os 

efluentes parece haver uma assimilação lenta, mas continuada ao longo do tempo, no 

caso da glucose nas primeiras 100h regista-se um consumo marginal. 

 

 

Figura 65 - Comparação entre os valores da integral de absorção (200 a 800nm) nos diferentes cultivos em 

escala linear. 

 

A figura 65 ilustra a natureza completamente diferente dos efluentes face aos ensaios 

controlo e com glucose; como esperado, os efluentes são corados. A queda inicial da 
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absorbância nestes meios é compatível com a hipótese de adsorção de contaminantes 

na biomassa algal. Para além desta queda inicial, a diminuição efetiva de cor do meio é 

reduzida e menor do que a correspondente remoção da CQO. Após as 24 horas de 

cultivo, com a exceção da glucose, todos os cultivos mostram uma diminuição gradual 

da cor. 

 

5. Conclusão e perspetivas futuras 

Considerando o que foi analisado, em todos os cultivos ocorreu diminuição dos valores 

da CQO e das absorbâncias no UV-Visível, com os efluentes e cultivo com glucose 

apresentando uma diminuição média de 61,1% no teor da CQO em 192 horas (8 dias). 

Os valores de remoção para o efluente têxtil e pasta para papel foram de 49,2% e 64,3% 

respetivamente, o que demonstra o potencial do sistema. Importante notar também 

que segundo as leituras feitas no espectrofotómetro muitos outros compostos foram 

removidos (entre eles os corantes).  

Para além do tratamento de efluentes, o intuito deste trabalho foi comprovar o 

crescimento da microalga Selenastrum sp. em efluentes industriais, demonstrar a sua 

eficácia no tratamento de efluentes e antever a utilização da biomassa. Estes objetivos 

foram alcançados ao longo de seis meses de trabalho, cultivos e análises, tendo-se 

obtido ao cabo de 8 dias, 9,8 milhões de células por mL em média, aumento no peso da 

biomassa seca em 34,8x e remoção de 61,1% de matéria orgânica, além de outros 

compostos inorgânicos. A possibilidade de utilizar esta alga, não apenas para 

tratamentos de efluentes, como também para produção de produtos de alto valor 

agregado (pigmentos/compostos para fármacos) ou de combustíveis e fertilizantes, 

tanto individualmente quanto em conjunto, é evidenciado com tais resultados. 

Em resumo, os resultados permitem concluir que a Selenastrum sp. é eficiente na 

remoção de compostos indesejáveis em diferentes efluentes industriais, gerando uma 

oportunidade de melhoramento das técnicas e métodos para aumentar ainda mais a 

sua eficácia. 

Em trabalhos futuros, seria importante definir melhor os efeitos de cada parâmetro no 

crescimento, desenvolvimento e acumulação de compostos na microalga Selenastrum 

sp., e assim determinar as condições de cultura ótimas para este gênero. Seria 

igualmente interessante monitorar os compostos específicos do efluente, incluindo 

corantes, metais pesados, entre outros. Em alternativa poderia utilizar-se efluentes 

sintéticos para avaliar a capacidade de remover/assimilar compostos específicos.  
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