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RESUMO 

 

As microalgas são microrganismos que vem sendo utilizados na bioconversão de 

carbono em produtos com interesse comercial como, por exemplo, biocombustíveis, 

corantes, suplementos alimentares e cosméticos. Elas podem ser cultivadas em 

sistemas autotróficos e heterotróficas sendo que as fontes de carbono, gasosas ou 

líquidas, podem ser provenientes de resíduos industriais reduzindo os custos de sua 

produção. Para identificar quais os possíveis produtos gerados durante o cultivo o 

objetivo deste trabalho foi avaliar a bioconversão de dióxido de carbono em 

fotobiorreatores identificando os principais bioprodutos gerados nas fases sólida, líquida 

e gasosa do sistema. Os experimentos foram conduzidos em fotobiorreatores de coluna 

de bolhas, alimentados com meio de cultivo sintético, com microalga C. vulgaris em 

fase exponencial de crescimento. Foi utilizado reator isotérmico, intensidades luminosas 

de 150mol.m-2.s-1, e injeção de ar com dióxido de carbono na vazão de 1Lmin-1. Além 

da conversão de carbono foram avaliados métodos de extração de lipídeos baseados 

no método de Bligh & Dyer e métodos gravimétricos para determinação do teor de 

umidade. A conversão de CO2 nos sistemas utilizados foi avaliada nas fases sólida, 

líquida e gasosa e foi expressa em termos de produção de biomassa (6%), em 

compostos solúveis na fase líquida, e compostos orgânicos voláteis (88%) liberados 

para fase gasosa do sistema. O teor de umidade da biomassa das microalgas foi de 

85% para os métodos avaliados e para os métodos para extração de lipídeos foi 

possível observar a influência do teor de umidade na biomassa na porcentagem de 

lipídeos que teve variação de 3% a 24%. 
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ABSTRACT 

 

Microalgae are microorganisms that have been used for bioconversion of carbon 

into products of commercial interest such as, biofuels, pigments, food supplements and 

cosmetics. They can be grown in autotrophic and heterotrophic systems and the carbon 

sources, gaseous or liquid, can be derived from industrial wastes, reducing the costs of 

production. To identify the possible products generated during the culture the objective 

of this study was to evaluate the bioconversion of carbon dioxide in photobioreactors 

identifying key byproducts in solid, liquid and gaseous phases the generated in system. 

The experiments were conducted in bubble column photobioreactors, fed synthetic 

growth medium,and C. vulgaris cultures in exponential growth phase. The reactor was 

operated isothermically with 150µmolm-2s-1 of light intensities and injection of air with 

carbon dioxide in the flow 1Lmin-1. Besides the carbon conversion,were evaluated lipid 

extraction methods based on the Bligh & Dyer´s method and gravimetric methods for 

determination of moisture content. The conversion of CO2 systems will be evaluated in 

phases solid, liquid and gaseous systems, expressed in terms of biomass (6%), 

production in soluble compounds in the liquid phase and volatiles organic compounds 

released into the gaseous phase. The moisture content of microalgae biomass was 85% 

for the evaluated methods and for the extraction of lipids methods was possible to 

observe the influence of moisture content in the percentage of lipids that ranged from 

3% to 24%. 
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O aumento da demanda de fontes energéticas provenientes de combustíveis 

fósseis requer respostas ambientais inovadoras para o constante aumento da emissão 

de poluentes (LARKUM et al., 2012), (AMARO et al., 2012).  

O dióxido de carbono, por exemplo, é considerado um dos maiores poluentes 

atmosféricos assim como compostos SOx e NOx. Tecnologias para a captação e 

estocagem de carbono visam à estabilização da emissão deste poluente. 

 Novos métodos para conversão de dióxido de carbono como fixação em 

oceanos, conversão por micro-organismos, estão sendo desenvolvidos para aplicação 

futura. A escolha destas metodologias irá depender de fatores como custo, capacidade 

de captura, impacto ambiental, velocidade em que a tecnologia possa ser introduzida; 

estando também relacionadas à fatores sociais como a aceitação pública (IPCC, 2007), 

(CHIU, S. Y. et al., 2008).  

 Neste sentido, o uso de processos biotecnológicos para a conversão de dióxido 

de carbono é uma possibilidade viável para abater as emissões deste poluente. Esses 

processos podem ser baseados em reatores onde microalgas são utilizadas como 

biocatalisadores de uma série de reações bioquímicas dos produtos do metabolismo 

fotossintético, tais como formação de biopolímeros extracelulares (ex: proteínas e 

carboidratos) e a formação de compostos orgânicos voláteis (ONO e CUELLO, 2006), 

(HEMSCHEMEIER et al., 2009). 

 A substituição gradativa da plataforma petroquímica por plataformas tecnológicas 

de origem renovável vem aumentando nesta ultima década. Em termos de energia, os 

EUA hoje já substituem quase 10% de sua gasolina por bioetanol de milho, no Brasil 
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este teor é 20% de etanol de cana de açúcar. Em diversos países europeus o diesel 

fóssil já é substituído por concentrações entre 5 a 10% de biodiesel, no Brasil esta a 

porcentagem de substituição do diesel por biodiesel de soja é de 5% e será de 20%. 

Diversos plásticos de origem fóssil já foram parcialmente substituídos por plásticos de 

origem microbiana (fermentação a partir de açúcares), e polietileno de origem de etanol 

de cana de açúcar já pode ser encontrado comercialmente no Brasil. 

As microalgas tornaram se uma alternativa para mitigar a alta concentração de 

CO2 na atmosfera (ZENG et al., 2011). Estudos nestas áreas trazem avanços 

significativos para melhorias no cultivo aumentando assim a quantidade de dióxido de 

carbono convertido e  (LAM et al., 2012). Assim, deseja-se neste projeto desenvolver o 

conceito de biorrefinaria de microalgas, identificando os diversos produtos de alto valor 

agregado ou de elevado teor energético. 
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2.1 Biorrefinarias 

O desenvolvimento urbano, agrícola e industrial estabelece a demanda por 

insumos, energia e combustíveis fósseis, de baixa sustentabilidade (SCHIRMER e 

GAUER, 2012). Neste sentido, novas tecnologias para produção de consumíveis a 

partir de matérias primas renováveis vêm sendo consideradas essenciais (SCRAGG, 

2006). 

Uma das mais aceitas definições de desenvolvimento sustentável conceitua o 

termo como “o atendimento das necessidades do presente, sem comprometer as 

futuras gerações”, para isso deve-se considerar os quatro princípios da 

sustentabilidade: i) utilizar fonte de energia renovável; ii) reciclar a matéria prima; iii) 

evitar o excesso de consumo; iv) manter a biodiversidade. (BRUNDTLAND, 1987). 

Alternativamente, LIVERMAN et al. (1988), definem sustentabilidade como “a 

sobrevivência indeterminada da espécie humana, considerando não somente os 

aspectos biológicos, como também, a qualidade de vida, através da manutenção de 

sistemas básicos de suporte biológico (ar, água, terra e biota)”. Recentemente, os 

critérios econômicos, sociais e ambientais perfazem a base para a promoção da 

sustentabilidade em nível industrial (GARCÍA-SERNA et al., 2007). 

As biorrefinarias estão dentro deste conceito e são sistemas integrados de 

tecnologia sustentável para a utilização e exploração de materiais biológicos, os quais 

são convertidos em diversos produtos de interesse comercial (KAMM, 2007). Podem 

também ser definidas como local para fabricação e refino de biomassa para produção 
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de matérias primas e moléculas sendo a conversão feita com uso de processos 

biológicos, químicos ou termoquímicos (Figura 2-1). 

 

Figura 2-1 – Biorrefinaria para geração de combustível e biomateriais. 

Adaptado de RAGAUSKAS et al. (2006) 

Este conceito foi desenvolvido baseado na substituição de moléculas orgânicas 

provenientes de material fóssil por material de origem renovável. Este é processado em 

produtos de maior interesse comercial como combustíveis, proteínas, carboidratos e 

pigmentos (Figura 2-2) (KAMM e KAMM, 2004). 
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Atualmente, três tipos de biorrefinaria vêm sendo pesquisadas e desenvolvidas; i) 

a biorrefinaria de grãos, onde são utilizados grãos como matéria prima, ii) a biorrefinaria 

verde, baseada no uso de biomassa verde, e iii) a biorrefinaria que utiliza materiais 

lignocelulósicos (KAMM e KAMM, 2004). 

 

Figura 2-2 – Substâncias produzidas pelo fracionamento de materiais lignocelulósicos para 

desenvolvimento de produtos comerciais. 

Adaptado de KAMM e KAMM (2007a) 

As matérias – primas utilizadas pela biorrefinaria de grãos podem ser cereais tais 

como trigo, centeio e milho. Estes são processados e separados da palha e, a seguir, 
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utilizados na alimentação, ou sofrem modificações químicas, ou convertidos 

biotecnologicamente em energia, plásticos, adesivos etc (KAMM e KAMM, 2007b). 

Na biorrefinaria verde, os materiais utilizados são biomassas verdes como cana 

de açúcar, estes materiais são separados em uma massa prensada e um líquido verde 

rico em nutrientes que podem ser utilizados para produção de corantes, pigmentos, 

proteínas, amino ácidos além de outras substâncias orgânicas etc (KAMM e KAMM, 

2004). 

Na biorrefinaria de materiais lignocelulósicos são utilizados como matérias – 

primas palha, bagaço de cana, capim, madeira entre outros. O material lignocelulósico é 

composto de três principais precursores químicos: hemicelulose (composta de 

polímeros de pentoses), celulose (polímero de glicose) e lignina (polímero de fenóis) 

(KAMM et al., 2008). 

As microalgas cultivadas em fotobiorreatores (Figura 2-3 e 2-4) convertem 

dióxido de carbono em produtos do metabolismo fotossintético tais como biomassa 

celular e produtos excretados. Ambos podem ser utilizados para gerar biodiesel, biogás 

e ração animal, carboidratos livres e extratos protéicos; compostos orgânicos voláteis e 

hidrogênio  (CHISTI, 2007), (YEN e BRUNE, 2007), (ISHIDA et al., 1997), (MUÑOZ et 

al., 2004), (YOON et al., 2002). Também podem ser utilizadas para produção e 

bioprodutos utilizados na área farmacêutica (SCHIRMER e GAUER, 2012). 

As microalgas englobam os protistas fotossintetisantes (LARKUM et al., 2012). 

São capazes de realizar fotossíntese sob a incidência de luz solar e na presença de 

dióxido de carbono, contribuindo assim com a produção primária do planeta. Esta 
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capacidade de utilizar carbono na forma de CO2 faz com tenham um papel importante 

na participação dos ciclos biogeoquímicos (BLACKBURN e VOLKMAN, 2012). A 

biorrefinaria de microalgas pode explorar o sistema fotossintético, pois gera produtos 

celulares passíveis de serem convertidos em outros com maior valor agregado 

(LOURENÇO, 2007). 

Figura 2-3 -  Exemplo geral de uma biorrefinaria aplicada a microalgas 

Adaptado de PARMAR et al. (2011) 
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A principal característica da fotossíntese, originalmente elucidada para algas 

verdes e plantas superiores, pode também se aplicar para microalgas. A característica 

espectral da absorção da luz pelas microalgas é diferente dos outros organismos 

fotossintéticos, já que altas taxas de atividade fotossintética são medidas não somente 

na região espectral entre 665-680nm de comprimento de onda, onde a luz é melhor 

absorvida pela clorofila, mas também em torno de 620 nm a 560 nm, onde a ficocianina 

e ficoeritrina respectivamente (para o caso de cianobactérias), absorvem luz. Isto 

mostra que a luz absorvida pelas ficobiliproteínas é usada tão eficientemente quanto à 

luz absorvida pela clorofila, sugerindo elevada capacidade fotossintética destes 

microrganismos (CAMPBELL et al., 1998; LOURENÇO, 2007; MELIS, 2009). 

Além de realizarem a fotossíntese algumas microalgas têm a capacidade de 

utilizar carbono proveniente de fontes orgânicas (sistema heterotrófico) e desta forma 

crescerem sem a necessidade de uma fonte de luz (LEE, 2004). Nesta forma de cultivo 

podem ser utilizados resíduos agroindustriais como fonte nutricional de carbono, 

minimizando assim os custos do processo. 

As microalgas se tornaram uma alternativa para mitigar a alta concentração de 

CO2 na atmosfera como alternativa de neutralização de carbono (ZENG et al., 2011). 

Ademais, estudos nestas áreas irão trazer avanços significativos para seu entendimento 

(LAM et al., 2012). 
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2.2 Sistemas de Cultivo 

Os processos biotecnológicos são conduzidos após avaliação dos fenômenos de 

transferência de massa e energia, do dimensionamento e na construção dos 

equipamentos onde se processam as reações bioquímicas bem como da operação dos 

sistemas de controle e instrumentação, que permitem o acompanhamento da cinética 

das biotransformações (WU e MERCHUK, 2004). 

Fotobiorreatores utilizando microalgas para o tratamento de compostos poluentes 

e produção de biomassa são baseados em cinco critérios básicos: elevada eficiência de 

utilização da energia luminosa, adequado sistema de mistura, facilidade de controle das 

condições de cultivo como temperatura, quantidade de CO2 injetada no sistema, 

agitação etc; reduzido estresse hidrodinâmico das células e facilidade para o aumento 

de escala (MUNOZ e GUIEYSSE, 2006). 

Microrganismos fotossintéticos podem ser cultivados em fotobiorreatores abertos 

(Figura 2-6) ou fechados (Figura 2-7). Os sistemas fechados são caracterizados por 

elevadas eficiências fotossintéticas associadas a um preciso controle das variáveis 

operacionais, com menor risco de contaminação. Por outro lado, a construção dos 

sistemas fechados é mais cara, pois necessitam de material transparente, sendo mais 

complexos operacionalmente e de difícil escalonamento. A razão entre o volume por 

unidade de área do fotobiorreator é um critério a ser considerado na escolha dos 

sistemas, uma vez que sistemas abertos requerem grandes áreas disponíveis para 

elevados volumes reacionais (BOROWITZKA, 1999; MOLINA GRIMA et al., 1999; 

JACOB-LOPES et al., 2009). 
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levantamento cinético em fotobiorreatores em escala de bancada. O requerimento 

energético do reator depende primariamente da geometria do mesmo, já que uma 

configuração adequada é considerada fundamental na dispersão de luminosidade na 

superfície do equipamento.  

2.3 Bioconversão de Carbono 

As microalgas são microrganismos que utilizam dióxido de carbono atmosférico 

na presença de energia luminosa.  Podem ser utilizadas no tratamento de efluentes 

gasosos contendo elevadas concentrações de CO2 gerados por descargas industriais 

(HSUEH et al., 2007). Seu uso na remoção de matéria orgânica e demanda química de 

oxigênio (DQO) de efluentes tem também a vantagem de possibilitar a destinação da 

biomassa para ração animal ou uso em aquicultura, devido à composição química rica 

em proteínas, ácidos graxos poliinsaturados e vitaminas (SCHMITZ et al., 2012). 

As microalgas são capazes de fixar mais dióxido de carbono que o cultivo de 

plantas (SCHMITZ et al., 2012). Sendo assim, numerosas pesquisas foram 

desenvolvidas especialmente no Japão, na década de 90, para conversão de dióxido de 

carbono em biomassa microalgal. Estes estudos foram intensificados, visando projetar 

sistemas operacionais eficientes e econômicos (WATANABE e HALL, 1996; 

WATANABE e SAIKI, 1997; CHENG et al., 2006; ONO e CUELLO, 2006). 

As microalgas fixam o dióxido de carbono por diferentes mecanismos. Em uma 

primeira etapa, o dióxido de carbono é dissolvido na fase aquosa do sistema 

(YEHOUDA, 1997; LEE et al., 2006). A fixação de carbono relacionada com o ciclo de 

Calvin-Benson, onde enzimas especializadas presentes nestes organismos catalisam 
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reações de incorporação de átomos de carbono, esta envolvida na fotossíntese 

(FALKOWSKI, 1997). A conversão biológica do dióxido de carbono resulta em produtos 

do metabolismo fotossintético como células, oxigênio e biopolímeros solúveis no meio 

de cultivo (REBOLLOSO FUENTES et al., 1999; ACIEN FERNANDEZ et al., 2005). 

Adicionalmente, a formação de compostos orgânicos voláteis, como hidrocarbonetos, 

organoalogenados e aldeídos vêm sendo considerada importante nestes processos 

naturais (MUÑOZ et al., 2004; JACOB-LOPES et al., 2010; LINDBERG et al., 2010) 

assim como a produção de hidrogênio (HEMSCHEMEIER et al., 2009). 

Diversas espécies de microalgas foram avaliadas quanto ao potencial de aplicação 

em processos de fixação de carbono nas melhores condições operacionais dos 

fotobiorreatores; bem como na avaliação da cinética de consumo de dióxido de 

carbono, formação de células e produtos do metabolismo fotossintético (Figura 2-8) 

(STEWART e HESSAMI, 2005; MUNOZ e GUIEYSSE, 2006; LINDBERG et al., 2010; 

EROGLU et al., 2011). 

2.4 Produtos gerados por microalgas 

Os trabalhos iniciais descrevendo a conversão de dióxido de carbono em 

fotobiorreatores baseavam-se na análise elementar da biomassa de microalgas, 

análises estequiométricas e a fração de CO2 fixado. Foi sugerido que a fixação do 

elemento carbono ocorria predominantemente nas células microbianas (SACHIO, 1995; 

KAJIWARA et al., 1997). Porém, posteriormente, alguns autores usando outros 

recursos instrumentais, como sensores polarográficos, cromatografia gasosa, 

espectrometria de massas e analisadores de carbono total concluíram em seus 
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tal como elevada concentração de CO2. Estes compostos podem ser utilizados como 

bioemulsificantes, agentes de clarificação de líquidos (biofloculantes) e substitutos de 

agar, na indústria farmacêutica e cosmética (agentes para clareamento de pele e ação 

antiviral) (VAN BEILEN, 2010).  

Adicionalmente, a produção de hidrocarbonetos voláteis (etano, eteno, propano, 

propeno, butano, isobutano, pentano, hexano, isopreno e etileno) (SCHOBERT e 

ELSTNER, 1980; SHAW et al., 2003), organohalogêneos (clorofórmio, percloroetileno, 

tricloroetileno, clorometano e bromometano, iodometano) (SCARRATT e MOORE, 

1996) e aldeídos (propanal, hexanal, n-heptanal, formaldeído, acetaldeído, furfural e 

valeraldeído) (SCHOBERT e ELSTNER, 1980; NUCCIO et al., 1995; EROGLU e 

MELIS, 2010), foi descrita em cultivos fotossintéticos de microalgas. Estes compostos 

são formados e desprendidos da fase líquida dos sistemas. Recentemente, as 

indústrias petroquímicas demonstram interesse no uso de fontes naturais de 

monômeros para a produção de polímeros, como por exemplo, eteno, propeno e 

isopreno, além da possibilidade do uso do propano e butano como combustível (SHAO 

et al., 2008). 

Finalmente, deve-se considerar que embora a formação de biomassa não 

corresponda a mais significativa fração da conversão de dióxido de carbono, a mesma é 

considerada comercialmente relevante nestes processos, já que muitas espécies de 

microalgas são capazes de acumular até 80% de lipídeos em peso seco. Neste sentido, 

o uso da biomassa microalgal para a fabricação de biodiesel é considerada, sob o ponto 

de vista científico, uma alternativa viável para a manufatura de biocombustíveis de 

terceira geração (CHISTI, 2008; CHISTI e YAN, 2011). Segundo estes autores, se a 



20 
 

produção da biomassa de microalgas em fotobiorreatores puder ser ampliada em 

escala industrial, seriam necessários menos de 6 milhões de hectares para suprir a 

demanda atual de combustíveis, o que equivalem a menos de 0,4% da área arável 

disponível.  
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3 - OBJETIVOS 
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3.1 Objetivo geral 

 Avaliar a bioconversão de dióxido de carbono em fotobiorreatores por 

microalgas, visando padronizar os métodos a serem utilizados e para caracterização 

dos bioprodutos formados. 

 

3.2  Objetivos específicos  

1. Padronizar método para determinação do teor de umidade  
 
2. Padronizar método para extração de lipídeos. 

 

3. Avaliar os parâmetros cinéticos de crescimento do microrganismo; 
 

4. Definir a capacidade de eliminação e eficiência de remoção de CO2; 
 

5. Determinar os perfis de concentração de carbono inorgânico e orgânico nas 
fases líquida e gasosa dos sistemas;  
 

6. Padronizar método para cálculo de balanço de carbono simples para o sistema 
 

7. Estabelecer as possíveis rotas de conversão nas fases sólida e gasosa do 
sistema 
 

8. Avaliar os compostos orgânicos voláteis produzidos;  
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4 – MATERIAIS E MÉTODOS 
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4.1 Microrganismo 

Chlorela vulgaris (CPCC 90) foi adquirida do Canadian Phycological Culture 

Centre em 08/2009 em tubo contendo meio de cultura. Esta cultura foi mantida e 

repicada para outros tubos contendo meio padrão BBM sólido. Após sete dias estes 

foram colocados, propagadas e mantidas em meio padrão BBM líquido (Tabela 4-1), 

nas condições de 20 ºC, 15 ·mol·m-2
·s

-1 de luminosidade durante e 24 h e agitação 

constante.  

Tabela 4-1: Composição BBM (Bolds Basal Medium) (pH 6,8). 

Composto 
Solução Estoque 

(g·L-1) 
ml·L-1

meio Composto 
Solução 

Estoque (g·L-1) 
ml·L-1

meio 

EDTA anidro

KOH 

50,00 

31,00 

1 Fe2SO4.7H2O 

H2SO4 

4,98 

1 (ml) 

1 

CaCl2.2H2O 2,50 10 H3BO3 11,42 1 

MgSO4.7H2O 7,50 10 ZnSO4.7H2O 

MnCl2.4H2O 

CuSO4.5H2O 

Co(NO3)2.6H2O 

MoO3 

8,82 

1,44 

1,57 

0,49 

0,71 

1 

K2HPO4 7,50 10 

KH2PO4 17,50 10 

NaCl 2,50 10 

NaNO3 25,00 10  

STEIN, J. Handbook of Phycological methods: Culture methods and growth 
measurements.   Cambridge University Press, 1973. 

 

4.2 Fotobiorreator 

Os experimentos foram realizados em um fotobiorreator do tipo coluna de bolhas 

construído em vidro tipo pirex com 5 mm de espessura, 7,0 cm de diâmetro interno e 

70,0 cm de altura, mostrando volume de trabalho de 2,0 L. O sistema de dispersão de 
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Figura 4-2 – Aparato experimental utilizado para realização dos experimentos. 

 Durante o cultivo foram coletadas amostras de meio de cultivo e do fluxo de gás 

da entrada e saída do reator para análises de: 

 pH; 

 Biomassa; 

 Carbono inorgânico dissolvido no meio; 

 Carbono total dissolvido no meio; 

 Carbono total na fase gasosa: entrada e saída do reator; 

 Carbono inorgânico na fase gasosa: entrada e saída do reator; 

 Concentração de CO2: entrada e saída do reator 

 Concentração de O2 entrada e saída do reator; 

 Amostragem de meio de cultivo para análises de VOC; 

 Amostragem de gás da saída do reator para análises de VOC; 
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 Biomassa final do cultivo para determinação do teor de lipídeos e caracterização 

dos ácidos graxos. 

Determinações Analíticas 

4.3 Determinação de pH 

 Uma amostra de meio de cultivo foi coletada e agitada com auxílio de agitador 

magnético durante 15 min para completa remoção do dióxido de carbono dissolvido e 

analisada com potenciômetro a cada 12 h de cultivo. 

4.4 Biomassa 

A concentração celular foi avaliada gravimetricamente, através da filtração de um 

volume conhecido de meio de cultura em filtro de diâmetro 0,22 µm, seco a 60 °C por 

24 h. Os resultados de biomassa foram utilizados para os cálculos de: 

 Velocidade específica máxima de crescimento, obtida na fase linear da 

concentração celular versus tempo. 

              4.1 

 

 Produtividade     (              )  
4.2 
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 Tempo de geração            4.3 

 Taxa de incorporação de carbono na biomassa 

Este resultado foi utilizado para o cálculo do balanço de carbono do sistema de 

cultivo e, para este fim, é necessário calcular a taxa de produção deste em cada ponto 

do cultivo. O cálculo é feito em três etapas: 

1°etapa: o valor de concentração medido deve ser multiplicado pelo volume do 

reator (VR) 

                                     4.4 

2°etapa: o resultado deve ser multiplicado pela porcentagem de carbono 

presente na biomassa. Este valor é obtido pela determinação da composiçãoe 

elementar (49% de carbono na biomassa de C. vulgaris, resultado obtido por análise 

elementar da biomassa) 

                         4.5 

3°etapa: calcular a variação na concentração de Cb com o tempo 

                                    4.6 

Desta forma, os resultados em mg·h-1 de Cb para cada um dos tempos de cultivo 

são obtidos. 



29 
 

4.5 Determinações de carbono nas fases líquida e gasosa 

Carbono total nas fases líquida e gasosa do sistema foram realizadas em um 

analisador de carbono TOC-VCSN (Shimadzu, Kyoto, Japão) (Figura 4-3) com 

catalisador (Platina sobre 1/8” pellet alumina) de sensibilidade normal. O equipamento 

mede a quantidade de carbono total (CT) e carbono inorgânico (CI) da amostra nas 

fases líquida e gasosa do sistema. A medida do carbono orgânico total (COT) é dada 

pela diferença entre CT e CI.  

 

Figura 4-3 - Analisador de carbono TOC-VCSN (Shimadzu, Kyoto, Japão) 

4.5.1 Carbono total dissolvido no meio de cultivo 

Para a determinação de carbono total, a amostra injetada foi carreada para um 

tubo de combustão a 680 ºC, no qual ocorre a oxidação catalítica a CO2. As 

concentrações são obtidas por interpolação utilizando curvas analíticas (área do pico  

concentração) realizadas previamente por injeção de padrões (biftalato de potássio). 
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 Estes resultados de concentração de CT são utilizados para o cálculo da 

concentração de carbono orgânico dissolvido no meio de cultivo. 

                                     4.7 

 

4.5.2 Carbono Inorgânico dissolvido no meio de cultivo 

Para a determinação de carbono inorgânico, a amostra injetada reage com o 

ácido clorídrico 2 mol·L-1, sendo que todo carbono inorgânico é convertido a CO2. O 

CO2 produzido é quantificado por absorção no infravermelho não dispersivo. As 

concentrações foram obtidas por interpolação utilizando curvas analíticas (área do pico 

 concentração) realizadas previamente por injeção de padrões (Carbonato de sódio e 

bicarbonato de sódio). 

Este resultado foi utilizado para o cálculo do balanço de carbono do sistema de 

cultivo. Para este fim é necessário calcular a taxa de consumo deste em cada ponto do 

cultivo. O calculo é feito em duas etapas: 

1°etapa: o valor de concentração medido deve ser multiplicado pelo volume do 

reator (VR) 

                          4.8 

2°etapa: calcular a variação na concentração de CI com o tempo 
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                                        4.9 

 

Desta forma, os resultados em mg·h-1 de CID para cada um dos tempos de 

cultivo são obtidos. 

4.5.3 Carbono Orgânico dissolvido no meio de cultivo  

 O COD foi calculado pela diferença entre o CTD e o CID, este cálculo foi feito 

pelo equipamento considerando a média entre 3 injeções para cada análise. 

 Este resultado foi utilizado para o cálculo do balanço de carbono do sistema de 

cultivo e, para este fim, foi necessário calcular a taxa de consumo deste em cada ponto 

do cultivo, o calculo foi feito em duas etapas: 

1°etapa: o valor de concentração medido deve ser multiplicado pelo volume do 

reator (VR) 

                          4.10 

2°etapa: calcular a variação na concentração de CI com o tempo 

                                         4.11 

 

Desta forma os resultados em mg·h-1 de COD para cada um dos tempos de 

cultivo são obtidos. 
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4.5.4 Carbono total na entrada e na saída do reator 

 Para a determinação da concentração de CT, amostras de 50 µL de gás 

coletadas no fluxo de entrada e saída do reator foram injetadas no tubo de combustão 

do equipamento onde ocorre a oxidação catalítica a CO2. Este foi analisado por detector 

de infravermelho não dispersivo. As concentrações são obtidas por interpolação 

utilizando curvas analíticas (área do pico  concentração) realizadas previamente por 

injeção de padrão (CO2 puro) gasoso para analisador de carbono. 

 Estes resultados foram utilizados para o cálculo da concentração de CO na fase 

gasosa na entrada e na saída do reator. 

                                  4.12 

 

4.5.5 Carbono Inorgânico na entrada e na saída do reator 

 As determinações de CI nas amostras gasosas foram feitas com injeção de 40 

µL de gás coletado no fluxo de entrada e saída do reator. As amostras foram injetadas 

diretamente no detector de absorção no infravermelho não dispersivo para 

quantificação do CO2 presente na amostra. As concentrações foram obtidas por 

interpolação utilizando curvas analíticas (área do pico  concentração) realizadas 

previamente por injeção de padrões. 

 Os resultados de CI foram utilizados para o cálculo do BMC, porém, para isso 

devem ser convertidos para mgC·h-1. Isso foi feito com a multiplicação pela vazão de 

gás utilizada. 
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                                  4.13 

 Desta forma, para cada tempo de amostragem foi obtido um valor do fluxo de 

carbono inorgânico presente na entrada e na saída do reator. No caso da entrada é 

desejável que todos os valores sejam iguais ou próximos. 

 

4.5.6 Carbono orgânico na entrada e na saída do reator 

O CO é calculado pela diferença entre o CT e o CI, este cálculo é feito 

considerando a média entre 3 injeções para cada análise. 

 Este resultado é utilizado para o cálculo do balanço de carbono do sistema de 

cultivo verificando assim quanto foi produzido de VOC, porém, para isso devem ser 

convertidos para mgC·h-1. Isso é feito com a multiplicação pela vazão de gás utilizada 

                                  4.14 

Desta forma, são obtidos os resultados em mg·h-1 de CO para cada um dos 

tempos de cultivo. 

 

4.6 Determinação de CO2 e O2 na fase gasosa de entrada e de saída 

do reator 

 As determinações de CO2 e O2 em fase gasosa na entrada e na saída do reator 

foram feitas em cromatógrafo a gás 2014 (Shimadzu Kyoto, Japão) (Figura 4-4) com 

detector de condutividade térmica (TCD) e coluna recheada 60/80 Carboxen-1000, 15’ x 
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1/8” SS (2.1mm D.I.). As condições de análise utilizadas foram: 35 °C (5 min) e 

aumento de 20 °C·min-1 até 225 °C utilizando hélio 30 mL·min-1 como gás de arraste. 

 

Figura 4-4 - Cromatógrafo a gás modelo 2014 Shimadzu. 

 

As determinações foram feitas injetando-se 0,5 mL do fluxo da mistura gasosa da 

entrada e saída do reator no equipamento. As quantificações são feitas por comparação 

com curva analítica construída com variações no volume de injeção dos compostos 

(CO2: cilindro do tipo industrial; O2: oxigênio analítico 6.0). 

 Estes resultados são utilizados no cálculo da taxa de consumo de CO2 (Equação 

4.15) e taxa de produção de O2 (Equação 4.16). 

                                      4.15 
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                                   4.16 

 Com os dados obtidos pelas Equações 4.15 a 4.16, é possível construir gráficos 

das taxas de consumo de dióxido de carbono e produção de oxigênio, que possibilitam 

uma visualização mais clara dos resultados identificando em qual tempo de cultivo 

foram obtidos melhores conversões de CO2. 

 

4.7 Balanço de massa de carbono (BMC) 

 O BMC deve ser feito considerando todas as frações de carbono presentes no 

sistema de cultivo. 

                                       4.17 

 

Como é sistema trifásico com fases sólida (biomassa) e líquida (CID e COD) e 

com fase gasosa (CO e CI) em fluxo, para estabelecer o balanço de massa todas as 

frações devem estar na mesma unidade (mg·h-1) que correspondente aos fluxos de 

para cada uma delas.  

 Os valores correspondentes são calculados a partir dos dados obtidos segundo 

as Equações 4.4 a 4.14 para todos os tempos de cultivo, de forma a construir uma 

tabela com todos os dados para cada uma das frações podendo, assim, calcular o 

BMC. Assim, foram utilizados os dados onde a bioconversão de carbono foi próxima e 

um fluxograma foi construído onde todos os fluxos de entrada e saída do sistema são 

considerados facilitando, assim, a visualização dos resultados. 
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4.8 Análise de Compostos Orgânicos Voláteis (VOC) 

Para a determinação dos Compostos Orgânicos Voláteis produzidos foi feita 

utilizando a técnica de microextração em fase sólida (SPME), para extração e pré-

concentração das amostras foram utilizadas fibras de 

divinylbenzene/carboxen/polydimethylsiloxane (DVB/CAR/PDMS) 50/30 µm de 

espessura (Supelco - Bellefonte, PA, USA) (Figura 4-5).  

 

Figura 4-5 – Fibras SPME utilizadas: fibra colocada em holder utilizado nas amostragens. 

 

Para amostragem a fibra foi exposta ao “headspace” de uma amostra de 1 mL do 

conteúdo do reator saturada com NaCl durante 30 min (Figura 4-6).  
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(a) 

 

(a) 

Figura 4-6 - (a) aparato experimental utilizado para a coleta de VOC; (b) injeção dos VOC 
coletados por SPME em cromatógrafo. 

Após coletadas, as amostras foram diretamente analisadas por cromatografia 

gasosa acoplada a espectrômetria de massas com analisador tipo quadrupolo modelo 

QP2010 Plus (Shimadzu, Kyoto, Japão) (Figura 4-7) utilizando coluna Rtx5 – MS 

(Restek) (30 m, 0.25 mm ID e 0.25 µm df). Para dessorção dos analitos, a fibra foi 

colocada no injetor à temperatura de 250 °C durante 15 min. 
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Figura 4-7 - Cromatógrafo à gás acoplado à espectrômetro de massas GC/MS - QP 2010 Plus 

 

A programação de temperatura utilizada foi 31 °C durante 4 min, de 31 °C a 100 

°C a 5 °C·min-1, de 100 °C a 190 °C a 2 °C·min-1 e de 190 °C a 250 °C a 10 °C·min-1; o 

fluxo de gás utilizado é de 31,6 mL·min-1 com hélio como gás de arraste. O multiplicador 

de elétrons é utilizado em 0,75 kV operando em modo scan de 35 a 500 Th. A 

identificação foi feita por comparação dos espectros de massas obtidos com biblioteca 

NIST 8 e NIST 8.1.  

4.9  - Determinação do teor de umidade 

4.9.1 Aplicação 

O método para determinação do teor de umidade foi desenvolvido a partir de 

procedimentos descritos por AOAC e NREL (AOAC, 2000), (SLUITER et al., 2008). 
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4.9.2 Amostragem e preparação da amostra 

4.9.2.1 Preparação da biomassa 

A biomassa utilizada para extração foi gerada durante o cultivo de microalgas foi 

obtida por centrifugação a 8000 rpm durante 10 min, lavada duas vezes com água 

destilada para remover resíduos. Após a centrifugação as amostras devem ser 

transferidas para placas de Petri previamente aferidas, porém, o frasco deverá ser 

adequado à quantidade de amostra para redução de perdas. 

4.9.2.2 Aferição placas de Petri 

Para aferir a massa das placas de Petri ou de qualquer outro frasco que possa 

ser utilizado o material deve ser colocado em estufa a 105 °C durante 4 h, após este 

tempo o material deve ser colocado em dessecador para que atinja a temperatura 

ambiente. Após atingir a temperatura os frascos são pesados em balança analítica e os 

valores anotados. 

4.9.2.3 Liofilização da amostra 

Após a centrifugação, 1 g de biomassa foi colocado em frascos previamente 

aferidos e congelado a -80 °C durante 24 h antes de serem liofilizadas Em seguida, as 

amostras foram colocadas em placas de Petri, pesadas e mantidas em estufa a 60 °C 

antes de serem aferidas até peso constante. 

4.9.2.4 Secagem com estufa 

Após a centrifugação, foram pesadas amostras de aproximadamente 1 g para 

minimizar o erro e foram colocadas em placas de Petri previamente aferidas e 

posteriormente colocadas em estufa a 105 °C durante 4 h. Para a determinação do 
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peso da biomassa restante, o material deve ser retirado da estufa e colocado em 

dessecador até atingir a temperatura ambiente, e, logo após pesado, deve voltar à 

estufa por 15 min, resfriado em dessecador, este processo foi repetido até peso 

constante. 

 

4.10  Extração e quantificação de lipídios de microalgas 

4.10.1 Aplicação 

O método para extração de lipídeos foi desenvolvido baseado no método de 

BLIGH e DYER (1959) (B&D) para extração utilizando uma mistura de solventes 

(metanol e clorofórmio) e quantificação por gravimetria. Este método é amplamente 

utilizado para extração de lipídeos totais porém não é um padrão de conduta para este 

tipo de extrações. Outro método que pode ser utilizado para as extrações de lipídeos é 

o Soxlet com hexano como solvente. 

O método B&D pode ser utilizado em biomassa de microalgas úmida ou 

liofilizada, sendo que para a biomassa úmida o teor de umidade deve ser medido para 

posterior correlação. A extração foi feita em etapas, na primeira, a amostra é digerida 

com ácido clorídrico para romper as paredes celulares e depois os lipídeos foram 

extraídos com a mistura de solventes. Após a extração o excesso de solvente foi 

removido e a quantificação feita por gravimetria. 
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4.10.2 Amostragem e Preparação da Amostra 

4.10.2.1 Preparação da biomassa liofilizada e úmida 

A biomassa utilizada para extração, gerada no cultivo das microalgas, foi 

centrifugada a 8000 rpm durante 10 min, lavada duas vezes com água destilada para 

remover resíduos. No caso da biomassa úmida, os lipídios foram extraídos logo após a 

centrifugação, não sendo adequado guardar a biomassa. Quando a extração for 

realizada com biomassa úmida deverá ser feito a determinação da umidade presente na 

amostra seguindo o procedimento descrito no Item 4.9.2.1. Para as amostras 

liofilizadas, após a centrifugação a biomassa foi colocada em frasco com grande 

superfície como, por exemplo, placa de Petri, (dependendo da quantidade de amostra e 

do equipamento) e liofilizada segundo o processo do equipamento que será utilizado. 

 

4.11  - Extração de lipídios 

O método de B&D é um dos métodos mais utilizados para extração e 

quantificação de lipídeos por ser relativamente simples e apresentar reprodutibilidade. A 

extração é feita com uma mistura de solventes orgânicos (metanol e clorofórmio) 

visando criar um sistema trifásico onde os lipídeos ficam dissolvidos em clorofórmio 

podendo ser separados da biomassa. Neste método clássico o metanol e o clorofómio 

são adicionados antes da água. Pela literatura é possível observar que existem 

algumas modificações do método B&D descritas, visando melhor desempenho na 

extração de lipídeos. Desta forma para avaliar qual seria o método mais adequado para 
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as extrações, foram utilizados os Métodos B&D sem modificações na amostra, com 

digestão ácida e com tratamento por métodos físicos de rompimento celular. 

4.11.1 Digestão ácida da amostra. 

 Foram pesados 400 mg de biomassa liofilizada em balança analítica ou  

biomassa úmida centrifugada e transferidas para tubos de ensaio de vidro com tampa 

de rosca. 

 Foram adicionados 5 mL de HCl 2 mol·L-1 à biomassa, a mistura foi 

homogeneizada com auxilio do vortex e tubo bem fechado. 

 Os tubos foram colocados em banho termostatizado a 80 °C durante 1 h para a 

digestão da amostra; 

 Após este tempo os tubos foram resfriados em água à temperatura ambiente; 

 A mistura foi centrifugada a 2000 rpm durante 15 min para separar a biomassa e 

o resíduo de ácido; 

O pellet de biomassa poderá ficar no fundo do tubo ou na superfície do líquido, 

dependendo do conteúdo de lipídeos presente na amostra; 

 O resíduo de ácido foi removido utilizando a seringa de vidro com agulha longa 

ou pipeta de Pasteur e descartado em frasco adequado para resíduos. 

4.11.2 Extração dos lipídeos 

 Foram adicionados 4 mL de metanol ao tubo de vidro contendo biomassa 

digerida. Os mesmos foram agitados com o auxílio de vortex e a suspensão foi 

transferida para tubo tipo “falcon” de 15 mL (esta transferência deve ser feita de forma 

gradativa para evitar perdas); 
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Deve-se usar uma fita de teflon veda-rosca ou “parafilm” para evitar vazamentos 

durante a agitação. 

 Foram adicionados 2 mL de clorofórmio à suspensão e a mistura agitada com 

auxílio de vortex durante 2 min; 

 Após a agitação foram adicionados mais 2 mL de clorofórmio e a mistura agitada 

novamente com auxílio de vortex durante 2 min; 

 Foram adicionados 3,6 mL de água destilada e a mistura foi agitada com auxílio 

de vortex durante 2 min; 

 A mistura foi centrifugada em centrífuga de tubos a aproximadamente 2000 rpm 

durante 15 min; 

Após a centrifugação, foi obtido um sistema trifásico composto de fase inferior 

(clorofórmica onde estão dissolvidos os lipídeos), sólido interfacial (biomassa) e uma 

fase líquida superior composta por metanol e água. 

  A fase inferior contendo lipídeos foi retirada utilizando a seringa de vidro com 

agulha longa (pode-se utilizar pipeta de Pasteur) e transferida para um balão de fundo 

redondo com boca esmerilhada já aferido e aferido; 

A seringa e a agulha foram limpas com metanol e água deionizada todas as 

vezes que se removeu a fase inferior. 

 Para a re-extração dos lipídeos que ainda estavam na biomassa foram 

adicionados 4 mL da solução 10% v/v de Metanol em Clorofórmio às fases que 

restavam no tubo tipo falcon de centrifuga (biomassa+metanol+água) e a mistura foi 

agitada com auxílio de vortex durante 2 min; 
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 A mistura foi centrifugada a aproximadamente 2000 rpm durante 15 min; A fase 

inferior onde estão os lipídeos foi retirada e colocada no balão de fundo redondo 

juntamente com o primeiro extrato; 

 O procedimento de re-extração foi repetido mais uma vez; 

 O metanol foi descartado em frasco de resíduo adequado. 

 Evaporação do clorofórmio; a evaporação do excesso de clorofórmio deve ser 

feita evaporador rotatório a 75 °C sob vácuo de até 30 polegadas de Hg ou a 85 °C a 

pressão ambiente. 

 Para determinar o teor de lipídeos o balão deve ser seco em estufa até obter 

peso constante à aprox. 60 °C durante 24 h ou 105 °C durante 8 h e depois pesado em 

balança analítica até peso constante. 

Na Figura 4-8 está apresentado um fluxograma deste procedimento para auxiliar 

durante a extração. 
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4.11.3 Métodos físicos de rompimento celular 

Para avaliar a extração de lipídeos com métodos físicos de rompimento celular 

foi necessário que a biomassa liofilizada fosse diluída primeiramente em água e os 

solventes foram adicionados posteriormente. 

Para que as amostras fossem submetidas aos métodos de rompimento celular 

250 mg de biomassa liofilizada ou biomassa úmida foram dissolvidos em 50 mL de 

água destilada. Assim, foram testados três diferentes métodos de rompimento 

celular: 

 Autoclave vertical (PHOENIX AV30) a 121 °C durante 5 min,  

 Ultrassom (Sonics vibra cell VCX130) com ressonância de 10 kHz durante 5 min 

continuamente; 

 Micro-ondas (Eletrolux MEF33) em potência máxima durante 5 min.  

 Desta forma, os solventes foram adicionados à 5 mL da solução de biomassa 

com concentração celular de 5 g·L-1, na proporção de 1:1 (v/v) da amostra com mistura 

1:1 (v/v) de clorofórmio e metanol, ou seja, a 5mL de solução foram adicionados 2,5 mL 

de metanol e 2,5 mL clorofórmio. 

  A mistura foi agitada com auxilio de vortex durante 2 min  

 Centrifugada a 8000 rpm durante 15 min e o extrato foi transferido para balão de 

fundo redondo previamente aferido com auxílio de seringa de vidro. 

  A re-extração foi feita adicionando 4 mL de uma solução 10% (v/v) de 

metanol em clorofórmio ao resíduo 
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A mistura foi agitada por 2 min e centrifugada novamente e o novo extrato 

adicionado ao balão. O excesso de solvente foi removido em evaporador 

rotatório a 75 °C sob vácuo. O balão foi seco em estufa a 60 °C durante 24 h 

(Figura 4-9) 
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4.12  - Transesterificação de lipídios microalgais 

4.12.1 Aplicação 

O método para transesterificação de lipídeos foi desenvolvido baseado no 

método de LEWIS et al. (2000) podendo ser aplicado diretamente à biomassa 

microalgal ou então aos lipídeos extraídos segundo o método descrito no anteriormente. 

4.12.2 Reagentes 

 Ácido Clorídrico (HCl) grau PA para preparação dos reagentes 

 Hexano grau PA para preparação dos reagentes 

 Metanol (CH3OH) grau PA para extração de lipídios; 

 REAGENTE 1: Metanol: Ácido Clorídrico: Clorofórmio nas proporções 10:1:1. 

 REAGENTE 2: Hexano: Clorofórmio nas proporções 4:1. 

 Água deionizada. 

4.12.3 Amostragem e Preparação da Amostra 

4.12.3.1  Preparação da biomassa liofilizada 

A biomassa utilizada para extração gerada no cultivo de C. vulgaris foi 

centrifugada a 8000 rpm durante 10min, lavada duas vezes com água destilada para 

poder ser utilizada. Após a centrifugação a biomassa foicolocada em frasco com grande 

superfície como, por exemplo, placa de Petri, (dependendo da quantidade de amostra e 

do equipamento) e liofilizada segundo o processo do equipamento utilizado. 
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4.12.4 Transesterificação 

4.12.4.1 Transesterificação direta 

 Na transesterificação direta, o procedimento foi realizado com 20mg de biomassa 

microalgal liofilizada colocados em tubos para centrífuga; 

 Foram adicionados às amostras 3 mL do REAGENTE 1 recém preparado e o 

tubo foi agitado com auxílio de vortex durante 1 min. O reagente foi preparado pouco 

antes de ser utilizado para evitar a volatilização do solvente; 

 As amostras foram colocadas em banho à 90 °C durante 1 h; 

 As amostras foram resfriadas à temperatura ambiente; 

 Foram adicionados 2 mL de REAGENTE 2 fresco, 1 mL de água deionizada e a 

mistura foi agitada com auxílio de vortex. 

 A amostra foi centrifugada a 200 rpm durante 10 min; 

 Coletou-se a fase superior composta pelo hexano e pelos ácidos graxos e 

adicionou-se a um tubo de ensaio separado e identificado com as características da 

amostra; 

 Este processo foi repetido por mais 2 vezes para completa remoção dos ácidos 

graxos. 

 A análise dos ácidos graxos foi feita por cromatografia gasosa segundo método 

descrito no Item 4.13. 

4.12.4.2 Transesterificação indireta 

Para a transesterificação indireta d os lipídeos gerados à partir da biomassa das 

microalgas (segundo o procedimento descrito no Item 4.1), deve-se seguir o mesmo 
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procedimento de transesterificação direta, porém os volumes de reagentes utilizados 

devem ser duplicado, por exemplo, quando utilizamos 3 mL de REAGENTE 1 

deveremos utilizar 6 mL. A análise e quantificação dos ácidos graxos devem ser feita 

por cromatografia gasosa segundo o procedimento descrito no Item 4.13. 

4.13 -Determinação do perfil de ácidos graxos  

4.13.1 Aplicação 

O método utilizado para a identificação e quantificação dos ésteres de ácidos 

graxos presentes nas amostras de biomassa das microalgas previamente 

transesterificadas pelo método descrito no Item 4.12, é a cromatografia gasosa 

acoplada com detector de massas. A quantificação é feita por comparação de tempo de 

retenção dos compostos das amostras com padrões cromatográficos. 

4.13.2 Método cromatográfico para determinação do perfil de ésteres 

4.13.2.1 Curvas de calibração 

As curvas de calibração devem ser construídas fazendo as injeções do padrão 

100% e injeções de diluições do padrão em hexano. Para exemplificar foram feitas 

curvas de calibração utilizando as diluições para 90%, 80%, 60%, 50%, 40% e 20% do 

padrão cromatográfico Supelco 37 comp. FAME Mix 10 mg·mL-1 em CH2Cl2  (47885-U). 

As diluições devem ser feitas em hexano, pois, as amostras de ésteres de ácidos 

graxos transesterificadas estão diluídas no mesmo, minimizando assim os erros. Para a 

construção das curvas deve-se calcular qual a concentração de cada analito nas 

soluções utilizadas e com as áreas de cada um construir cada uma. 
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4.13.2.2 Análise das amostras 

Para determinar os ésteres de ácidos graxos, foram injetados 1 μL de amostra no 

cromatógrafo e após o final da corrida os tempos de retenção de cada pico da amostra 

devem ser comparados com os componentes dos padrões. A concentração é calculada 

pela equação da a curva de calibração. Algumas amostras podem conter compostos 

não identificados pelos padrões injetados. Assim, é necessário que novos padrões 

sejam injetados para posterior identificação ou GCMS. 

Exemplo de utilização do método. 

Para exemplificar o método, foi utilizado um cromatógrafo gasoso sistema GCMS 

QP2010 Ultra com detector de ionização de chama (FID) e coluna Stabilwax, 30 m x 

0.32 mm Restek. Como fase móvel usou-se hélio (15 psi, split 1/100) com temperaturas 

no injetor e no detector de 250°C e 300°C. A programação da rampa de temperatura 

para a coluna foi: temperatura inicial de 50°C durante 2 min, gradiente de 10°C/min até 

180°C com um tempo de espera de 5 min, gradiente de 5°C/min até atingir uma 

temperatura final de 240°C, totalizando 32 min de corrida cromatográfica. O volume de 

injeção foi de 1 μL. A identificação dos ésteres metílicos foi feita mediante comparação 

do tempo de retenção com padrões previamente injetados (Supelco 37 FAME mix).  
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5.1 Padronização de método para cálculo de balanço de carbono 

simples 

Esta primeira etapa do projeto teve o objetivo foi desenvolver um método que 

possibilitasse o cálculo do balanço de carbono considerando as fases sólida, líquida e 

gasosa de fotobiorreator com microalgas. Antes de iniciar o cultivo com o 

microrganismo, foi necessário avaliar se seria possível quantificar as frações orgânicas 

e inorgânicas de carbono que entravam, eram fixadas e saiam do reator. 

Para isso, foi utilizado um analisador de carbono para quantificar as frações de 

carbono orgânico e inorgânico nas fases líquida e gasosa. Para a fase sólida o carbono 

foi quantificado utilizando equipamento de análise elementar. 

Antes de das análises em experimento com microrganismo, foi necessário avaliar 

se as análises realizadas apresentariam resultados de concentração de carbono 

correspondentes às concentrações das vazões de gás utilizadas e dissolvidas na fase 

líquida obtendo assim valores considerados como “branco” do sistema. Estas 

concentrações devem ser iguais na ausência e na presença de microalgas (apenas 

meio de cultivo) e sem o meio de cultivo (reator vazio). 

Além do analisador de carbono, as concentrações de carbono de CO2 que 

entravam e saiam do reator, foram também determinadas por cromatografia gasosa 

para comparação dos resultados e implantação do método. 
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5.1.1 Cálculo da quantidade de CO2 presente na vazão utilizada 

CO2 fornecido pela White Martins, com massa específica de 1,833 kg·m-3 (1833 

mg·L-1).foi utilizado como padrão para a curva de calibração cromatográfica. 

 O reator foi alimentado com uma vazão de 1VVM (1L·min-1), portanto para o 

reator de 2 L a vazão foi de 2L·min-1. A concentração de CO2 presente na corrente de 

entrada do reator é de 15% que nos dá uma vazão de CO2 de 0,3 L·min-1. 

 

 2L --------- 100% 

 XL---------- 15% portanto: 30/100 = 0,3 L de CO2/ min na entrada do reator. 

 Para o cálculo da quantidade de massa de CO2 na entrada do reator utiliza-se a 

Equação 5.1: 

 

min
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min
,
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mgCO
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L
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m
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5.1 

 

 Também utilizando a densidade se calcula a quantidade em massa de CO2 para 

cada volume de injeção, estes valores estão apresentados na Tabela 5.1. 
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Tabela 5.1 – Dados para construção da curva de calibração para CO2. 

Volume injetado (mL) Área média Massa (mg) 

1,0 2564,457 1,812 

0,9 2330,883 1,633 

0,8 2064,661 1,455 

0,7 1779,487 1,267 

0,6 1562,987 1,089 

0,5 1326,479 0,906 

0,4 1060,447 0,725 

0,3 795,246 0,543 

0,2 547,764 0,362 

0,1 280,295 0,181 

N=3 

Com estes valores construiu - se a curva de calibração (Figura 5-1). 

 

Figura 5-1 - Curva calibração para determinação da massa de CO2 em amostras 

gasosas de entrada e saída do fotobiorreator. 
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 Após a calibração, foram injetadas amostras de 0,5 mL de dióxido de carbono 

99% com vazão de 0,3 L·min-1 com reator vazio e amostras de amostras de 0,4 mL da 

mistura de 0,3 L·min-1 de CO2 e 1,7 L·min-1 de ar comprimido perfazendo uma vazão 

total de 2 L·min com o reator vazio após 6 horas de estabilização e com reator vazio e 

com 2L de meio de cultivo. Portanto considerando o valor obtido na Equação 5.1 tem-se 

as massas teóricas para o dióxido de carbono: 

 Quando se injeta 0,5 mL de CO2 

2

2
915,0

300

5,0549
mgCO

mL

mLmgCO




                                                                                  
5.2 

 Quando se injeta 0,4mL de mistura 15% CO2 

2

2
1098,015,0

300

4,0549
mgCO

mL

mLmgCO




                                                                        
5.3 

 Para verificar se a massa de CO2 injetada no reator corresponde a massa 

esperada, foram feitas três análises (Tabela 5.2). 

Tabela 5.2 - Dados pra calibração da injeção (valores em mg de CO2) 

 
Entrada 

CO2 puro  
Sem meio de cultivo 

Entrada 
CO2+Ar 

Sem meio de cultivo 

Entrada 
CO2 +Ar com meio 

de cultivo 
 0,914 0,117 0,118 

 0,910 0,110 0,114 

 0,905 0,106 0,113 

Média 0,9096 ± 0,004 0,111 ± 0,005 0,115 ± 0,002 
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A coleta foi feita no ponto de coloração azul diretamente na saída do reator e no 

ponto de coloração verde, no final de uma mangueira. Para cálculo correto do balanço 

de massa na ausência do microrganismo, os valores da concentração de CO2 na 

entrada e na saída do reator devem ser iguais, visto que não houve consume de CO2. 

         voláteisCOlíquidoCObiomassaCOsaiCOentraCO
22222

                           5.4 

 Os resultados médios para todos os pontos de amostragem para as análises 

cromatográficas estão apresentados na Tabela 5.3. 

Tabela 5.3  - Resultados análise cromatográfica 

 
Entrada 

(mg) 
Desvio 
padrão 

Saída 
(septo) 
(mg) 

Desvio 
padrão 

Entrada 
(mg) 

Desvio 
padrão 

Saída 
(mangueira) 

(mg) 

Desvio 
padrão 

Somente 
CO2 

0,909 0,012 0,897 0,063 0,909 0,012 0,805 0,05 

Mistura 
CO2 + Ar 

0,111 0,005 0,108 0,001 0,111 0,005 0,101 0,003 

Reator 
com meio 
de cultivo 

0,115 0,002 0,108 0,003 0,115 0,002 0,108 0,007 

 

Analisando os resultados da massa de CO2 obtidos por cromatografia gasosa, 

pode-se observar que os valores obtidos são equivalentes ao valor teórico esperado 

(0,915 mg para CO2 puro e 0,101 para 15% de CO2), as variações existentes ocorrem 

devido a diferenças de ajuste do rotâmetro. Além disso, comparando-se os dois pontos 

de amostragem na saída do reator pode-se dizer que a amostra no septo é o que 

apresenta menor variação entre a entrada e a saída, sendo assim o melhor ponto de 

coleta de amostra para a saída do reator. 
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Para os resultados de concentração de carbono medidos no TOC a quantidade 

em massa de carbono esperada é: 

2
1830

300

1000549
mgCO

mL

mLmg




                                                                                
 5.5 

Mas como o TOC mede somente carbono e sabendo que a porcentagem de 

carbono no CO2 é 27,273% temos: 

L

mgC

L

mgCO 10,499
27273,0

1830
2 

                                                                       
 5.6 

 O valor em mg/L da entrada deve ser multiplicado por 15% que á a porcentagem 

de CO2 na corrente quando utilizamos a mistura. 

L

mg
mgCO 52741501830

2
,, 

                                                                                 
 5.7 

C
L

mg
CO

L

mg
86742727305274

2
,,, 

                                                                        
5.8 

Os resultados para análise de carbono Total estão apresentados Tabela 5.4 e os 

de carbono inorgânico na Tabela 5.5. 
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Tabela 5.4 – Valores médios para três análises de Carbono Total na entrada e nas duas saídas 
do fotobiorreator 

 Entrada (mg/L) 
Saída (septo) 

(mg/L) 
Entrada 
(mg/L) 

Saída 
(mangueira) 

(mg/L) 

Somente CO2 575,36 ± 3,12 561,75 ± 2,05 - - 
Mistura CO2 + Ar 

sem meio de cultivo 
79,90 ± 1,74 80,26 ± 2,62 79,90 ± 1,74 81,2 ± 1,13 

Mistura CO2 + Ar 
com meio de cultivo 

74,93 ± 0,42 72,50 ± 1,63 74,93 ± 0,42 73,33 ± 0,72 

 

Tabela 5.5  - Valores médios para três análises de Carbono Inorgânico na entrada e nas duas 
saídas do fotobiorreator 

 Entrada Saída (Azul) Entrada Saída (Verde) 

Somente CO2 534,4 ± 3,00 514,6 ± 3,13 - - 

Mistura CO2 + Ar 

sem meio de cultivo 
72,84 ± 1,23 70,60 ± 1,8 72,84 ± 1,23 65,76 ± 0,71 

Mistura CO2 + Ar  

com meio de cultivo 
77,29 ± 0,39 73,26 ± 0,71 77,29 ± 0,39 67,49 ± 1,73 

 

Analisando os resultados de concentração de carbono nas correntes gasosas do 

reator, é possível visualizar que há variações inferiores a 5% nos resultados, isso 

ocorre, pois o controle da vazão de ar fornecido pelo compressor varia quando ele é 

ligado ou desligado, isso ocorre mesmo com a presença de um controlador de pressão. 

Com relação aos resultados para os pontos de amostragem, o ponto mais 

próximo da saída do reator foi o que apresentou menor variação nos valores de 

concentração de CO2 em relação às concentrações na entrada do reator, indicando ser 

este o melhor ponto para coleta de amostras. 
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5.2 Padronização de método para determinação do teor de umidade 

A produção em larga escala de biomassa de microalgas vem sendo estudada por 

vários pesquisadores com finalidades diferentes: para produção de ração animal, 

complementos alimentares e produtos de alto valor agregado como corantes, proteinas 

e também o biodisel (DERNER et al., 2006; CHISTI, 2007; BERTOLDI et al., 2008). 

Neste sentido a formação de biomassa de microalgas tem sido considerada 

comercialmente relevante, já que muitas espécies são capazes de acumular entre 20 a 

70% de lipídeos em peso seco possibilitando o uso dessa biomassa como alternativa 

viável para a manufatura de biocombustíveis de terceira geração (GRESSEL, 2008). 

Segundo os dados deste autor, se a produção da biomassa de microalgas autotrófica 

puder ser escalonada em nível industrial. Porém, para que esta produção seja 

economicamente viável há a necessidade de técnicas de separação e concentração da 

biomassa no meio de cultivo (BECKER, 1994; LEWIS et al., 2000). A determinação do 

teor de umidade, descrito por padrões internacionais como AOAC, Standart methods e 

NREL, é um método gravimétrico simples onde a biomassa microalgal é colocada em 

frascos previamente aferidos, pesada e colocada em estufa a 105°C durante 4h e 

depois pesada até peso constante (Item 4.10 Materiais e Métodos). 
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5.2.1 Resultados e discussão. 

O teor de umidade residual foi avaliado com utilização de três métodos 

gravimétricos com o objetivo de comparará-los. Estes métodos foram i) secagem em 

estufa; ii) filtragem; iii) liofilização. 

 Em uma primeira etapa, os valores das biomassas de microalgas secas por 

liofilização e estufa a 105°C foram comparados com os valores obtidos pela filtragem de 

10mL de amostra e secagem em estufa a 60°C (método utilizado em nosso laboratório). 

Desta forma, foi possível determinar a diferença entre os métodos uma vez que, na 

determinação por filtragem e secagem a 60°C, o volume desejado do cultivo foi filtrado 

e a correspondência para 1L foi feita e, para a secagem em estufa e por liofilização. O 

volume desejado do cultivo foi centrifugado e depois submetido aos métodos.  

Os resultados de biomassa obtidos para 1L de meio de cultivo por filtragem, 

liofilização e secagem em estufa estão apresentados na Tabela 5.6. 

Tabela 5.6 – Resultados de concentração celular para 1L de meio de cultivo. 

Método Biomassa (gL-1) 

Filtragem 10mL 1,260±0,019 

Estufa 105°C 1,158±0,017 

Liofilização 1,147±0,017 

N=4 

Analisando os resultados foi possível verificar que as concentrações celulares 

obtidas pelos três métodos foram próximas, porém as concentrações obtidas pelo 

método de liofilização e de secagem a 105°C foram menores.  
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No caso da secagem em estufa a 105°C, como a temperatura é mais alta que a 

utilizada para a filtragem (60°C), pode ter ocorrido degradação da biomassa gerando 

menores valores de biomassa. Já a liofilização, remove toda a umidade da amostra. 

Desta forma foi verificada variação de 8 a 9% entre os métodos. 

Para a determinação do teor de umidade utilizando liofilização e estufa a 105°C, 

a biomassa centrifugada foi pesada antes e depois da secagem, os resultados estão 

apresentados na Tabela 5.7. 

Tabela 5.7 – Resultados para determinação do teor de umidade em amostras de biomassa de microalgas 

centrifugadas. 

Método Biomassa Inicial (g) Biomassa Final (g) % água 

Estufa 105°C 7,5787 1,158 84,72 

Liofilização 7,5102 1,147 84,74 

N=4 

Analisando os resultados é possível observar que a porcentagem de água 

presente na biomassa após a centrifugação é alta, aproximadamente 85% para os dois 

métodos avaliados indicando que ambos podem ser utilizados para esta determinação.  

A determinação do teor de umidade na biomassa das microalgas é uma análise 

importante, pois o teor de água pode interferir em análises posteriores como a extração 

de lipídeos modificanado a ordem de adição dos solventes e interferindo na eficiência 

da extração (Lewis et al, 2000). 
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5.3 Padronização de métodos para extração de lipídios 

A mensuração do conteúdo de lipídeos totais em microalgas é importante para 

estudo da mesma como matéria prima para biodiesel. Diversos métodos de 

quantificação podem ser empregados, dependendo de alguns parâmetros da análise, 

tais como quantidade de amostra necessária, manipulação da amostra, facilidade e 

tempo de implementação, custo e reprodutibilidade. 

 O método de BLIGH e DYER (1959) é uma técnica clássica amplamente 

modificada para ser utilizada com matérias-primas diferentes de sua matriz biológica 

original e tem por base a extração e quantificação dos lipídeos por uma mistura de 

solventes. Este método é considerado uma modificação do método de FOLCH et al. 

(1957), uma vez está baseado na redução da relação solvente/amostra, refletindo em 

menor custo e tempo de análise. Mesmo com essas características, o método de 

BLIGH e DYER (1959) é, em muitas circunstâncias, inadequado para estudos em 

escala laboratorial de cultivos de microalgas, onde o tempo de análise e principalmente 

a quantidade de amostra são fatores limitantes. Neste sentido, outras metodologias já 

foram descritas pela literatura e adaptadas com o intuito de minimizar essas limitações. 

A extração de lipídeos requer significativa quantidade de amostra inicial, é parcialmente 

seletiva e aumenta o tempo de análise. Em face disto, o objetivo desta etapa foi 

comparar o uso de extrações pelo método B&D para quantificação de lipídeos de C. 

vulgaris liofilizada e ressuspendida em água e C. vulgaris úmida e ressuspendida em 

água. Um resumo de todos os métodos utilizados está apresentado na Tabela 5.8. 
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Tabela 5.8 – Métodos utilizados para determinação do teor de lipídeos. 

Biomassa liofilizada Método 

B&D normal Bligh & Dyer convencional 

B&D com digestão Bligh & Dyer com prévia digestão ácida da amostra 

B&D*a Bligh & Dyer após biomassa liofilizada ser ressuspendida em água 

B&D*a Ultrassom 
Bligh & Dyer após biomassa liofilizada ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por ultrassom 

B&D*a micro ondas 
Bligh & Dyer após biomassa liofilizada ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por micro ondas 

B&D*a autoclave 
Bligh & Dyer após biomassa liofilizada ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por autoclave 

Biomassa úmida Método 

B&D*b Bligh & Dyer após biomassa úmida ser ressuspendida em água 

B&D*b Ultrassom 
Bligh & Dyer após biomassa úmida ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por ultrassom 

B&D*b micro ondas 
Bligh & Dyer após biomassa úmida ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por micro ondas 

B&D*b Autoclave 
Bligh & Dyer após biomassa úmida ser ressuspendida em água e 

com rompimento celular por autoclave 

*método com modificação na sequência de adição dos solventes, afeito com biomassa 

liofilizada, b feito com biomassa úmida. 

5.3.1 Resultados e discussão 

Para a viabilização da produção de biodiesel de microalgas além do se 

estabelecer as ótimas condições de cultivo para o micro-organismo depende do 

aprimoramento de algumas etapas importantes, como o método de extração e a 

transesterificação dos lipídeos (LEE et al., 2010). Também para fins analíticos, a 



67 
 

extração dos lipídeos pode ser feita diretamente na biomassa com a adição dos 

solventes ou utilizando métodos prévios para rompimento celular e liberação dos 

lipídeos (SMEDES e THOMASEN, 1996). 

Neste estudo, a determinação de lipídeos foi realizada por doze maneiras 

diferentes, utilizando o método de BLIGH e DYER (1959) sem prévio rompimento 

celular e utilizando método BLIGH e DYER (1959) com prévia digestão ácida da 

amostra, bem como pelo método Bligh & Dyer modificado utilizando diferentes 

seqüências de adição de reagentes e diluente (biomassa ressuspendida em água 

destilada e comparação do rompimento celular por 3 diferentes métodos: micro-ondas, 

autoclave e ultrassom). Os lipídeos foram posteriormente extraídos com os solventes 

orgânicos (Tabela 5.9). 

Para a biomassa de C. vulgaris liofilizada a porcentagem lipídica encontrada 

após a digestão ácida (Francisco et al, 2010) foi de 20%. Diversos autores reportaram o 

teor de lipídeos de C. vulgaris pode variar entre 20 – 70% dependendo de fatores que 

influenciam no cultivo celular tais como: temperatura, salinidade do meio de cultivo, 

luminosidade, concentração de CO2, a deficiência de nutrientes como nitrogênio, fósforo 

e potássio e, também, o estagio de crescimento celular (LIANG et al, 2009; PEREZ-

GARCIA et al, 2011; LV et al, 2010). Para a heterotrofia onde a fonte de carbono é 

orgânica, o tipo de açúcar, o tamanho da cadeia e a razão C/N utilizada podem 

influenciar (PEREZ-GARCIA et al., 2011). 
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Tabela 5.9 – Porcentagem lipídica em biomassa de C. vulgaris liofilizada e liofilizada ressuspendida em 

água. 

 Biomassa Liofilizada (g) CV % de Lipídeos CV 

B&D 0,5034±0,0047 0,95 11,45±0,6010 5,24 

B&D – Digestão ácida 0,4044±0,0037 0,91 20,00±0,2855 1,43 

B&D* 0,0259±0,0002 0,60 10,60±0,5229 5,93 

B&D* - Ultrassom 0,0258±0,0002 0,69 24,75±0,7439 3,01 

B&D* - Micro-ondas 0,0252±0,0001 0,39 24,26±1,1188 4,61 

B&D* - Autoclave 0,0256±0,0007 2,79 17,26±0,4565 2,64 

*método com modificação na sequência de adição dos solventes, n=4 

Avaliando os resultados com a utilização de rompimento celular, é possível 

observar que os maiores teores de lipídeos extraídos foram de 24,75 e 24,26%, após 

rompimento celular com ultrassom e micro-ondas. Estes valores são maiores que os 

11,45% obtidos pelo mesmo método, porém sem rompimento celular, e maiores que os 

17,26% obtidos para o rompimento celular em autoclave. 

Visando eliminar a etapa da secagem da biomassa por liofilização a biomassa 

úmida foi analisada (Tabela 5.10). O teor de lipídeos extraído foi inferior àqueles 

determinados com biomassa seca. Biomassa extraída sem rompimento celular 

alcançou valores de 3,31% e para aquelas extraídas com micro-ondas, ultrassom e 

autoclave foram 5,18; 4,91 e 7,11% respectivamente, sendo a extração por 

autoclavagem a de melhor desempenho. 
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Para os coeficientes de variação os melhores valores foram obtidos nas 

extrações com biomassa liofilizada. 

Tabela 5.10 – Porcentagem lipídica em biomassa úmida para método B&D com modificação na 

sequência de adição dos solventes. 

 Biomassa Úmida (g) CV % de Lipídeos CV 

B&D* 0,2496±0,0000 4,69 3,31±0,2003 6,06 

B&D* - Ultrassom 0,2496±0,0000 2,68 4,91±0,3835 7,82 

B&D* - Micro-ondas 0,2496±0,0000 4,29 5,18±0,2003 3,92 

B&D* - Autoclave 0,2496±0,0000 2,16 7,11±0,3835 5,39 

N=4 

Comparando-se os resultados para biomassa úmida e liofilizada (Figura 5-3), 

verifica-se que as maiores teores de lipídeos foram obtidos quando a extração foi feita 

utilizando a biomassa liofilizada. A liofilização é um processo comumente utilizado para 

secagem e preservação de material biológico, porém, é constituído de três etapas 

sendo a primeira o congelamento seguido de secagem primaria (onde a água é retirada 

por sublimação) e secundária (dessorção). O objetivo do congelamento é interromper a 

atividade biológica e esta é uma das etapas onde podem ocorrer problemas pois 

dependendo da taxa de congelamento as células podem ser rompidas (TATTINI JR. et 

al., 2006). 

Melhores resultados nos processos de extração lipídica podem ser obtidos 

aprimorando os métodos de rompimento celular, variando as proporções entre 

solventes utilizados e testando novos métodos de extração como, por exemplo, a 
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extração com hexano. Além disso, o aprimoramento dos métodos de rompimento 

celular com biomassa úmida irão proporcionar   

 

Figura 5-3 - Comparação da porcentagem de lipídeos entre biomassa  úmida e seca para os métodos de 
rompimento celular utilizados 

 

Além das proporções dos solventes utilizados, é possível analisar as variações 

da sequência de adição dos solventes, pois isso pode influenciar no teor e composição 

dos lipídeos extraídos. Segundo LEWIS et al. (2000), a adição dos solventes na 

sequência clorofórmio – metanol – água, resulta em aumento na eficiência de extração 

quando comparada com a adição na ordem reversa. Assim, para proporcionar 

resultados mais precisos, os métodos devem ser simples, reprodutíveis e com a mínima 

co-extração de contaminantes. Portanto para verificar a precisão das análises foram 

utilizados os valores de CV (%) apresentados nas Tabela 5.9 e Tabela 5.10. Os valores 

de CV obtidos para as análises realizadas são inferiores a 12,6%, que foi o resultado 
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obtido por BAILEY e WELLS (1994) apresentado para extração de lipídios pelo método 

B&D obtidos por 33 laboratórios participantes do QUASIMEME Lipid Workshop em 

Dublin. 

Outro ponto a ser considerado é a quantidade de biomassa necessária para a 

determinação analítica e a disponível nos cultivos laboratoriais. Para o método B&D 

onde os solventes são diretamente adicionados à biomassa 400 - 500 mg de biomassa 

são necessários, dificultando esta determinação longo do cultivo celular, controle 

interessante para acompanhar o acumulo de lipídios. 

Tabela 5.11 – Comparação de valores de massa, tempo de resposta e resultados para os métodos 

estudados. 

 

Massa 
de 

amostra 
(mg) 

Volume de 
Clorofórmio 

(mL) 

Volume 
de 

Metanol 
(mL) 

Volume 
de Água 

(mL) 

Volume 
de 

H2SO4 
(mL) 

Tempo 
aproximado de 

resposta 

% de 
Lipídeo

s 

B&D normal 500 4,4 7,6 3,6 - 95min + 24h 11,45 
B&D com 
digestão 

400 4,4 7,6 3,6 - 95min + 24h 20,00 

B&D*a 25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 10,60 
B&D*a 

Ultrassom 
25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 24,75 

B&D*a 
microondas 

25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 24,26 

B&D*a 
autoclave 

25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 17,26 

B&D*b 25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 3,31 
B&D*b 

Ultrassom 
25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 4,91 

B&D*b 
microondas 

25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 5,18 

B&D*b 
Autoclave 

25 6,1 2,9 5 - 40min + 24h 7,11 

*método com modificação na sequência de adição dos solventes, afeito com biomassa 

liofilizada, b feito com biomassa úmida. 
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5.4 Carbon destination in photobiorreactors 

Esta etapa apresenta o método desenvolvido para o cálculo do balanço de 

carbono em sistema de fotobiorreator utilizando como micro-organismo a microalga C. 

vulgaris. 

O principal objetivo desta etapa foi estabelecer o balanço de carbono para o 

fotobiorreator e identificar os possíveis produtos formados com potencial comercial. 

Para isso, os experimentos foram conduzidos com inoculo inicial de 100mgL-1 com 

alimentação de ar comprimido com 5% de CO2 operando isotermicamente e com 

amostragens a cada 12h até o final da batelada. Foram avaliadas as concentrações de 

carbono orgânico e inorgânico nas fases líquida e gasosa, carbono na biomassa, 

concentração de CO2, concentração celular e produção de compostos orgânicos 

voláteis. 

Diferente de muitos trabalhos, o CO2 foi considerado como substrato para o 

cultivo de microalgas, sendo seu consumo estudado com enfoque na bioconversão em 

produtos do metabolismo fotossintético como biomassa para produção de 

biocombustíveis, pigmentos, carboidratos, proteínas; compostos dissolvidos na fase 

líquida do sistema e compostos orgânicos voláteis que são eliminados na fase gasosa 

do sistema. 
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Abstract 

Recently, the study of the carbon cycle has attracted attention of many scientists, 

due to the impact amount of carbon dioxide in the atmosphere. The establishment of the 

carbon footprint is an important tool for evaluating and validating new technologies to 

enable calculation of the emissions of greenhouse gases. In presented results the 

conversion of carbon dioxide by microalgae C. vulgaris was studied and some of the 

bioproducts were identified in solid, liquid and gaseous phases. As results, it was 

possible to observe the conversion of CO2 into carbonates, bicarbonates and 

extracellular polymers in the liquid phase, cell biomass in the solid phase and volatile 

organic compounds in gaseous phase. 

 

 

Keywords: (carbon mass balance, photobioreactor, microalgae e VOC)  
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5.4.1 Introduction 

With increasing concentration of carbon dioxide in the atmosphere and the impact 

on global climate, the understanding of its destination became a serious scientific issue. 

Evaluation of the simultaneous carbon fluxes in terrestrial ecosystems is also crucial to 

verify the possibility of capturing potential by-products of carbon dioxide. Similarly, the 

knowledge is also desirable for photobioreactors and open-ponds for cultures of 

microalgae and cyanobacteria, which transform carbon dioxide into biomass and other 

chemicals (NAGY et al., 2006), (PRENTICE et al., 2001). 

Processes for photoconversion of carbon dioxide have been considered as a 

viable possibility for reducing emissions of this pollutant. They consist of biochemical 

reactions from CO2 into products of photosynthetic metabolism (ONO e CUELLO, 2007; 

HO et al., 2011). Two main products from microalgae metabolism excreted into the 

output of photobioreactors: have been described extracellular biopolymers (i.e.proteins 

and carbohydrates) and volatile organic compounds (VOC) (EROGLU e MELIS, 2010; 

JACOB-LOPES et al., 2010). Besides these major products, according to the pH, the 

carbon dioxide dissolved in the media could precipitate as carbonate and bicarbonate 

after reacting with other components of the culture medium (i.e. calcium and magnesium 

(LEE et al., 2006)). Considerable amounts of extracellular carbohydrates excreted into 

photosynthetic cultures have been also observed by several authors (DE PHILIPPIS e 

VINCENZINI, 1998), (YOU e BARNETT, 2004), (EROGLU e MELIS, 2009) and 

aditionally, volatile organic compounds (VOC) as ethane, ethylene, propane, propylene, 

butane, isobutane, pentane, hexane, isoprene and ethylene, organochlorinated 
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(chloroform, perchloroethylene, trichlorethylene, chloromethane and bromomethane, 

iodomethane) and aldehydes (propanal, hexanal, n-heptanal, formaldehyde, 

acetaldehyde, furfural and valeraldehyde have been identified in cultures of 

photosynthetic microalgae (BROADGATE et al., 2004), (NUCCIO et al., 1995b), 

(SCHOBERT e ELSTNER, 1980), SCARRATT e MOORE, 1996). According to 

BENTLEY e MELIS (2012) the generation of fuels and chemicals from cyanobacteria 

and microalgae happens after sunlight absorption and utilization, as well as CO2 

assimilation and conversion into product.  

The chemical industrial sector is gradually targeting a partial replacement of fossil 

sources by natural and more sustainable in order to produce their main commodities, 

fine chemicals and fuels from renewables. (Poly) ethylene, (poly) propylene, lactic acid, 

farnesene, isoprene, butanol, and other molecules have been produced from natural 

sources in pilot or plant scale  (SHAW et al., 2003) (SCARRATT e MOORE, 1996) 

,(NUCCIO et al., 1995b). BENTLEY e MELIS (2012) and LINDBERG et al. (2010) have 

developed a process to extract volatile isoprene from a photobioreactor produced by a 

recombinant organism.  

This present work has investigated the main destination of carbon dioxide fed into 

a photobioreactor and determined a simplified carbon mass balance, in the solid 

(biomass), liquid and gas phases. Volatile molecules from non-recombinant C.vulgaris 

were formed in the photosynthetic system in larger rates than biomass, and molecules 

from C5 to C10 were predominantly identified by gas chromatography-MS. 
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5.4.2 Material and methods 

5.4.2.1 Microorganism and culture medium 

The experiments were conducted with Chlorella vulgaris (CPCC90), obtained 

from the Canadian Phycological Culture Centre. Stock cultures were propagated and 

maintained in synthetic medium BBM at pH = 6.8, 25 ° C light intensity 15 μmol·m-2·s-1. 

5.4.2.2 Photobioreactor and experimental condition 

The experiments were carried out in a 2L bubble column photobioreactor fed with 

synthetic BBM medium. Lighting was provided by sixteen 20 W fluorescent lamps, 

located in the photoperiod chamber and the gas flow was controlled by three rotameters 

that measured the carbon dioxide, air and mixture of gases flow rates (Figure 5-4). 

Inicial cell concentration was 0.1 g·L-1 and the reactor was operated isothermically at 30 

°C with photon flux density 150 µmol·m-2·s-1 and continuous aeration of 1 L·min-1 with a 

mixture of air and 5, 10, 15, 20 and 45% of carbon dioxide. A complete experiment 

without C.vulgaris was followed in order to measure the amount of carbon that enters 

and leaves the reactor to ensure the carbon bioconversion when the cells are present. 
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Measurements of total carbon in the liquid and gas phases were conducted in a 

carbon analyzer TOC-VCSN (Shimadzu, Kyoto, Japan) with normal sensitivity catalyst. 

The device measures the amount of total carbon (TC) and inorganic carbon (IC) of the 

sample in the liquid and gaseous system. Total organic carbon (TOC) is calculated by 

the difference between Total carbon (TC) and Inorganic carbon (IC).  

In order to determine TC, headspace samples were injected into the combustion 

tube at 680°C, where the catalytic oxidation to CO2 occurs. For the determination of IC, 

the injected sample reacts with hydrochloric acid 2 mol·L-1, and that all inorganic carbon 

is converted to CO2. The CO2 produced in both catalytic oxidation from IC and TC, is 

quantified by non-dispersive infrared absorption. The concentrations of TC and IC are 

obtained by interpolation using calibration curves (peak area x concentration) previously 

constructed by injection of standards.  

The elemental composition of cells of C. vulgaris was determined by an elemental 

analyzer CHNS / O (2400-Perkin Elmer, Boston, MA, USA). Two milligrams of biomass 

samples were oxidized at 1000 º C, and the resulting gases are determined by a thermal 

conductivity sensor for carbon. The standard used was acetanilide with composition of 

71.09% carbon, 11.84% oxygen, 6.71% hydrogen and 10.36% nitrogen. 

5.4.2.4 VOC Analysis 

The commercial Solid Phase Microextraction (SPME) fibers and extraction 

apparatus were purchased from Supelco (Bellefonte, PA, USA). The SPME coating 

used throughout the study was the divinylbenzene/carboxen/polydimethylsiloxane 

(DVB/CAR/PDMS) 50/30 µm. Chromatographic analyses were carried out in a Gas 
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Chromatography coupled to a Mass Spectrometer with a quadrupolar analyzer (GC-MS) 

model QP2010 Plus (Shimadzu, JPN). 

The DVB/CAR/PDMS fiber was exposed for 30min to the headspace of a 1mL 

sample withdrew from the bioreactor. The analytes concentrated on the fiber were 

immediately analyzed in Rtx5 – MS (Restek) column (30 m, 0.25 mm ID and 0.25 µm 

df). The temperature programming was set to: 60 ˚C at 3 ˚C·min-1 until 250 ˚C. The 

instrument was operated in splitless mode with 3 min sampling time. The scan range 

was set to: 40 – 400 Th. The electron multiplier was set to 0.75 kV. The identification 

was performed by the combination between mass spectral similarity searches and linear 

temperature programmed retention index (LTPRI). As described by ADAMS (1995); 

AUGUSTO et al. (2003). 

Maximum specific growth rate (µmax h
-1) of C. vulgaris was calculated by the graph 

of the equation:                                                                                                        5.9 

Where t is time in hours, X is the biomass concentration in mgL-1h and X0 is the 

initial biomass concentration in mg·L-1. 

Maximum biomass productivity (mg·L-1·h-1) was determined by the equation:       (              )                                                                                        5.10 
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Where Xi is the biomass concentration in mg·L-1 at the time ti in hours and Xi-1 is 

the biomass concentration in mg at the time ti-1 in hours. 

The Carbon Dioxide conversion rate (CCO2) is the mass of CO2 eliminated per unit 

reactor volume per unit time and was used to describe the performance of 

photobioreactors. In this case, it corresponds to the amount of carbon dioxide converted 

by C. vulgaris, according to JACOB-LOPES, EDUARDO et al. (2009); TOLEDO-

CERVANTES et al. (2010). Here, carbon dioxide is considered a substrate to generate 

bioproducts  by the microalgae.   

                
5.11 

Where C0 is the concentration of CO2 in the output of the reactor (mg·L-1), Ci is 

the concentration of CO2 in the inlet of the reactor (mg·L-1), Q is the flow of gas (L·min-1) 

and VR is the reactor volume (L) 

Results of the carbon analyzes by TOC - VSCn are given in ppm, which were 

converted into miligrams of carbon per hour and the mass balance is calculated 

according Equation 5.12 

                                                                           5.12 
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5.4.3 Results and discussion 

The fraction of anthropogenic CO2 that is taken up by the ocean declines with 

increasing atmospheric CO2 concentration, due to reduced buffer capacity of the 

carbonate system and the rate of mixing between deep water with CO2 uptake. 

Therefore, maximization of  the conversion of CO2 by photosynthetic microorganisms  

into products with high added value (i. e., food supplements for human and animal, 

pigments, pharmaceuticals and biofuels such as biodiesel and others would be very 

attractive for both reasons, environmental and economic (IWAMOTO, 2004; PULZ e 

GROSS, 2004; CHISTI, 2007; WIJFFELS e BARBOSA, 2010). Photosynthesis can also 

be directed towards the generation of industrially useful bio-products, as polymers, 

carbonates and bicarbonates all dissolved in the liquid phase and volatile organic 

compounds, and bio hydrogen in the gaseous phase (ISHIDA et al., 1997; YOON et al., 

2002; MUÑOZ et al., 2004; LEE et al., 2006; YEN e BRUNE, 2007; HEMSCHEMEIER et 

al., 2009).  

The production of biomass in photobioreactors depends on the culture conditions, 

such as light intensity, temperature and amounts of nutrients in the medium 

(RICHMOND, 2004), and, especially, of the concentration of carbon dioxide in the 

gaseous phase. This concentration is important because almost 50% of the microalgae 

biomass is composed of carbon (BECKER, 1994). Lower CO2 concentrations cannot be 

sufficient for the microalgae growth and maintenance metabolism, and higher 

concentrations the CO2 can’t be utilized because inhibit microalgae growth (CHENG et 

al., 2006). Besides that, SERGEENKO et al. (2000) suggeted that experiments with 

elevated concentrations of CO2 can be used to produce microalgal biomass with higher 
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concentration of fatty acids because these conditions are considered as stress for the 

cells.  

Values for µmax for these experiments (Table 5.12) were similar that those 

obtained by CHIU et al. (2008), 0.58-0.66 d-1 with Chlorella sp and using 300 µmol·m-2·s-

1 of light intensity and 2%, 5%, 10% and 15% of CO2 concentration and higher than 

those obtained by SCRAGG et al. (2002) who used growth mediums with different 

concentrations of nitrogen and 76 µmol·m-2·s-1 light intensity. Comparing results of this 

work, experiments with 10% of carbon dioxide had higher µmax and higher PXmax 

indicating that this condition is the better one considering biomass production. 

Table 5.12 – Comparison of the results for kinetic parameters during the C. vulgaris culture with 5%, 10%, 

15%, 20% and 45% of carbon dioxide in the inlet flow.. 

 5% 10% 15% 20% 45% 

µmax (d
-1) 0.792 0.936 0.6696 0.5448 0.4944 

Xmax (mg·L-1) 1310 920 710 650 375 

tg (h) 21.00 17.77 24.84 30.54 33.65 

PXmax (mg·L-1·h-1) 21.67 39.58 28.08 25.42 11.67 

  Maximum specific growth rate (µmax h
-1) was calculated by the graph ln(X) x t; Maximum cell concentration Xmax, (gL-1); 

generation time:tg=ln(2)/µmax (h
-1); Maximum cell productivity: Pxmax=ΔX/Δt (mgL-1.h-1). 

But, besides biomass, PIOVANI et al. (2010) indicated that the conversion of CO2 

in photobioreactors generates different kinds of bioproducts, some in the liquid phase 

and some in the gaseous phase. In the liquid phase products can be extracellular 

polysaccharides (DE PHILIPPIS AND VICENZINI, 2008; OTERO AND VICENZINI, 

2003), carbonates and bicarbonates (LEE et al., 2006). The OC is a product in the 
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gaseous phase and it corresponds to VOC produced during the process (MCKAY et al., 

1996 and NUCCIO et al., 1995).  

To evaluate the VOC produced, the condition with 10% of CO2 was chosen, 

because besides the greatest conversion of CO2 into VOC there was the production of 

biomass. A high final concentration of biomass is important because products made 

from it can have high added value, an important example is the biodiesel (CHIST, 2007 

and CHIST, 2008). 

Therefore, measurements of all carbon flow rates in the photobioreactor with 

C.vulgaris, are important to identify the amount of carbon converted into cells and into 

extracellular products, since most of the studies on the literature have not quantified 

them. So, in order to calculate the carbon mass balance the photobioreactor, the 

conversion of carbon dioxide during the culture was investigated and the maximum 

value of CO2 EC for the experiment with 10% of CO2. 

Analysing the conversion results (Figure 5-5), it was observed that the maximum 

value for conversion rate was 18.31 mg·L-1·min-1 achieved for 36 h of cell residence time 

in the 2 L reactor. 
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Figure 5-5 -  Conversion of CO2.L
-1·min-1 during 72h with maximum value obtained in 36h (18.31 

mgCO2·L
-1·min-1) 

 

Similar results of conversion were obtained by FRANCISCO et al. (2010) of 17.8 

mg·L-1·min-1 for C. vulgaris fed with 15% of carbon dioxide. JACOB-LOPES et al. (2008) 

reported  values varying  from 1.50 to 108.56 mg·L−1·min−1 for the cyanobacteria 

Aphanothece Microscopica Nägeli in different culture conditions, 3, 5, 25, 50 and 62% of 

CO2 concentration, 960, 3000, 6000, 9000, 11 0000 Lux of light intensity and 21,5, 25, 

30, 35, and 38.5 °C. 

After verifying the amount of carbon dioxide bioconverted, it is necessary to 

evaluate the carbon mass fractions that enter and leave the reactor. Liquid (IC and OC), 

solid (Carbon from biomass) and gaseous phases (IC entrance, IC exit and OC exit), 

were analysed (Table 5.13).  
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Table 5.13 - Results of carbon mass fractions for gaseous phase (IC inlet flow, IC exit and OC exit) and 

for solid and liquid phase C (ICliquid, Cbiomass and OC liquid). 

Carbon mass fractions (mg·h-1) 

Time (h) IC inlet flow IC exit flow IC(inlet flow-

exit flow) 
CBiomass OCliquid ICLiquid OC exit flow 

12 5872.20 5575.00 297.2 7.76 0.14 3.53 278.40 

24 5857.20 5158.00 699.2 6.94 0.18 0.51 673.20 

36 6257.40 5664.00 593.4 38.79 0.04 5.56 523.20 

48 6427.80 5914.00 513.8 5.72 2.01 0.13 483.60 

60 6037.80 5790.00 247.8 1.63 1.35 0.56 226.80 

IC inlet flow= Inorganic Carbon in the inlet flow; IC exit flow= Inorganic Carbon in the exit flow; IC(inlet flow-

exit flow)= Inorganic Carbon of inlet flow minus exit flow;  CBiomass= Carbon from biomass; OCliquid = Organic 
Carbon dissolved in the culture medium;  ICLiquid= Inorganic Carbon dissolved in the culture medium and 
OC exit flow= Organic Carbon in the exit flow. 

 

For 36h of cell residence time, where the conversion of CO2 was the highest one 

(Figure 5-5), our results of IC also indicated that when 6257.40 mg·h-1 were injected, 

almost 5664.00 mg·h-1 were not converted (90.51%) The amount of non-converted  

carbon could potentially be reduced by selecting an optimized configuration of 

photobioreactor to improve CO2 utilization by, as suggested by JACOB-LOPES, E. et al. 

(2009). However, the converted fraction , calculated by the difference between ICinlet flow 

and ICexit flow is 593.4 mg·h-1
, and was converted into bioproducts of photosynthetic 

metabolism like biomass and VOC. Considering the importance of microalgal biomass 

for the production of biofuels (SAVAGE, 2011), the amount of carbon transformed into 

cells was initially calculated. Maximum biomass concentration (920 mg·L-1) was 

achieved after 72 h of cell residence time and with a maximum pH of 8.32 (Figure 5-6). 
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Several compounds have been previously identified in the headspace of cultures 

of microalgae, but not meticulously quantified (i;e. formaldehyde, acetaldehyde, glioxal 

and propanal (NUCCIO et al., 1995a), ethane, ethene, acetylene (ethyne), propane, 

propene, i-butane and n-butane (MCKAY et al., 1996), non-methane hydrocarbons and 

isoprene (BROADGATE et al., 2004) and organohalogens (SCARRATT e MOORE, 

1996). Recently, TOLEDO-CERVANTES et al. (2010), identified 2-pentene, 1-hexene, 

propane, propylene, butane and isobutene. 

Our initial results of VOC analysis by GC-MS indicate that the C. vulgaris was able to 

produce aldehydes, hydrocarbons and ketones. 
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Figure 5-8 Chromatogram of the blank 

 

Figure 5-9 Chromatogram of the sample for 48h of cell residence time. 
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Table 5.14 - Volatile Organic Compounds produced by Chlorella vulgaris  identified for 24h of cell 
residence time in a photobioreactor fed with 10% of carbon dioxide. 

 Compound 
Name 

Molecular 
Formula 

% Area from 
the total 

    
5 Carbons 1-Penten-3-ol C5H10O 1.35 

 Pentanal C5H10O 1.01 
 2-Pentenal C5H8O 0.12 
 1-Pentanol C5H12O 0.65 
    

6 Carbons Hexanal C6H12O 0.93 
 1-Hexanol C6H14O 0.97 
    

7 Carbons Toluene C7H8 0.36 
 2-Heptenal C7H12O2 0.14 
    
 5 Hepten-2-one C8H14O 0.35 
 2,3-Octadione C8H14O2 0.13 
 Octanal C8H16O 0.75 
 2-Octene C8H16 0.51 
 1-Octanol C8H18 0.54 
    

9 Carbons Nonanal C9H18O 1.64 
    

10 Carbons Decanal C10H20O 1.38 
 2-Decenal C10H18O 0.33 
    

11 Carbons 2-Undecenal C11H20O 0.26 
    

12 Carbons Dodecane C12H26 0.22 
 Dodecanal C12H24O 0.23 

13 Carbons Tridecane C13H28 0.15 
    

14 Carbons Tetradecane C14H30 0.38 
    

17 Carbons Heptadecane C17H36 0.64 
    

18 Carbons Octadecane C18H38 0.29 
   14.43 
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ZUO et al. (2012) investigated the Chlamydomonas reinhardtii under salt stress 

conditions and suggested that the produced VOC are able to communicate stress 

between the cells. Also TOLEDO-CERVANTES et al. (2010) and MCKAY et al. (1996) 

suggested that those compounds are result of the oxidation of polyunsaturated lipids 

that can be in the culture medium and were produced during the autolysis of the cells.  

A summary of the carbon mass balance for 36h of cell residence time in the 

photobioreactor, is presented in Figure 5-10. 

 

Figure 5-10 Carbon mass fractions in the photobioreactor for 36h of cell residence time. 
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BENTLEY e MELIS (2012) suggested a system to extract volatiles from a culture of 

microalgae Botryococcus braunii var. Showa, indicating that is possible to produce 

compounds like isoprene that can be used industrially.  

Besides natural production, LINDBERG et al. (2010), using genetic engineering, 

could confer the ability to produce such hydrocarbon by the cyanobacterium 

Synechocystis, indicating that the production of volatiles from microalgae could be 

developed and increased the biofuels made from microalgae. 

Predominantly, chains of C5 to C10 were so far identified (Figures 5.8 and 5.9 

and Table 5.14). However, the carbon fraction corresponding to IC in the liquid phase 

was 5.56 mg·h-1 (0.94%), considering the alcaline pH of the culture medium. HUIJGEN 

et al. (2007) suggested that carbonates or bicarbonates could be industrially recovered 

since they are widely used by pharmaceutical and food industry. OC compounds in the 

liquid phase were 0.04 mg·h-1 representing 0.007% of the carbon bioconverted, and 

commonly are extracellular polymers which could potentially be commercialized as 

bioemulsificant agents, biofloculants, replacements of agar and in the pharmaceutical 

and cosmetic industries (DE PHILIPPIS e VINCENZINI, 1998; YOU e BARNETT, 2004). 
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Conclusões 

As análises para determinação das concentrações de carbono na entrada e 

saída do reator possibilitaram verificar que os métodos cromatográficos e analisador de 

carbono total podem ser utilizados para geração de dados para posterior 

estabelecimento de balanço de carbono simplificado em sistema de fotobiorreator com 

cultivo de microalgas em meio sintético,.  

Para a determinação da concentração celular foram avaliados três métodos 

comumente utilizados em laboratórios a filtragem e secagem em estufa, secagem em 

estufa a 105°C e liofilização. Os resultados apresentaram variações inferiores a 10% 

indicando e podem ser utilizados nesta determinação. 

Com relação ao teor de umidade os dois métodos utilizados, a secagem em 

estufa á 105 °C e liofilização apresentaram resultados em torno de 85%, indicando que 

os dois podem ser utilizados na determinação do teor de umidade presente na 

biomassa das microalgas. A determinação da porcentagem de água na biomassa deve 

ser feita antes de se iniciar outra determinação analítica, pois pode interferir nos 

resultados obtidos. 

Para os métodos de determinação do teor de lipídeos baseados no método Bligh 

& Dyer avaliados neste trabalho, foi possível identificar variações nos valores das 

porcentagens de lipídeos obtidos de 3% a 25% dependendo do método utilizado. Além 

disso, pode-se observar que a presença de umidade na biomassa influencia nos 

resultados uma vez que as porcentagens de lipídeos obtidas com essa biomassa foram 

de 3 a 7% e para biomassa liofilizada 11 a 25%. Portanto, para a utilização de biomassa 



95 
 

úmida nas extrações de lipídeos será necessário o aprimoramento dos métodos de 

extração para esta biomassa e que possa ser utilizado em escala industrial. 

Para a determinação do balance de carbono simplificado em fotobiorreatores, o 

crescimento da microalga C. vulgaris foi avaliado com 5, 10, 15, 20 e 45% de dióxido de 

carbono na entrada do fluxo gasoso do reator. Desta forma foi possível  identificar a 

melhor velocidade máxima específica de crescimento nos experimento com 10% de 

CO2 e assim avaliar as frações de carbono presentes no sistema. 

Para os experimentos de 10%, a quantidade de carbono bioconvertida no 

sistema foi maior em 36h de cultivo, correspondendo a 9% do CO2 injetado no sistema. 

Esta porcentagem pode ser aumentada utilizando melhorias na transferência de massa 

do sistema e parâmetros experimentais, ou seja, melhorando a geometria do reator, 

modo de distribuição dos gases, temperatura e luminosidade.  

Para este tempo de cultivo, os principais produtos identificados foram a biomassa 

celular correspondente a 6% do carbono bioconvertido e os compostos orgânicos 

voláteis correspondentes a 88% do carbono bioconvertido. Além destes principais 

produtos pode-se observar a formação de compostos orgânicos extracelulares. 

Uma identificação preliminar dos compostos orgânicos voláteis produzidos 

durante o cultivo indica a formação de hidrocarbonetos, aldeídos e cetonas que são 

compostos com interesse comercial que após sua separação podem intensificar o uso 

da biorrefinaria de microalgas. 
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7 - SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
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Sugestões para trabalhos futuros 

 Aplicação do método desenvolvido para caracterização das frações de 

carbono em sistemas heterotróficos de cultivo com objetivo de identificar os produtos 

gerados pela bioconversão das diferentes fontes de carbono utilizadas. 

 Identificação dos compostos orgânicos voláteis (VOC) produzidos de 

acordo com as fases de crescimento do microrganismo. 
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