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The mind is everything. What you think you become. 
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Resumo 

As microalgas são microrganismos fotossintéticos com organização celular 

eucariótica ou procariótica que produzem compostos com aplicações comerciais em 

inúmeras áreas como a aquacultura, saúde humana e animal, nutrição, produção de 

energia, tratamento de águas residuais e nas indústrias farmacêutica, química e 

alimentar. A classe Eustigmatophyceae tem recebido especial atenção através do 

género Nannochloropsis/Microchloropsis devido à sua capacidade de produção de 

metabolitos de grande interesse como os lípidos e à sua elevada produtividade. 

O presente estudo teve como principal objetivo conhecer o potencial lipídico de 

diversas estirpes pertencentes à classe Eustigmatophyceae, em duas fases do 

crescimento. Para compreender o ciclo de crescimento dos diferentes géneros 5 

estirpes foram selecionadas e o crescimento monitorizado. Para todas as estirpes foi 

calculada a produção de biomassa por duas metodologias diferentes, foram extraídos 

e calculados o lípido total e a produtividade lipídica e posteriormente identificadas e 

quantificadas as diferentes frações lipídicas (lípidos neutros, glicolípidos e 

fosfolípidos).  

Nas condições de cultivo estabelecidas, para ambas as metodologias utilizadas, 

verificou-se uma maior produção de biomassa em cultivos a 30 dias, com Eustigmatos 

sp. ACOI 4864ni a apresentar o valor mais elevado de produção de biomassa baseado 

em peso seco (0,78±0,03 g/L). De uma forma geral observou-se um maior conteúdo 

lipídico em culturas com 10 dias de cultivo, correspondendo o melhor valor a 

Characiopsis aquilonaris ACOI 2424 com 33,40±1,13% BS e uma produtividade 

lipídica de 0,68±0,07 g/L/d. Em todas as estirpes verificou-se uma dominância dos 

lípidos neutros tanto a 10 dias como a 30 dias de cultivo. Este estudo demonstra que 

mesmo em condições não otimizadas outros géneros dentro da classe 

Eustigmatophyceae podem possuir valores de produtividade lipídica superiores aos 

conhecidos para Nannochloropsis/Microchloropsis. Os resultados reforçam a posição 

das eustigmatoficeas como uma classe de microalgas com potencial biotecnológico 

muito promissor no que respeita aos lípidos. 

 

 

 

 

 

 

Palavras-chave: Microalgas; Eustigmatophyceae; biomassa; lípido total; produtividade 

lipídica. 
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Abstract 

Microalgae are photosynthetic microorganisms with eukaryotic or prokaryotic cell 

organization that produce compounds with commercial applications in numerous areas 

such as aquaculture, human and animal health, nutrition, energy production, 

wastewater treatment and in pharmaceutical, chemical and food industries. The 

Eustigmatophyceae class has received special attention through the genus 

Nannochloropsis / Microchloropsis due to its ability to produce metabolites of great 

interest such as lipids and its high productivity. 

The present study had as main objective to know the lipid potential of several 

strains belonging to the class Eustigmatophyceae, in two stages of growth. To 

understand the growth cycle of the different genera, 5 strains were selected and their 

growth was monitored. For all the strains, biomass production was calculated by two 

different methodologies, the total lipid and lipid productivity were calculated and the 

different lipid fractions (neutral lipids, glycolipids and phospholipids) were subsequently 

identified and quantified. 

Under the established cultivation conditions, for both methodologies used, there 

was a higher production of biomass in cultivations at 30 days, with Eustigmatos sp. 

ACOI 4864ni presenting the highest value of biomass production based on dry weight 

(0.78 ± 0.03 g / L). In general, a higher lipid content was observed in cultures with 10 

days of cultivation, with the best value corresponding to Characiopsis aquilonaris ACOI 

2424 with 33.40 ± 1.13% BS and a lipid productivity of 0.68 ± 0.07 g / L / d. In all 

strains, neutral lipids dominated both at 10 and 30 days of culture. This study 

demonstrates that even under non-optimized conditions, other genera within the 

Eustigmatophyceae class may have higher lipid productivity values than those known 

for Nannochloropsis / Microchloropsis. The results reinforce the position of 

eustigmatophytes as a class of microalgae with very promising biotechnological 

potential with regard to lipids. 
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1.1 Microalgas da classe Eustigmatophyceae 

Microalgas são microorganismos eucarióticos ou procarióticos, fotossintéticos e 

ubiquistas, ou seja, capazes de ocupar habitats inóspitos como solos desertos, 

montanhas de elevada altitude com neve ou até mesmo fontes termais. A sua 

diversidade é notável, sendo que existem mais de 50 000 espécies de microalgas em 

todo o tipo de ecossistemas, porém apenas aproximadamente 30 000 se encontram 

descritas e estudadas (Richmond, 2004). 

A classe Eustigmatophyceae inclui microalgas verde-amareladas de água salgada 

e doce (Fawley and Fawley, 2007), de solo (Vischer, 1945), de ambientes subaéreos 

como rochas e árvores (Czerwik-Marcinkowska and Mrozinska, 2009; Nakano et al., 

1991) ou ambientes marinhos com condições acídicas (Fawley and Fawley, 2017), 

águas poluídas (Nannochloris e Stichococcus) (Ryther, 1954) e águas 

permanentemente cobertas por gelo (Bielewicz et al., 2011). Em 1971 esta classe, 

cujo nome é associado ao estigma presente extraplastidialmente em zoósporos de 

certos géneros (Prior et al., 2009), foi separada da classe Xanthophyceae por Hibberd 

e Leedale com fundamento em evidências citológicas e ultraestruturais, 

nomeadamente a organização característica dos zoóporos, em particular a estrutura 

do aparelho flagelar, o tipo de estigma e sua localização extracloroplastidial (Hibberd, 

1981; Santos, 1996). Nas células vegetativas, as características mais evidentes são a 

presença de um glóbulo vermelho citoplasmático, mais visível em células velhas, 

constituído por substâncias lipídicas (Eliáš et al., 2017) e a presença de um ou mais 

cloroplastos parietais (Hibberd, 1990) com ou sem pirenóide associado e sem lamela 

de cintura a rodear o sistema de tilacóides (Santos, 1996; Andersen et al., 1998). As 

eustigmatofíceas podem exibir células maioritariamente cocóides (Eustigmatos, 

Nannochloropsis, Vischeria, Chlorobotrys), tetraédricas (Pseudostaurastrum), 

poliédricas (Goniochloris), ovoides (Characiopsis), solitárias ou agregadas em colónias 

soltas, com dimensões geralmente entre 2 e 25 μm e paredes celulares lisas ou 

altamente esculpidas (Eliáš et al., 2017). 

Grande parte dos géneros pertencentes a esta classe produz zoósporos ovais, nus 

ou em forma esférica (Hibberd, 1972), com um estigma não associado ao cloroplasto, 

presente na extremidade anterior da célula, um ou dois flagelos inseridos abaixo do 

ápice e um único cloroplasto desprovido de pirenoide (Hibberd and Leedale, 1972; 

Hibberd, 1981). O flagelo anterior emergente situa-se intimamente associado ao 

estigma e, no caso de zoósporos biflagelados, os dois flagelos encontram-se inseridos 

lateralmente com os seus corpos basais posicionados entre si em um ângulo de 

aproximadamente 90º. No caso de zoósporos biflagelados, o segundo flagelo é 
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sempre mais curto e estreito que o flagelo anterior, por vezes dificilmente visível ao 

microscópio ótico (Hibberd and Leedale, 1972; Santos and Leedale, 1991). 

Para além das características estruturais únicas mencionadas anteriormente, os 

organismos desta classe diferem dos da classe Xanthophyceae no que toca à sua 

composição de pigmentos (Whittle and Casselton, 1975) possuindo unicamente 

clorofila a, com presença dominante de violaxantina enquanto as Xanthophyceae 

possuem clorofilas a e c (Norgård et al., 1974) e predomínio de diadinoxantina (Whittle 

and Casselton, 1975). 

  A sistemática das Eustigmatophyceae é um tema ainda em desenvolvimento 

que tem vindo a sofrer numerosas alterações nos últimos anos. O esquema 

taxonómico formal estabelecido por Hibberd em 1981, reconhecia uma única ordem 

dividida em quatro famílias distintas (Eustigmataceae, Chlorobotrydaceae, 

Pseudocharaciopsidaceae, Monodopsidaceae) (Hibberd, 1981), passando mais tarde 

a cinco com a adição da família Loboceae (Hegewald et al., 2007). Contudo, devido ao 

facto da diversidade das Eustigmatophyceae ser muito superior ao que anteriormente 

se pensava, este sistema tornou-se incoerente com as relações filogenéticas 

conhecidas atualmente para as Eustigmatophyceae que indicam a sua divisão em 

duas linhagens filogeneticamente divergentes, a primeira que engloba os taxa 

estabelecidos por Hibberd (1981) na ordem Eustigmatales e uma segunda que inclui 

outros taxa reconhecidos como Eustigmatophyceae nos últimos 25 anos (Eliáš et al., 

2017). 

Atualmente o número de espécies pertencentes a esta classe difere de acordo 

com as fontes de informação consultadas uma vez que diferentes autores como Guiry 

and Guiry (2009) afirmam a existência de 5 famílias, 10 gêneros e 35 espécies em 

uma única ordem e outros autores como Přibyl et al., (2012) garantem a existência de 

20 espécies em 11 géneros. De salientar que alguns géneros da classe 

Eustigmatophyceae estão ainda incluídos como membros da classe Xanthophyceae 

nalgumas floras (Ettl, 1978). 

As Eustigmatophyceae reproduzem-se maioritariamente através de autósporos e, 

em alguns casos, por zoósporos (Bold and Wynne, 1985; Hibberd, 1990; Eliáš et al., 

2017), uma vez que reprodução sexuada nunca foi ainda observada (Ott et al., 2015). 

 

1.2 Géneros pertencentes à classe Eustigmatophyceae 

Atualmente a classe Eustigmatophyceae é constituída por 16 géneros com base 

em evidências ultraestruturais, bioquímicas e/ou moleculares, sendo eles Eustigmatos, 

Vischeria, Chlorobotrys, Monodopsis, Pseudotetraëdriella, Nannochloropsis, 

Microchloropsis, Pseudellipsoideon, Pseudocharaciopsis, Goniochloris, 



5 
 

Pseudostaurastrum, Trachydiscus, Vacuoliviride, Tetraëdriella e Botryochloropsis 

(Eliáš et al., 2017). A sistemática desta classe é um tema em desenvolvimento como 

foi mencionado dado que alguns géneros transferidos das Xanthophyceae não estão 

ainda formalmente estabelecidos e, portanto, permanecem com a nomenclatura 

anterior. É o caso de Characiopsis, Monodopsis/Monodus, Tetraplekton e Dioxys cujas 

diversas estirpes podem ser encontradas na Algoteca de Coimbra. As estirpes ACOI 

de Characiopsis são efetivamente Eustigmatophyceae e estão em vias de serem 

publicadas como pertencentes a novos géneros de uma nova família (Amaral et al., 

aceite para publicação) ou a permaneceram como Characiopsis (Amaral et al., 

submetido). 

O género Vischeria, estabelecido por Pascher em 1938, cuja espécie tipo é 

Vischeria stellata (Chodat) Pascher apresenta uma morfologia globular, poliédrica 

irregular ou elíptica alongada com dimensões compreendidas entre 7 a 20 µm de 

diâmetro (Hibberd, 1981). Este género pode dispor de vários sulcos e projeções na 

parede celular, possui um único cloroplasto com um pirenoide poliédrico saliente 

(Neustupa and Nemcová, 2001), um vacúolo relativamente grande com conteúdo 

granular e um glóbulo vermelho facilmente visível (Hibberd, 1981; Kryvenda et al., 

2018). Em culturas mais envelhecidas, o glóbulo vermelho deixa de ser visível (Gao et 

al., 2018). Pode ser encontrado em ambientes aeroterrestres como solos ou rochas 

(Ettl and Gärtner, 1995) ou ambientes de água doce (Eliáš et al., 2017). A sua 

reprodução é conseguida mediante autósporos tetraédricos ou achatados ou 

zoósporos uniflagelados alongados com largura compreendida entre 10 e 15 µm 

(Hibberd and Leedale, 1972; Hibberd, 1981; Neustupa and Nemcová, 2001). 

Recentemente o número de espécies pertencentes a este género aumentou como 

resultado da união dos géneros Eustigmatos e Vischeria em um género só, Vischeria 

(Kryvenda et al., 2018). A distinção destes dois géneros baseava-se inteiramente em 

características morfológicas que se tornaram inválidas após o estudo molecular por se 

saber que estas dependem do meio ambiente envolvente (Kryvenda et al., 2018). 

O género Monodopsis, estabelecido por Hibberd em 1981, abrange a espécie tipo 

Monodopsis subterranea (Petersen) Hibberd e dispõe de células esféricas, ovoides, 

elíticas ou cilíndricas com diâmetro menor que 10 µm, uma parede celular densa e 

irregular com pequenas projeções e um pirenoide profundamente cravado no seu 

cloroplasto (Hibberd, 1969; Hibberd, 1980). Uma característica importante na distinção 

deste género, não mencionada por Hibberd nos seus estudos preliminares, baseia-se 

na existência de uma conexão entre o retículo endoplasmático do cloroplasto e o 

envelope nuclear (Santos and Leedale, 1995). Este género não produz zoósporos e 

pode ser encontrado em ambientes terrestres (Hibberd, 1981). 
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O género Nannochloropsis, descrito por Hibberd em 1981 como pertencente à 

classe Eustigmatophyceae após ter sido removido das Chlorophyceae, apresenta 

células extremamente pequenas e estruturas celulares simples e semelhantes entre 

todos os elementos da sua população (Antia et al., 1975; Hibberd, 1981). A espécie 

tipo Nannochloropsis oculata (Droop) Hibberd manifesta células esféricas com 2 a 4 

µm de diâmetro (Hibberd, 1981), ausência de pirenoide e um núcleo situado próximo 

do cloroplasto com apenas um único nucléolo e, na sua parede celular ocorrem 

estruturas-tampão cuja função não é claramente conhecida (Santos, 1996). A sua 

reprodução ocorre por divisão celular (autósporos) devido ao facto deste género não 

produzir zoósporos (Eliáš et al., 2017) e podem ser encontrados em ambientes de 

água salgada ou, em raros casos, ambientes de água doce (Hibberd, 1981; Suda et 

al., 2002;  Eliáš et al., 2017). 

O género Microchloropsis M.W.Fawley, I.Jameson and K.P.Fawley (2015), 

facilmente confundido com o género mencionado anteriormente possui na sua 

taxonomia a espécie tipo Microchloropsis salina (D.J.Hibberd) M.W.Fawley, I.Jameson 

and K.P.Fawley, caracterizada pelas suas pequenas células de dimensões entre 2 a 8 

µm, cilíndricas ou, em raros casos, esféricas com um único cloroplasto parietal. Tal 

como acontece com o género Nannochloropsis, observa-se uma ausência de 

pirenoides e a reprodução ocorre por autosporos cilíndricos ou esféricos (Fawley et al., 

2015). A diferenciação entre Microchloropsis e Nannochloropsis é feita através do 

modificador micro e nanno, uma vez que o primeiro género é geralmente maior do que 

o segundo, respetivamente. O derivado de “chloropsis” mantem-se para enfatizar a 

estreita relação entre ambos os géneros (Fawley et al., 2015). 

O género Pseudostaurastrum Chodat (1921) cuja espécie tipo é 

Pseudostaurastrum enorme (Ralfs) Chodat (1921) caracteriza-se pelas suas células 

vegetativas solitárias triangulares, poliédricas ou piramidais, com 20 a 25 µm de 

diâmetro e paredes lisas ou ornamentadas. Na extremidade da sua forma lobada 

residem braços ramificados que podem atingir 12 µm de comprimento, com ou sem 

espinhos nos ápices, e no seu interior encontram-se numerosos cloroplastos sem 

pirenoide. Este género reproduz-se tanto por autosporos como por zoósporos e é 

encontrado em lagoas e piscinas distróficas e mesotróficas (Schnepf et al., 1996).  

O género Tetraplektron foi estabelecido em 1957 por Fott e possui como espécie 

tipo Tetraplektron tribulus (Pascher) Lobelich caracterizada pelas suas células 

solitárias, tetraédricas regulares ou irregulares dispostas de braços localizados nas 

suas extremidades de igual comprimento (Meyer et al., 1970; www.algaebase.org). As 

células apresentam dimensões compreendidas entre 20 a 50 µm de comprimento e 20 

a 26 µm de largura, paredes celulares geralmente delicadas, lisas ou ornamentadas e 
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extremidades dos braços por vezes robustas. Relativamente aos cloroplastos, estes 

localizam-se na porção central da célula e manifestam contornos parietais, discoides, 

irregulares ou em forma de fita com ausência de pirenoides (www.algaebase.org). 

Quanto à sua reprodução, esta ocorre assexuadamente através de autosporulação 

(www.algaebase.org). 

 Um outro género pertencente à classe Eustigmatophyceae estabelecido como 

Characiopsis Borzi (1895) cuja espécie tipo é Characiopsis minuta (Braun) Borzi, (syn. 

Pseudocharaciopsis minuta (Braun) Hibberd), com células isoladas que podem 

permanecer agarradas a um substrato ou formar agregados celulares, por meio de um 

estipe e/ou disco de fixação (Santos, 1996). Podem ser encontradas em culturas 

células com diferentes morfologias desde forma ovoide, elipsoidal, fusiforme a globular 

com dimensões compreendidas entre (12)20(34) x (3)5(10) µm (culturas de células 

senescentes alcançam dimensões de 35 – 60 µm de comprimento e 10 – 20 µm de 

largura) e um ou mais cloroplastos parietais ou centrais (Hibberd, 1980). Estudos 

recentes com estirpes deste género indicam que é parafilético e, consequentemente, 

algumas das espécies estão a ser transferidas para novos géneros de uma nova 

família (Amaral et al., em publicação), enquanto outras permanecem no género 

Characiopsis tendo sido detetado um pirenoide típico de Eustigmatophyceae nos 

segundos. A sua reprodução realiza-se através de zoósporos constituídos por dois 

flagelos distintos (Santos, 1996) e, raras as vezes, por aplanosporos ou autosporos 

(Ott et al., 2015).  

 Relativamente ao género Goniochloris Geitler (1928), mais especificamente a 

espécie tipo Goniochloris sculpta Geitler (www.algaebase.org), é constituído por 

células com 4 a 20 µm de comprimento em forma triangular irregular achatada com 

três braços alongados e finos pronunciados a partir do corpo central (Krienitz et al., 

1993) e paredes celulares grossas regularmente ornamentadas e marcadas, ou não, 

por cavidades e espinhos. Os elementos pertencentes a este género, constituídos por 

5 a 6 cloroplastos parietais em forma de disco, podem surgir como células solitárias 

ou, ocasionalmente, em grupos e reproduzem-se unicamente por autosporos (Ott et 

al., 2015). 

Por fim, o género Dioxys Pascher (1939) compreende a espécie tipo Dioxys incus 

Pascher e dispõe de células fusiformes, muitas vezes assemelhando-se a um triângulo 

achatado preso a um estipe curto. No interior das suas células é possível visualizar-se 

um pequeno número de cloroplastos parietais e a sua reprodução ocorre por 

zoósporos (Ott et al., 2015).  
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1.3 Valor biotecnológico das microalgas  

O interesse na área de biotecnologia de microalgas tem vindo a aumentar nos 

últimos anos devido aos avanços da tecnologia relacionada com o cultivo de 

microalgas em larga escala e à de identificação de uma vasta gama de produtos com 

elevado potencial comercial que podem ser processados a partir dos constituintes da 

sua biomassa (Tabela 1). 

 

Tabela 1. Algumas das espécies/grupos de microalgas mais conhecidas, os seus produtos e aplicações 

(adaptado de Mobin and Alam, 2017). 

Espécie Produto Áreas de aplicação 

Aphanizomenon flos-aquae Proteína, β-caroteno, ácidos 

gordos essenciais 

Alimentação saudável, suplemento 

alimentar 

Arthrospira (Spirulina) Proteína, Vitamina B12 Cápsulas antioxidantes, sistema 

imunitário 

Arthrospira (Spirulina) platensis  Ficocianina, biomassa Alimentação saudável, cosméticos 

Chlorella spp. Extrato de carboidratos, 

biomassa 

Nutrição animal, bebidas saudáveis, 

suplemento alimentar 

Chlorella vulgaris Extrato de carboidratos, 

biomassa 

Alimentação saudável, suplemento 

alimentar, alimentos 

Crypthecodinium cohnii DHA Desenvolvimento do cérebro, saúde 

infantil e nutrição 

Dunaliella salina β-caroteno, carotenoides Alimentação saudável, suplemento 

alimentar, alimentos 

Haematococcus pluvialis Carotenoides, astaxantina Alimentação saudável, produtos 

farmacêuticos, alimentos 

 Isochrysis galbana  Ácidos gordos Nutrição animal 

Lyngbya majuscula Imunomoduladores Farmacêutica, nutrição 

Nannochloropsis oculata Biomassa Alimentos para peixes marinhos larvas 

e juvenis 

Nannochloropsis sp. EPA Suplemento Alimentar e Farmacêutico 

Odontella aurita Ácidos gordos, EPA Farmacêutica, cosmética, anti-

inflamatória 

Phaedactylum tricornutum Lípidos, ácidos gordos Nutrição, produção de combustível 

Porphyridium cruentum Polissacarídeos  Farmacêutica, cosmética 

Scenedesmus spp. Proteína Aquicultura, nutrição humana 

 

Além disso, estes microrganismos apresentam inúmeras vantagens quando 

comparados com outras fontes de compostos de interesse, nomeadamente as plantas 

(Gouveia, 2011; Kirrolia et al., 2013). Ao contrário das plantas terrestres, as microalgas 

possuem uma maior eficácia na conversão de energia solar em biomassa (3-8% 

versus 0,5% nas plantas), elevada taxa de crescimento (1-3 duplicações por dia), 
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maior eficiência no sequestro de CO2 e capacidade de adaptação em condições 

ambientais inadequadas para fins agrícolas. Estes microrganismos crescem durante 

todo o ano, ou seja, não dependem de períodos de crescimento sazonais, e a 

manipulação da sua composição química celular é facilmente concretizada através da 

alteração das condições de cultivo e indução de condições de stresse. Por exemplo, a 

carência de nutrientes, alteração do pH, temperatura, intensidade da luz, condições 

osmóticas, metais pesados e salinidade alteram as vias biossintéticas lipídicas e 

podem causar uma maior produção de lípidos neutros (principalmente TAGs), de 

modo a assegurar a tolerância às condições desfavoráveis envolventes (Renaud et al., 

1994; Klok et al., 2014). Contudo, para que seja possível a sobrevivência e reprodução 

(produção de biomassa celular) é necessário ajustar e/ou otimizar previamente 

diversos fatores importantes como a temperatura, salinidade, intensidade luminosa, 

ciclo de luz/escuro e nutrientes disponíveis no meio de cultura de acordo com a estirpe 

que se pretenda cultivar, dado que diversas espécies apresentam necessidades 

nutricionais distintas (Das et al., 2011; Mata et al., 2013). Como mencionado 

anteriormente, a temperatura tem um papel importante no crescimento e composição 

química celular de microalgas uma vez que esta pode modificar a taxa de absorção de 

nutrientes e carbono, o que pode resultar numa alteração fisiológica dos organismos 

(Stengel et al., 2011). Se a temperatura estiver dentro de um intervalo ideal, as 

mudanças fisiológicas sofridas podem ser vantajosas, resultando num aumento de 

taxa de crescimento, contudo, se a temperatura não respeitar esse intervalo 

adequado, a taxa de crescimento sofrerá negativamente (Gotham and Rhee, 1981). 

No que diz respeito à luz incidente e ciclo de horas aplicado, estes fatores 

desempenham um papel fundamental na fotossíntese como fonte de energia 

responsável pelo crescimento fotoautotrófico (Guschina and Harwood, 2013). Porém, 

intensidades de luz muito altas podem resultar em fotoinibição causada por danos nas 

lamelas dos cloroplastos (Juneja et al., 2013), o que pode ser evitado se for aplicado 

um ciclo escuro que permita a conversão completa dos fotões capturados em energia 

química (Juneja et al., 2013). 

A grande diversidade evolutiva e filogenética destes microrganismos tem 

demonstrado corresponder a uma imensa variedade de compostos químicos de 

interesse que são sintetizados, nomeadamente lípidos, polissacarídeos, pigmentos, 

proteínas, enzimas, toxinas, carotenoides, entre outros (Perez-Garcia et al., 2011). A 

produção e comercialização destes compostos de interesse provenientes da biomassa 

de determinadas espécies tem contribuído para o melhoramento e enriquecimento de 

áreas ligadas à aquacultura, nutrição, saúde humana e animal, nutracêutica, 
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cosmética (Derner et al., 2006; Milledge, 2011; Yaakob et al., 2014), tratamento de 

águas residuais, produção de energia e outras (Spolaore et al., 2006). 

Para além da exploração de compostos de interesse, as microalgas são 

também utilizadas como matéria-prima para indústrias de produção de energia. Uma 

vez que a sua biomassa dispõe de boas propriedades de combustão, alcançando 

valores elevados de aquecimento em comparação com outras matérias-primas 

(Anbuchezhian et al., 2015), esta pode ser usada como matéria-prima direta para 

aquecimento ou pode ser convertida, através de processos químicos e físicos, em 

biodiesel, bio-óleo, biogás (metano e hidrogênio) e bioetanol (Lorena, 2017). A 

combinação de fatores como a elevada concentração de lípido total, perfil de ácidos 

gordos constituídos por cadeias saturadas e insaturadas com 12 a 22 átomos de 

carbono (Amaro et al., 2011), taxa de crescimento superior a muitas outras matérias-

primas de origem vegetal e propriedades importantes como a viscosidade, estabilidade 

oxidativa, número de cetano e características de fluxo frio (Stansell et al., 2012) 

tornam as microalgas ótimas candidatas como matéria-prima para a sintetização de 

biocombustíveis de qualidade.  

De facto, o biodiesel de microalgas é atualmente reconhecido como a “terceira 

geração de energia de biomassa” (Gressel, 2008) e “única fonte renovável de óleos 

que poderia satisfazer a demanda global por combustíveis de transporte” (Schenk et 

al., 2008). Este emite menores quantidades de monóxido de carbono, hidrocarbonetos 

e dióxido de enxofre (Delucchi, 2003), apresenta um desempenho idêntico ao do 

diesel proveniente do petróleo ao mesmo tempo que reduz em 78% as emissões de 

CO2 (Sheehan et al., 1998a). 

 

1.4 Biotecnologia das Eustigmatophyceae 

Neste século muitos grupos de microalgas têm vindo a ser estudados com principal 

foco na produção de compostos de interesse. Entre eles, a classe Eustigmatophyceae 

tem recebido especial atenção devido à sua capacidade de produção de metabolitos 

de grande interesse como os lípidos e à sua elevada produtividade. O primeiro relato 

de lípidos, em grande parte esteróis, provenientes de microalgas pertencentes à 

classe Eustigmatophyceae surgiu no ano de 1974 com a realização de um estudo 

focado na espécie Monodopsis subterranea, quando esta era ainda considerada 

Xanthophyceae (Mercer et al., 1974). Anos mais tarde, durante a década de 80, muitos 

estudos direcionados essencialmente para o género de água salgada Nannochloropsis 

foram realizados com intuito de avaliar a produção de lípidos e de biomassa (Boussiba 

et al., 1987; Sukenik et al., 1989) e, em consequência dos ótimos resultados atingidos, 

muitos outros géneros têm sido estudados e frequentemente comparados com 
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Nannochloropsis (N. oculata, N. granulata e N. salina) como o caso de Vischeria 

punctata, Vischeria helvetica, e Eustigmatos vischeri (Volkman et al., 1993; Gelin et al., 

1997). 

Os organismos pertencentes a esta classe, geralmente ricos em vitaminas B, C, D 

e K (Liu and Lin, 2005), são usualmente destacados devido às elevadas quantidades 

de ácidos gordos polinsaturados (PUFAs) nomeadamente ácido eicosapentaenóico 

(EPA - C20:5 ω3) que acumulam. Esta classe promissora para explorações 

biotecnológicas (Lang et al., 2011) associadas a produção de biocombustíveis, 

produção de nutracêuticos e farmacêuticos (Lam and Lee, 2012) é também importante 

em diversas redes alimentares uma vez que inúmeros estudos confirmaram a 

importância que os ácidos gordos ω3 desempenham na saúde pré-natal, 

desenvolvimento de sistemas reprodutivo, nervosos e ótico e desenvolvimento de 

crianças em idade jovem (Yongmanitchai and Ward, 1991). Os seres humanos 

dispõem de mecanismos de conversão de certos tipos de ácidos gordos em ácidos 

gordos úteis para o organismo, como por exemplo na conversão de ácido linoleico 

(C18:2 ω6) e ácido α-linolénico (C18:3 ω3) a ácido araquidonico (C20:4 ω6), 

eicosapentaenóico (C20:5 ω3) e ácido docosahexaenóico (C22:6 ω3), respetivamente 

(Khozin-Goldberg et al., 2011), sendo por este motivo importante a realização de uma 

suplementação de ácidos gordos com intuito de ajudar a prevenir uma possível 

deficiência dos mesmos (Surette, 2008). Uma dieta rica em ω3 tem sido associada à 

prevenção de doenças cardiovasculares, de retina, artrite e depressão (Benatti et al., 

2004) e aos efeitos anti-inflamatórios, vasodilatadores e agentes hipolipemiantes 

(Simopoulos, 1999; Giovanni and Chew, 2005). 

O interesse por esta classe de microalgas iniciou-se com o estudo de 

Nannochloropsis (o género mais estudado até à atualidade). Este género rico em 

ácidos gordos polinsaturados, proteínas, pigmentos, carbohidratos e lípido total (que 

pode alcançar 68% do seu peso seco) (Lubzens et al., 1995; Brown et al., 1997; Harun 

et al., 2010) encontra-se atualmente no mercado de microalgas e é intensamente 

utilizado como fonte de alimento em sistemas de aquacultura devido às grandes 

quantidades de EPA que acumula (Yaakob et al., 2014). Para além do seu bom perfil 

lipídico, Nannochloropsis dispõe também de elevados níveis de compostos fenólicos e 

α-tocoferóis (vitamina E) que podem ser usados, quando adicionados em forma de pó, 

para o aumento do tempo de validade e valor nutricional de certos alimentos e óleos 

de cozinha ao reduzir a produção de radicais livres resultantes da oxidação lipídica a 

altas temperaturas (Ya-Lin et al., 2013).  

Lubián et al., (2000) destacaram o género Nannochloropsis no seu estudo como 

uma fonte promissora de carotenoides comercialmente valiosa (violaxantina, 
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astaxantina e cantaxantina), assim como outros autores (Tumolo, Lanfer-Marquez, 

Sangeetha, entre outros) realçaram o facto de este ser uma boa fonte de β-caroteno, 

zeaxantina,  EPA (Hoffmann et al., 2010), clorofila a e inúmeros metabolitos com 

atividade antimutagênica, anticancerígena e antioxidante (Tumolo and Lanfer-

Marquez, 2012; Sangeetha et al., 2017).  

Para além deste, outros géneros pertencentes à classe Eustigmatophyceae 

manifestam propriedades bastante promissoras para aplicações biotecnológicas 

relacionadas com lípidos, como o caso de Eustigmatos (Zhang et al., 2012), Vischeria 

(Volkman et al., 1999a, b) e Monodopsis (Khozin-Goldberg and Cohen 2006). O 

género Vischeria possui um bom perfil de ácidos gordos (Volkman et al., 1999) e 

carotenoides (principalmente β-caroteno, violaxantina e vaucheriaxantina) (Li et al., 

2012) para fins biotecnológicos e o seu crescimento realizado em fotobiorreatores 

demonstra proporcionar uma elevada produtividade de β-caroteno que pode ser 

utilizado em áreas nutracêuticas devido às diversas funções fisiológicas que este 

possui (Li et al., 2012; Gao et al., 2016). Estirpes de Vischeria helvetica, Vischeria 

punctata, Vischeria stellata, Eustigmatos magnus, Eustigmatos polyphem e 

Eustigmatos vischeri são atualmente conhecidas como sendo boas fontes deste tipo 

de carotenoide antioxidante (Ahmed et al., 2013) capazes de potenciar a prevenção do 

desenvolvimento de diversas doenças degenerativas e condições de saúde humana 

como por exemplo cataratas, certos tipos de cancro, artrite, distrofia muscular, 

problemas cardiovasculares entre outros (Ahmed et al., 2013). 

Trachydiscus minutus, um representante da classe identificado mais recentemente, 

dispõe também de um elevado potencial biotecnológico ao acumular grandes 

concentrações de ácidos gordos polinsaturados, principalmente EPA, chegando a 

alcançar 35,7% dos seus ácidos gordos totais. Num estudo realizado em condições de 

crescimento otimizadas, a produção diária de EPA deste género alcançou 88 mg/L, 

evidenciando desta forma Trachydiscus minutus como uma das mais promissoras 

microalgas produtoras de EPA (Řezanka et al., 2010). No entanto, existem outras 

espécies produtoras de elevadas concentrações de EPA, como o caso de Monodus 

subterranea (Iwamoto and Sato, 1986). 

Em 2017, num estudo que envolveu 33 microalgas da coleção ACOI pertencentes 

a diversos grupos taxonómicos verificou-se que muitas das estirpes utilizadas, 

nomeadamente as eustigmatofíceas Vischeria helvetica ACOI 299 e Characiopsis 

aquilonaris ACOI 2424 possuíam uma capacidade antioxidante elevada, projetando 

desta forma a sua potencial utilização com fins biotecnológicos no futuro (Assunção et 

al., 2017). 
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1.5 Lípidos de microalgas 

Os lípidos são um grupo de compostos químicos orgânicos naturais de grande 

variedade estrutural constituídos principalmente por carbono, hidrogénio e oxigénio. 

Estes compostos solúveis em solventes hidrofóbicos (não polares) (Nelson and Cox, 

2005) descritos como sendo “ácidos gordos e seus derivados, e substâncias 

relacionadas biossinteticamente ou funcionalmente a esses compostos” (Christie and 

Han, 2012), podem ser encontrados em todos os seres vivos como principais 

constituintes e desempenham funções biológicas importantes para a sua 

sobrevivência. Os ácidos gordos, por sua vez são compostos orgânicos simples de 

cadeias de hidrocarbonetos constituídas por um grupo carboxílico e uma cauda 

alifática (Lawrence, 2008), e são classificados com base no comprimento da sua 

cadeia de carbono e no número, posição e configuração das ligações duplas. 

O interesse pelo estudo destes compostos químicos e funcionalmente 

diversificados aumentou significativamente a partir do momento em que se começou a 

reconhecer a importância da sua ação em diversos processos biológicos vitais em 

plantas, animais e microrganismos, nomeadamente no armazenamento de energia em 

tecidos animais e vegetais, manutenção da integridade estrutural de células, entre 

outros (Christie and Han, 2003; Pignolet et al., 2013).  

As microalgas produzem dois tipos distintos de lípidos, com base em 

características físico-químicas, os lípidos polares designados de lípidos membranares 

(fosfolípidos e glicolípidos) que se encontram armazenados nas membranas das 

células e os lípidos não polares designados de lípidos de reserva (lípidos neutros) 

(Figura 1) que são encontrados no interior de vacúolos presentes no citoplasma das 

células (Pignolet et al., 2013). 

Figura 1. Diferentes classes lipídicas presentes em microalgas (adaptado de Cohen, 1999; Kumar et al., 

2015).  
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Os glicolípidos existem em baixas concentrações em animais e em grandes 

concentrações em membranas fotossintéticas de algas e plantas, sendo que, no caso 

de microalgas, os glicolípidos predominantes são os monogalactosildiacilglicerol 

(MGDG) (armazenados nas membranas dos tilacoides e membranas extraplastidiais) 

e os digalactosildiacilglicerol (DGDG) (armazenados nas membranas dos tilacoides) 

(Kumari et al., 2013). 

Relativamente aos fosfolípidos, estes podem ser encontrados como principais 

componentes da maior parte das membranas celulares, com exceção das membranas 

fotossintéticas de algas, plantas e arqueobactérias. Dentro do grupo de fosfolípidos 

presentes em algas, destacam-se os fosfatidiletanolamina (PE), fosfatidilserina (PS), 

fosfatidilglicerol (PG), fosfatidilcolina (PC) e fosfatidilinositol (PI) com funções 

biológicas importantes na manutenção da integridade estrutural e da permeabilidade 

seletiva das membranas (Kumari et al., 2013). 

Os lípidos neutros incluem os acilgliceróis, ácidos gordos livres, eicosanoides, 

esteróis, hidrocarbonetos e ceras esterificadas (Cohen, 1999) e a sua síntese não é 

um parâmetro estável devido ao facto de ser influenciada por propriedades físicas e 

químicas do meio como radiação, temperatura, composição do meio de cultura e fase 

de crescimento das células (Olofsson et al., 2012). Nas microalgas, os principais 

constituintes dos lípidos neutros são os triacilgliceróis (TAGs) (esterificações de 

grupos de hidroxilo de acilgliceróis com ácidos gordos), os monoacilgliceróis e os 

diacilgliceróis e estes podem ser encontrados em concentrações diferentes (entre 1% 

a 97% do peso seco da microalga) como produtos de armazenamento ou reserva de 

energia, de acordo com a estirpe e as condições de crescimento aplicadas (Becker, 

2004; Hu et al., 2008; Huerlimann et al., 2010; Kumari et al., 2013). 

Os lípidos provenientes de microalgas são constituídos maioritariamente por 

glicerol, açucares e/ou bases esterificadas de ácidos gordos saturados e/ou 

insaturados (Becker, 2004; Chacón-Lee and González-Mariño, 2010). Como foi 

mencionado anteriormente, estes compostos químicos orgânicos naturais 

desempenham funções biológicas importantes em processos moleculares de 

sinalização, armazenamento de energia e estruturamento de membranas celulares 

com capacidade de auto-organização (Voet D. and Voet J. 1995; McMurry, 2007). 

Como tal, a composição qualitativa e quantitativa destes compostos de enorme 

diversidade (Guschina and Harwood, 2006; Hu et al., 2008) não é um parâmetro 

estável devido às alterações metabólicas frequentemente sofridas em consequência 

às dinâmicas de mudança de estratégica de adaptação ao meio ambiente envolvente 

que estes organismos sofrem de modo a assegurar a sua sobrevivência (Olofsson et 
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al., 2012). Contudo, existem espécies ricas em lípidos denominadas de espécies 

oleaginosas com capacidade para acumular grandes quantidades de lípido total 

(Sheehan et al., 1998b) que pode alcançar, em alguns casos, 90% do seu peso seco 

(Spolaore et al., 2006). Este armazenamento substancial de lípidos está geralmente 

associado a uma indução de condições de estresse e/ou consumo de açúcares a uma 

taxa superior à taxa de formação de células, o que provoca a conversão do açúcar em 

excesso em lípidos (Arajo et al., 2013). 

Para que haja produção de lípidos é necessário haver luz, dióxido de carbono, 

água e nutrientes inorgânicos (nitratos, fosfatos, ferro e alguns oligoelementos), de 

forma a ocorrer produção de biomassa e consequentemente de óleos (Chisti, 2008). O 

azoto, um dos nutrientes mais importantes para a regulação de lípidos, pode provocar 

em algumas espécies de microalgas um aumento exponencial de lípidos de reserva, 

quando limitado (Gao et al., 2016). No entanto, este aumento está geralmente 

associado a uma redução da taxa de crescimento celular, o que afeta indiretamente a 

produtividade lipídica (Converti et al., 2009). Este fenómeno reflete as alterações que 

as microalgas sofrem em determinadas condições de crescimento como forma de 

sobrevivência e adaptação. 

Na tabela 2 são indicados alguns exemplos de produtividade lipídica, 

produtividade de biomassa e conteúdo lipídico de diferentes espécies de microalgas. 

 

Tabela 2. Conteúdo e produtividade lipídica e de biomassa de diversas espécies de microalgas (adaptado 

de Mata et al., 2010). 

Espécie Conteúdo lipídico 

(% peso seco) 

Produtividade lipídica 

(mg/L/dia) 

Produtividade de 

biomassa (g/L/dia) 

Ankistrodesmus sp. 24,0-31,0 - - 

Botryococcus braunii 25,0-75,0 - 0,02 

Chaetoceros muelleri 33,6 21,8 0,07 

Chaetoceros calcitrans 14,6-39,8 17,6 0,04 

Chlorella emersonii 25,0-63,0 10,3-50,0 0,036-0,041 

Chlorella sorokiniana 19,0-22,0 44,7 0,23-1,47 

Chlorella vulgaris 5,0-58,0 11,2-40,0 0,02-0,20 

Chlorella sp. 10,0-48,0 42,1 0,02-2,5 

Chlorococcum sp. 19,3 53,7 0,28 

Dunaliella salina 6,0-25,0 116,0 0,22-0,34 

Dunaliella sp. 17,5-67,0 33,5 - 

Ellipsoidion sp. 27,4 47,3 0,17 

Monodus subterraneus 16,0 30,4 0,19 

Nannochloropsis sp. 12,0-53,0 37,6-90,0 0,17-1,43 

Nannochloropsis oculata 22,7-29,7 84,0-142,0 0,37-0,48 
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Neochloris oleoabundans 29,0-65,0 90,0-134,0 - 

Pavlova salina 30,9 49,4 0,16 

Porphyridium cruentum 9,0-60,7 34,8 0,36-1,50 

Scenedesmus sp. 19,6-21,1 40,8-53,9 0,03-0,26 

Skeletonema sp. 13,3-31,8 27,3 0,09 

Skeletonema costatum 13,5-51,3 17,4 0,08 

Tetraselmis sp. 12,6-14,7 43,4 0,30 

 

1.5 Contextualização e objetivos 

A Algoteca da Universidade de Coimbra (ACOI) é uma unidade de investigação 

que reúne a maior coleção de microalgas de água doce e microalgas pertencentes à 

classe Eustigmatophyceae a nível mundial. Esta abrange aproximadamente 4000 

estirpes distintas de diversas classes de modo a proporcionar um recurso científico 

único de biodiversidade (Santos and Santos, 2004) com cerca de 80 estirpes 

Eustigmatophyceae. A longevidade e manutenção desta grande coleção são 

realizadas através de sub-cultivos de rotina e aplicação de metodologias 

desenvolvidas para a criopreservação (Osório et al., 2004; Amaral et al., 2009; Amaral 

et al., 2013). Na sequência de estudos focados na atividade antioxidante (Assunção et 

al., 2014), determinação da composição lipídica (Assunção et al., 2015), 

polissacarídeos (Ferreira et al., 2016), rastreio de extratos para análise de atividade 

antibiótica e antibiofilme (Amaral et al., 2016), determinação da composição lipídica de 

sistemas de cultivo unialgal e misto (Correia, 2016), caracterização quimiotaxonômica 

através de RMN (Iglesias et al., 2019) e benefícios nutricionais do consumo de 

microalgas (Assunção et al., 2019) realizados pelo grupo de ficologia da Algoteca de 

Coimbra, o presente estudo teve como objetivo a determinação da produção de 

biomassa, lípido total e frações lipídicas de 14 estirpes de microalgas pertencentes à 

classe Eustigmatophyceae em condições autotróficas. Para tal foram selecionadas as 

seguintes estirpes representativas de cada género presente na coleção: Characiopsis 

aquilonaris ACOI 2424, Dioxys sp. ACOI 2029, Eustigmatos sp. ACOI 4864ni, 

Goniochloris sculpta ACOI 1852, Monodopsis subterranea SAG 848-1, Monodopsis 

unipapilla SAG 8.83, Monodopsis sp. SAG 4769ni, Monodopsis unipapilla ACOI 2938, 

Microchloropis gaditana CCMP 1775, Microchloropsis salina SAG 40.85, 

Nannochloropsis oculata SAG 38.85, Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni, 

Tetraplekton sp. ACOI 2650ni e Vischeria helvetica ACOI 299. Para cada estirpe foi 

estudada a produção de biomassa após 10 e 30 dias de cultivo em condições 

controladas e não otimizadas, o lípido total extraído e quantificado e as diferentes 

frações lipídicas identificadas. 
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2. Material e métodos 
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2.1 Estabelecimento e crescimento das culturas de microalgas 

Para a realização deste estudo foram selecionadas 14 estirpes de microalgas 

Eustigmatophyceae que se encontram armazenadas na coleção ACOI há mais de 20 

anos. Cinco estirpes pertencem à coleção “Culture Collection of Algae at Göttingen 

University” (SAG) (https://www.sagdb.uni-goettingen.de), oito à “Algoteca da 

Universidade de Coimbra” (ACOI) (https://www.acoi.ci.uc.pt) e uma proveniente da 

Bigelow National Center for Marine Algae and Microbiota (NCMA) 

(https://ncma.bigelow.org) (Tabela 3).  

 

Tabela 3. Estirpes estudadas, local de colheita e meio de cultura usado. 

Espécie Número da 

estirpe 

Local de colheita Meio de cultura 

Characiopsis aquilonaris ACOI 2424 Rabaçal, Lagoa de Chança, Portugal M7, pH 7.2-7.6 

Dioxys sp. ACOI 2029 Caramulo, Portugal M7, pH 7.2-7.6 

Eustigmatos sp. (sin. 

Vischeria) 

ACOI 4864ni Madeira, levada M7, pH 7.2-7.6 

Goniochloris sculpta ACOI 1852 Rabaçal, Lagoa de Chanca, Portugal M7, pH 7.2-7.6 

Monodopsis sp. (como 

Monodus na coleção)  

ACOI 4769ni Abrantes, Campo Militar de Santa 

Margarida, Lagoa da Murta, Portugal 

M7, pH 7.2-7.6 

Monodopsis subterranea SAG 848-1 Connecticut, rio em Marion, EUA M7, pH 7.2-7.6 

Monodopsis unipapilla SAG 8.83 Alpes de Venoste, Hochwilde, Tyrol, 

Aústria 

M7, pH 7.2-7.6 

Monodopsis unipapilla 

(como Monodus na coleção)  

ACOI 2938 Abrantes, Campo Militar de Santa 

Margarida, Barragem do Carvalhoso, 

Portugal 

M7, pH 7.2-7.6 

Microchloropis gaditana (sin. 

Nannochloropsis) 

CCMP 1775 Baía de Cádiz, Cádiz, Espanha F/2, 20ppm, pH 

8.4-8.8 

Microchloropsis salina (sin. 

Nannochloropsis) 

SAG 40.85 Skate Point, Ilha do Cumbrae, 

Escócia, Reino Unido 

F/2, 35ppm, pH 

8.4-8.8 

Nannochloropsis oculata SAG 38.85 Skate Point, Ilha do Cumbrae, 

Escócia, Reino Unido 

F/2, 20ppm, pH 

8.4-8.8 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni Açude da Argolada, Portugal M7, pH 7.2-7.6 

Tetraplekton sp. ACOI 2650ni Barragem do Vale do Rossim, Serra 

da Estrela, Portugal 

M7, pH 7.2-7.6 
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O crescimento das culturas foi realizado e monitorizado em condições 

controladas de 51 µmol/m2/s de intensidade luminosa (recorrendo a lâmpadas OSRAH 

Cool White L 36W/ 20 Hellweiss), fotoperíodo de 16:8 horas de luz/escuro e uma 

temperatura de 23˚C durante 10 e 30 dias. Para garantir um inóculo inicial controlado 

foram estabelecidas culturas-mãe em balões Erlenmeyer de 5 L mediante a diluição de 

1 L de cultura densa com 1 L de meio de cultura fresco (1:1 v/v) e, após 5 dias de 

crescimento, adicionaram-se 2 L de meio de cultura fresco aos 2 L de cultura-mãe 

previamente preparados (1:1 v/v) e incorporou-se um sistema de borbulhamento de ar 

(0,5-1 L/min) nas condições descritas anteriormente. 

 

   

Figura 2. Crescimento de biomassa realizado em balões Erlenmeyer de 5L sob condições controladas. A) 

Cultura em estado exponencial, ao fim de 10 dias de crescimento; B) Cultura em estado estacionário, ao 

fim de 30 dias de crescimento. 

 

De modo a garantir a ausência de contaminantes e o bom estado fisiológico 

das células, realizaram-se observações de amostras ao microscópio no início e no 

final do estudo. 

Os meios de cultura usados para crescimento da biomassa foram os meios M7 

(adaptado de Schlösser, 1994) (Tabela 4) e F/2 (adaptado de Guillard and Ryther, 

1962; Guillard, 1975) (Tabela 5), este último com diferentes salinidades. 

Vischeria helvetica ACOI 299 Serra do Gerês, Lagoa do Marinho, 

Portugal 

M7, pH 7.2-7.6 

B A 
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Tabela 4. Composição química do meio de cultura M7 usado no crescimento das microalgas em estudo; 

quantidades indicadas requeridas para a preparação de 1 L de meio (adaptado de Schlösser, 1994). 

Soluções Solução concentrada (g/100mL) M7 (mL) 

KNO3 1% 10 

MgSO4.7H2O 0,1% 10 

(NH4)2HPO4 0,2% 5 

CaSO4 Solução saturada 10 

Extrato de terra  20 

Extrato de Sphagnum  10 

Micronutrientes  5 

Água destilada  1 

Vitamina B12 5 x 10
-6

 g/L 1 

 

A solução de micronutrientes presente no meio M7 (Tabela 4) é composta por 

sulfato de zinco (ZnSO4.7H2O) a 0,1% (1 mL/L), sulfato de manganês (MnSO4.4H2O) a 

0,1% (2 mL/L), ácido bórico (H3BO3) a 0,2% (5 mL/L), nitrato de cobalto hexahidratado 

(Co(NO3)2.6H2O) a 0,02% (5 mL/L), molibdato de sódio dihidratado (Na2MoO4.2H2O) a 

0,02% (5 mL/L), sulfato de cobre pentahidratado (CuSO4.5H2O) a 0,0005% (1 mL/L), 

EDTA (0,8 g/L) e sulfato de ferro heptahidratado (FeSO4.7H2O) (0,7 g/L). O extrato de 

terra foi preparado a partir de 200 g de terra composta por baixo teor em húmus, 

adubos ou outros agentes químicos em 1 L de água destilada fervida durante 1 hora. 

De seguida, filtrou-se a mistura com recurso a um filtro de papel e algodão hidrófilo e 

procedeu-se à sua centrifugação e autoclavagem durante 1 hora a 120ºC e 1 bar de 

pressão ao longo de três dias consecutivos.  

Em relação ao extrato de Sphagnum, este foi preparado a partir de 250 g de 

Sphagnum colocado em 7,5 L de água destilada ao longo da noite e posteriormente 

fervido durante uma hora. Já arrefecida, a mistura foi filtrada com auxílio de um filtro 

de papel e algodão hidrófilo e por fim autoclavada durante 1 hora a 120 °C e 1 bar de 

pressão no decorrer de três dias seguidos.  

Ao contrário do meio M7, o meio F/2 foi preparado com concentrações de sal 

adequadas às estirpes de água salgada e salobra em estudo (Tabela 5), mais 
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concretamente 35 ppm e 20 ppm de salinidade respetivamente, recorrendo a sal de 

aquário (Tropical Marine Salt). 

 

Tabela 5. Composição química do meio F/2, usado para o crescimento das microalgas em estudo, sendo 

indicadas as quantidades requeridas para preparação de 1 L de meio. 

Soluções Solução concentrada (g/L) F/2 (mL/L) 

NaNO3 75 1 

NaH2PO4H2o 5 1 

Solução de micronutrientes  1 

Água salina  996,5 

Solução de vitaminas  0,5 

 

A solução de micronutrientes usada para a preparação do meio F/2 foi 

elaborada a partir de cloreto de ferro hexahidratado (FeCl3.6H2O) (3,15 g/L), EDTA 

disódico (Na2EDTA2H2O) (4,36 g/L), sulfato de cobre pentahidratado (CuSO4.5H2O) 

(9,8 mg/L), molibdato de sódio dihidratado (Na2MoO4.2H2O) (6,3 mg/L), sulfato de 

zinco heptahidratado (ZnSO4.7H2O) (22 mg/L), cloreto de cobalto hexahidratado 

(CoCl2.6H2O) (10 mg/L) e cloreto de manganês tetrahidratado (MnCl2.4H2O) (180 

mg/L). Por último, a solução de vitaminas foi preparada com base em 200 mg de 

tiamina (vitamina B1) a 2,96x10-7 M e 10 mL de biotina (vitamina B7) a 2,05x10-9 M. 

Todos os meios de cultura utilizados ao longo do estudo foram previamente 

esterilizados em autoclave (Uniclave 88) durante 20 minutos, a 120ºC de temperatura 

e 1 bar de pressão. O pH do meio foi controlado antecipadamente à sua utilização 

entre valores de 7,2 a 7,6 para o meio M7 e 8,4 a 8,8 para o meio F/2, de modo a 

evitar grandes variações que poderiam resultar em alterações nas culturas. 

 

2.2 Análise do crescimento das culturas 

Para a avaliação do crescimento de 5 das 14 estirpes estudadas, foi realizada a 

monitorização da sua densidade celular ao longo de 30 dias em balões Erlenmeyer de 

5 L nas condições descritas anteriormente. Nos dias 0, 2, 5, 9, 13, 16, 19, 23, 26 e 30 

foram retiradas amostras de 1 mL de cultura e, de seguida, realizou-se a respetiva 

contagem do número de células viáveis com auxílio de um hemocitómetro, em 

triplicado (Figura 3). Calcularam-se as médias e os desvios-padrão e aplicaram-se as 

fórmulas adequadas para a determinação da densidade celular de cada cultivo 

(cel/mL). 
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Figura 3. Contagem do número de células viáveis presentes em 1 mL de amostra com recurso a um 

hemocitómetro e microscópio ótico. A) Hemocitómetro e pipeta com 1 ml de cultura; B) Hemocitómetro na 

platina do microscópio ótico; C) Matriz do hemocitómetro ampliada 100 vezes. 

 

2.3 Análise da produção de biomassa 

A produção de biomassa foi determinada por duas metodologias diferentes, peso 

seco (g/L) e densidade celular (cél/mL), no início (dia 0) e no final do cultivo (dia 10 ou 

30), em triplicado. Para a determinação do peso seco, foram filtrados 10 mL de cultura 

com recurso a filtros de fibra de vidro (Wathman GF/C 47 mm) previamente pesados e 

um sistema de filtração de Buchner (Figura 4). Após a filtração e posterior lavagem 

com 10 mL de água destilada, os filtros foram colocados a secar numa estufa a 60ºC 

de temperatura e, por fim, o peso da biomassa foi calculado subtraindo o peso inicial 

ao peso final do filtro.  

Para o cálculo da produção de biomassa ao fim de 10 e 30 dias foi subtraído o 

peso da biomassa obtida no início do cultivo (dia 0) ao peso obtido no final do mesmo 

(dia 10 ou 30) e os resultados apresentados em g/L. 

A densidade celular (cel/mL) foi registada por contagem do número de células 

utilizando um hemocitómetro, em triplicado, como referido anteriormente. Para o 

cálculo da produção de biomassa conseguida ao fim de 10 e 30 dias, foi subtraído o 

número inicial de células viáveis presentes na amostra ao número final (dia 10 ou 30) 

de células e os resultados foram apresentados em cél/mL. 

A B C 
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Figura 4. Determinação da biomassa produzida através do método baseado em peso seco. A) Sistema de 

filtração de Buchner com vácuo; B) Biomassa filtrada sobre filtros de papel expostos em vidros de relógio, 

em triplicado. 

 

2.4 Extração e quantificação do lípido total (LT) 

Após o cultivo em balões Erlenmeyer de 5 L nas condições mencionadas 

anteriormente, recolheu-se a biomassa produzida ao fim de 10 e 30 dias, por 

centrifugação durante 15 minutos a 4500 rpm e, após o seu congelamento e 

liofilização (Scanvac Coolsafe), extraiu-se e quantificou-se o lípido total obtido 

segundo o método de Gao et al., (2016) com algumas modificações, em triplicado 

(Figura 5). 

 

                

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Imagens representativas da metodologia para obtenção de biomassa liofilizada. A) 

Centrifugação; B) Liofilização; C) Biomassa liofilizada. 

 

A extração lipídica foi concretizada em amostras de 150 mg de biomassa 

liofilizada. À amostra foram adicionados 0,5 mL de DMSO e, posteriormente, colocou-

A B C 

A B 



26 
 

se a mistura em banho-maria a 70ºC durante 10 minutos. De seguida, adicionaram-se 

4,5 mL de metanol, manteve-se a amostra a 4ºC durante 1 hora, centrifugou-se a 

mesma durante 5 minutos a 4500 rpm e recolheu-se o sobrenadante. Seguidamente 

adicionou-se uma solução composta por 15 mL de éter dietílico: hexano: água 1:1:1 

(v/v/v) ao pellet resultante dos processos anteriores, manteve-se a mistura a uma 

temperatura de 4˚C durante 1 hora, centrifugou-se a mesma durante 5 minutos a 4500 

rpm e recolheu-se a fase superior do sobrenadante (Figura 6). Este passo foi repetido 

até total extração do lípido, levando em média 5 repetições do processo, e os 

sobrenadantes combinados.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Esquema simplificado referente ao processo de extração lipídica realizado em 150 mg de 

biomassa previamente liofilizada.  

 

Por fim, os sobrenadantes combinados foram evaporados num evaporador 

rotativo (Buchi Rotavapor R-300) (Figura 7), ressuspendidos em clorofórmio, 

transferidos para eppendorfs previamente pesados, concentrados com auxílio de uma 

centrífuga speed-vac (Gyrozen MiniVac) e, por último, secos no liofilizador. Após a 

liofilização das amostras, calculou-se a quantidade de lípido total produzido subtraindo 

o peso inicial do eppendorf vazio ao peso final do mesmo e os resultados foram 

apresentados em % de biomassa seca (% BS).  

150 mg de biomassa + 0,5 mL 

DMSO (10 min, 70ºC) 
(5 min, 4500 rpm) 

+ 5 mL hexano, 

éter dietílico 

(5 min, 4500 rpm) 

+ 4,5 mL metanol (4ºC, 1h) 

 (4ºC, 1h) 

Recolher fase 

superior 

Até total extração 
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Figura 7. Imagens representativas da metodologia correspondente à evaporação dos sobrenadantes 

recolhidos. A) Evaporador rotativo Buchi Rotavapor R-300; B) Amostra antes e depois da evaporação; C) 

Lípido total concentrado no interior de eppendorfs. 

 

2.5 Análise das produtividades de lípido total 

A produtividade lipídica de cada estirpe de microalga em estudo foi determinada 

utilizando a equação adotada por Gao et al., (2016), em que Px representa a 

produtividade lipídica, BS é o peso seco, Cx é o conteúdo de lípido total e t é o tempo 

de cultura:  

Px (g/L/d) = (BS (g/L) x Cx (% BS)) / t (d). 

 

2.6 Separação e quantificação das frações lipídicas  

Após a extração do lípido total, procedeu-se ao seu fracionamento com intuito de 

separar e quantificar as três grandes classes lipídicas presentes nas microalgas, 

nomeadamente os lípidos neutros, glicolípidos e fosfolípidos. Esta separação foi 

concretizada segundo a metodologia de extração de fase sólida (SPE) descrita por 

Christie (1982) (Figura 8). Para tal, preparou-se antecipadamente uma coluna com 1 g 

de sílica gel de 60 Ǻ e 5 mL de clorofórmio, ressuspendeu-se o lípido total no mínimo 

volume de clorofórmio e, de seguida, inseriu-se a mistura no topo da coluna. 

Posteriormente, a separação foi iniciada através da adição de 10 mL de clorofórmio de 

modo a eluir os lípidos neutros, seguindo-se de 10 mL de acetona para eluição dos 

glicolípidos e, por fim, 10 mL de metanol para eluição dos fosfolípidos. Cada fração 

lipídica recolhida foi evaporada no evaporador rotativo, ressuspendida em clorofórmio, 

transferida para eppendorfs previamente pesados e identificados, concentrada com 

recurso a uma centrífuga speed-vac e por fim seca num liofilizador. O cálculo de cada 

fração lipídica foi determinado através da subtração do peso inicial do tubo eppendorf 

vazio ao peso final do mesmo e os resultados foram apresentados em % de lípido total 

(% LT). 

A B C 
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Figura 8. Imagens representativas da metodologia de separação das frações lipídicas do lípido total. A) 

Lípido total concentrado em eppendorfs; B) Lípido total ressuspendido em clorofórmio e inserido na 

coluna com sílica gel; C) Separação dos lípidos neutros; D) Separação dos glicolípidos; E) Separação dos 

fosfolípidos; F) Coluna após eluição de todas as frações lipídicas; G) Fração lipídica armazenada em 

balão de evaporação. 

 

2.7 Análise estatística 

As análises estatísticas foram realizadas no software Statistica Statsoft Statistica 

v13.3 EN mediante a análise de variâncias, ANOVA de uma via e ANOVA fatorial, com 

um nível de probabilidade de 5% (p < 0,05) selecionado antecipadamente com intuito 

de demonstrar as diferenças estatisticamente significativas. De seguida, procedeu-se 

ao tratamento de dados com o teste de comparações múltiplas, teste de Tukey com 

nível de significância de p < 0,05 e nível de rejeição de p < 0,01. 
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3. Resultados
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3.1 Crescimento de culturas baseado em densidade celular (cél/mL) 

O crescimento das culturas de C. aquilonaris ACOI 2424, G. sculpta ACOI 1852, 

M. gaditana CCMP 1775, Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni e V. helvetica ACOI 

299 foi monitorizado através da determinação da densidade celular. 

A curva de crescimento de C. aquilonaris ACOI 2424 (Figura 9) iniciou-se com 

1,78x106±2,31x105 cél/mL. Do dia 0 ao dia 2 observa-se uma fase de latência em que 

o número de células se mantém (p < 0,05), sucedendo-se uma fase exponencial de 

crescimento entre os dias 2 e 9 com um aumento de 10x do número de células, 

atingindo 1,93x107±5,35x105 cél/mL no 9º dia. De seguida observa-se uma fase 

estacionária que começa no dia 9 e acaba no dia 30 (p < 0,05), terminando com 

1,97x107±6,25x105 cél/mL. 

 

 

Figura 9. Crescimento de C. aquilonaris ACOI 2424 estimado com base na densidade celular (cél/mL) em 

condições de crescimento controladas.  

 

Em G. sculpta ACOI 1852 (Figura 10) a curva de crescimento iniciou-se com 

2,19x104±6,81x103 cél/mL. Do dia 0 ao dia 5 observa-se uma fase de latência em que 

o número de células mantém-se constante (p < 0,05), seguindo-se uma fase 

exponencial de crescimento do dia 5 ao dia 13 onde aumenta 85x o número de 

células, atingindo 4.36x107±4,07x106 cél/mL no 13º dia. De seguida observa-se uma 

fase estacionária do dia 13 ao dia 23 precedida por uma fase de declínio (p ˂ 0,05) 

com acentuada diminuição do número de células, terminando com 4.01x107±1,94x106 

cél/mL. 

0,00E+00

5,00E+06

1,00E+07

1,50E+07

2,00E+07

2,50E+07

0 5 10 15 20 25 30

D
e
n

s
id

a
d

e
 c

e
lu

la
r 

(c
é
l/

m
L

) 

Tempo (dias) 



33 
 

 

Figura 10. Crescimento de G. sculpta ACOI 1852 estimado com base na densidade celular (cél/mL) em 

condições de crescimento controladas.  

 

Relativamente a M. gaditana CCMP 1775 (Figura 11), este cultivo inicia-se com 

1,60x107±7,32x105 cél/mL em fase exponencial de crescimento (p < 0,05). Ao 5º dia o 

cultivo atinge o pico máximo de densidade celular com 2,53x107±8,53x105 cél/mL, 

aumentando desta forma 1,6x o seu número de células por mL (p < 0,05). Após a fase 

exponencial de crescimento, segue-se a fase estacionária até ao último dia de cultivo, 

dia 30, (p < 0,05) com densidade celular final de 2,30x107±6,08x105 cél/mL.  

 

 

Figura 11. Crescimento de M. gaditana CCMP 1775 estimado com base na densidade celular (cél/mL) em 

condições de crescimento controladas.  

 

Em Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni (Figura 12), a curva de crescimento 

iniciou-se com 2,12x105±3,01x104 cél/mL. Entre os dias 0 e 5 verifica-se uma fase de 

latência em que o número de células não sofre um aumento significativo (p < 0,05), 

seguindo-se uma fase exponencial de crescimento do dia 5 ao dia 9 onde ocorre um 
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aumento de 2x do número de células, atingindo 8,72x105±5,39x104 cél/mL no ponto 9. 

Posteriormente observa-se uma fase estacionária do dia 9 ao dia 30 (p < 0,05) com 

densidade celular final de 9,30x105±4,36x104 cél/mL.  

 

 

Figura 12. Crescimento de Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni estimado com base na densidade celular 

(cél/mL) em condições de crescimento controladas.  

 

Por último, a curva de crescimento de V. helvetica ACOI 299 (Figura 13) 

iniciou-se com 1,30x105±4,24x103 cél/mL, mantendo-se com o número de células 

constante (p < 0,05) entre os dias 0 e 5, momento a partir do qual ocorre uma fase 

exponencial com aumento de 26x do número de células até ao dia 13 onde atinge um 

pico máximo de 9,13x106±6,72x105 cél/mL. Esta fase exponencial é seguida por uma 

fase estacionária até ao dia 30 (p < 0,05), terminando com densidade celular final de 

7,68x106±1,02x106 cél/mL. 

 

 

Figura 13. Crescimento de V. helvetica ACOI 299 estimado com base na densidade celular (cél/mL) em 

condições de crescimento controladas.  
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3.2 Produção de biomassa 

3.2.1 Produção de biomassa a 10 e 30 dias estimado com base em 

peso seco (g/L) 

      A produção de biomassa das 14 culturas analisadas neste estudo foi avaliada por 

dois métodos distintos a 10 e 30 dias, um baseado em peso seco e outro baseado em 

densidade celular. 

A produção de biomassa estimada com base no peso seco (Figura 14) mostrou 

ser maior ao fim de 30 dias de cultivo para todas as estirpes estudadas (p < 0,05). A 

10 dias de cultivo (Figura 14) a produção de biomassa variou entre 0,05±0,02 e 

0,38±0,02 g/L, sendo a estirpe G. sculpta ACOI 1852 a que apresentou maior 

produção de biomassa (0,38±0,02 g/L) (p < 0,05). Os valores mais baixos (p < 0,05) 

correspondem às estirpes M. gaditana CCMP 1775 (0,14±0,01 g/L), M. salina SAG 

40.85 (0,14±0,03 g/L), N. oculata SAG 38.85 (0,12±0,04 g/L), Pseudostaurastrum sp. 

ACOI 2419ni (0,10±0,02 g/L) e Tetraplekton sp. ACOI 2650ni (0,05±0,02 g/L). 

 

 

Figura 14. Produção de biomassa estimada com base no peso seco (g/L) ao fim de 10 e 30 dias de cultivo 

em condições de crescimento controladas. 

 

0

0,1

0,2

0,3

0,4

0,5

0,6

0,7

0,8

0,9

P
e
s
o

 s
e
c
o

 (
g

/L
) 

Crescimento 10 dias Crescimento 30 dias



36 
 

Dentro do género Monodopsis, as estirpes que apresentaram valores mais altos (p 

< 0,05) foram M. unipapilla ACOI 2938, M. sp. ACOI 4769ni e M. unipapila SAG 8.83 

com valores de 0,26±0.04 g/L, 0,25±0,03 g/L e 0,22±0,01 g/L respetivamente. No 

género Microchloropsis não se observaram diferenças estatisticamente significativas 

entre as duas estirpes (p < 0,05) uma vez que M. salina SAG 40.85 apresentou 

0,14±0,01 g/L e M. gaditana CCMP 1775 apresentou 0,14±0,03 g/L 

A 30 dias de cultivo (Figura 14) a produção de biomassa variou entre 0,26±0,03 e 

0,78±0,03 g/L, sendo os melhores valores demonstrados pelas estirpes Eustigmatos 

sp. ACOI 4864ni (0,78±0,03 g/L) e Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni (0,69±0,04 

g/L) (p ˂ 0,05). Os valores mais baixos (p < 0,05) correspondem às estirpes Dioxys sp. 

ACOI 2029 (0,27±0,03 g/L) e Tetraplekton sp. ACOI 2650ni (0,26±0,03 g/L). Para 30 

dias de cultivo, as estirpes pertencentes ao género Monodopsis apresentaram 

diferenças estatisticamente significativas entre si, com Monodopsis. sp. ACOI 4769ni 

(0,66±0,01 g/L) e M. unipapila SAG 8.83 (0,61±0,01 g/L) a apresentarem os valores 

mais altos de produção de biomassa (p ˂ 0,05). No caso das estirpes pertencentes ao 

género Microchloropsis, M. gaditana CCMP 1775 apresentou o valor mais alto de 

produção de biomassa com 0.62±0.01 g/L (p ˂ 0,05). 

 

3.2.2 Produção de biomassa a 10 e 30 dias estimado com base em 

densidade celular (cél/mL) 

       A produção de biomassa estimada com base na densidade celular (Tabela 6) 

mostrou ser maior ao fim de 30 dias de cultivo para todas as estirpes estudadas com 

exceção de C. aquilonaris ACOI 2424, M. unipapilla ACOI 2938, M. gaditana CCMP 

1775 e V. helvetica ACOI 299 (p < 0,05). A 10 dias de cultivo (Tabela 6) a produção de 

biomassa variou entre 1,73x104±4,41x103 cél/mL e 4,75x108±4,96x107 cél/mL, sendo a 

estirpe M. gaditana CCMP 1775 a que apresentou maior produção de biomassa 

(4,75x108±4,96x107 cél/mL) (p < 0,05). 

 

Tabela 6. Produção de biomassa estimada com base na densidade celular (cél/mL) ao fim de 10 e 30 dias 

de cultivo em condições de crescimento controladas.
1
 

Espécie Densidade celular (cél/mL) 

 10 dias 30 dias 

Characiopsis aquilonaris ACOI 2424 8,27x10
7
±1,51x10

7a
 8,99x10

7
±1,56x10

7a
 

Dioxys sp. ACOI 2029 1,06x10
5
±2,85x10

4a
 7,60x10

6
±3,65x10

5b
 

Eustigmatos sp. ACOI 4864ni 8,82x10
6
±2,65x10

6a
 1,89x10

7
±1,90x10

6b
 

Goniochloris sculpta ACOI 1852 6,38x10
4
±2,92x10

4a
 5,70x10

5
±7,31x10

4b
 

Monodopsis subterranea SAG 848-1 2,38x10
7
±3,50x10

6a
 1,37x10

8
±3,49x10

7b
 

Monodopsis unipapilla SAG 8.83 1,76x10
7
±7,32x10

6a
 4,88x10

7
±3,22x10

6b
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Monodopsis sp. SAG 4769ni 1,20x10
7
±5,16x10

6a
 4,98x10

7
±5,08x10

6b
 

Monodopsis unipapilla ACOI 2938 1,56x10
7
±0,00x10

0a
 3,06x10

7
±1,41x10

6a
 

Microchloropsis gaditana CCMP 1775 4,75x10
8
±4,96x10

7a
 4,81x10

8
±1,42x10

7a
 

Microchloropsis salina SAG 40.85 2,04x10
8
±1,13x10

7a
 2,90x10

8
±2,35x10

7b
 

Nannochloropsis oculata SAG 38.85 2,19x10
8
±3,79x10

6a
 2,75x10

8
±2,33x10

7b
 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni 4,14x10
6
±3,88x10

5a
 7,40x10

6
±1,16x10

6b
 

Tetraplekton sp. ACOI 2650ni 1,73x10
4
±4,41x10

3a
 6,40x10

4
±1,02x10

4b
 

Vischeria helvetica ACOI 299 3,97x10
6
±1,07x10

6a
 3,38x10

6
±9,21x10

5a
 

1
 Valores dentro da mesma linha com diferentes letras sobrescritas são significativamente diferentes (p < 0,05). 

 

Para 10 dias, no género Monodopsis não se observaram diferenças 

estatisticamente significativas entre as estirpes deste género (p < 0,05). Contudo, em 

Microchloropsis foi possível identificar diferenças estatisticamente significativas (p < 

0,05) entre as duas estirpes sendo que M. gaditana CCMP 1775 apresentou o valor 

mais elevado de densidade celular. 

A 30 dias de cultivo (Tabela 6) a produção de biomassa variou entre 

6,40x104±1,02x104 cél/mL e 4,81x108±1,42x107 cél/mL, sendo a estirpe M. gaditana 

CCMP 1775 a que apresentou maior produção de biomassa (4,81x108±1,42x107 

cél/mL) (p < 0,05). Por outro lado os valores mais baixos observados (p < 0,05) 

correspondem às estirpes Dioxys sp. ACOI 2029 (7,60x106±3,65x105 cél/mL), 

Eustigmatos sp. ACOI 4864ni (1,89x107±1,90x106 cél/mL), G. sculpta ACOI 1852 

(5,70x105±7,31x104 cél/mL), M. unipapilla ACOI 2938 (3,06x107±1,41x106 cél/mL), 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni (7,40x106±1,16x106 cél/mL), Tetraplekton sp. 

ACOI 2650ni (6,40x104±1,02x104 cél/mL) e V. helvetica ACOI 299 (3,38x106±9,21x105 

cél/mL). Para 30 dias de cultivo, no género Monodopsis a estirpe M. subterranea SAG 

848-1 apresenta diferenças estatisticamente significativas (p < 0,05) entre todas as 

restantes estirpes sendo esta a que produziu maior quantidade de biomassa estimada 

com base em densidade celular correspondente a 1,37x108±3,49x107 cél/mL. Também 

em Microchloropsis é possível observar-se diferenças estatisticamente significativas 

entre ambas as estirpes com M. gaditana CCMP 1775 a apresentar o valor mais 

elevado de produção de biomassa (p < 0,05). 

 

3.3 Produção de lípido total a 10 e 30 dias de crescimento 

O lípido total presente em 150 mg de biomassa liofilizada das 14 culturas 

analisadas neste estudo foi avaliada através do método de Gao et al., (2016) (com 

algumas modificações) a 10 e 30 dias de cultivo. De acordo com os resultados da 

figura 15, observa-se uma maior produção lipídica ao fim de 10 dias de cultivo para 

todas as estirpes estudadas com exceção de Eustigmatos sp. ACOI 4864ni, M. 
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subterranea SAG 848-1, M. unipapilla SAG 8.83, P. sp. ACOI 2419ni, Tetraplekton sp. 

ACOI 2650ni e V. helvetica ACOI 299 (p < 0,05).  

A 10 dias de cultivo (Figura 15) o lípido total variou entre 3,63±2,10% BS e 

33,40±1,13% BS, sendo os melhores valores apresentados pelas estirpes C. 

aquilonaris ACOI 2424 (33,40±1,13% BS) e M. gaditana CCMP 1775 (31,23±1,65% 

BS) (p < 0,05). O valor mais baixo observado a fim de 10 dias de cultivo (p < 0,05) 

corresponde à estirpe M. unipapilla SAG 8.83. No género Monodopsis é possível 

observar-se diferenças estatisticamente significativas entre as 4 estirpes com M. 

unipapilla ACOI 2938 (17,90±0,14%) a apresentar o valor mais alto de lípido total (p < 

0,05). No género Microchloropsis, observaram-se também diferenças estatisticamente 

significativas entre as duas estirpes com M. gaditana CCMP 1775 a apresentar o valor 

mais elevado de 31,23±1,65% BS (p < 0,05).  

 

 

Figura 15. Produção de lípido total (%) estimado com base no método modificado de Gao et al., (2016) ao 

fim de 10 e 30 dias de cultivo em condições de crescimento controladas. 
1
 

1
 Valores nas colunas da mesma estirpe com diferentes letras sobrescritas são significativamente diferentes (p < 0,05). 
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Ao fim de 30 dias de cultivo (Figura 15) o lípido total variou entre 6,40±0,19% 

BS e 26,73±0,47% BS, sendo as estirpes M. gaditana CCMP 1775, M. salina SAG 

40.85 e N. oculata SAG 38.85 as que apresentaram maior produção de lípido total com 

22,69±1,06% BS, 26,73±0,47% BS e 19,49±0,15% BS respetivamente (p < 0,05). No 

género Monodopsis cujo intervalo de valores de lípido total variou entre 8,47±0,09% 

BS e 10,51±0,97% BS não foi observada nenhuma diferença estatisticamente 

significativa entre as 4 estirpes. Contudo, dentro do género Microchloropsis observou-

se diferenças estatisticamente significativas entre as duas estirpes (p < 0,05) sendo 

que o valor mais alto observado corresponde a M. gaditana CCMP 1775 com 

22,69±1,06% BS. 

 

3.4 Produtividades de lípido total a 10 e 30 dias de crescimento (g/L/d) 

A produtividade de lípido total (g/L/d) das 14 culturas analisadas neste estudo foi 

calculada para 10 e 30 dias de crescimento. 

A produtividade lipídica (Tabela 7) mostrou ser maior ao fim de 10 dias de cultivo 

para as estirpes C. aquilonaris ACOI 2424, Dioxys sp. ACOI 2029, G. sculpta ACOI 

1852, Monodopsis sp. ACOI 4769ni e M. unipapilla ACOI 2938 (p < 0,05). As restantes 

culturas mostraram maior produtividade lipídica (p < 0,05) ao fim de 30 dias de 

crescimento ou produtividades similares em ambos os tempos de cultivo como o caso 

de Eustigmatos sp. ACOI 4864ni, M. subterranea SAG 848-1, M. gaditana CCMP 

1775, M. salina SAG 40.85, N. oculata SAG 38.85 e V. helvetica ACOI 299. A 10 dias 

de cultivo (Tabela 7) a produtividade de lípido total variou entre 0,03±0,03 g/L/d e 

0,68±0,07 g/L/d, sendo as estirpes C. aquilonaris ACOI 2424 (0,68±0,07 g/L/d) e M. 

unipapilla ACOI 2938 (0,50±0,02 g/L/d) as que apresentaram maior produtividade (p < 

0,05). Os valores mais baixos (p < 0,05) correspondem a Eustigmatos sp. ACOI 

4864ni, M. subterranea SAG 848-1, M. unipapilla SAG 8.83, Pseudostaurastrum sp. 

ACOI 2419ni, Tetraplekton sp. ACOI 2650ni e V. helvetica ACOI 299 com valores 

correspondentes a 0,13±0,02 g/L/d, 0,15±0,02 g/L/d, 0,08±0,01 g/L/d, 0,08±0,01 g/L/d, 

0,03±0,03 g/L/d e 0,14±0,04 g/L/d respetivamente. No género Monodopsis, a estirpe 

M. unipapilla ACOI 2938 apresenta diferenças estatisticamente significativas das 

restantes culturas do mesmo género (p < 0,05), apresentando o maior valor de 

produtividade de lípido total. M. subterranea SAG 848-1 e M. unipapilla SAG 8.83 são 

as estirpes cuja produtividade de lípido total foi menor (p < 0,05). 

A 30 dias de cultivo (Tabela 7) a produtividade de lípido total variou entre 

0,10±0,02 g/L/d e 0,47±0,02 g/L/d, sendo os melhores valores apresentados pelas 

estirpes pertencentes ao género Microchloropsis, mais concretamente M. gaditana 

CCMP 1775 (0,47±0,02 g/L/d) e M. salina SAG 40.85 (0,42±0,01 g/L/d) (p < 0,05). 
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Relativamente aos valores mais baixos (p < 0,05), estes correspondem às estirpes 

Dioxys sp. ACOI 2029, G. sculpta ACOI 1852, M. subterranea SAG 848-1, M. 

unipapilla ACOI 2938, Tetraplekton sp. ACOI 2650ni e V. helvetica ACOI 299 com 

valores de 0,14±0,04 g/L/d, 0,14±0,02 g/L/d, 0,16±0,00 g/L/d, 0,15±0,01 g/L/d, 

0,10±0,02 g/L/d e 0,16±0,02 g/L/d respetivamente. Para Monodopsis e Microchloropsis 

não existem diferenças estatisticamente significativas entre as estirpes pertencentes a 

cada um dos géneros (p < 0,05). 

 

Tabela 7. Produtividade de lípido total expressa em g/L/d ao fim de 10 e 30 dias de crescimento em 

condições controladas.
1
 

Espécie Produtividade lipídica (g/L/d) 

 10 dias 30 dias 

Characiopsis aquilonaris ACOI 2424 0,68 ± 0,07
a
 0,22 ± 0,01

b
 

Dioxys sp. ACOI 2029 0,30 ± 0,04
a
 0,14 ± 0,04

b
 

Eustigmatos sp. ACOI 4864ni 0,13 ± 0,02
a
 0,18 ± 0,03

a
 

Goniochloris sculpta ACOI 1852 0,49 ± 0,03
a
 0,14 ± 0,02

b
 

Monodopsis subterranea SAG 848-1 0,15 ± 0,02
a
 0,16 ± 0,00

a
 

Monodopsis unipapilla SAG 8.83 0,08 ± 0,01
a
 0,17 ± 0,00

b
 

Monodopsis sp. SAG 4769ni 0,29 ± 0,03
a
 0,19 ± 0,01

b
 

Monodopsis unipapilla ACOI 2938 0,50 ± 0,02
a
 0,15 ± 0,01

b
 

Microchloropis gaditana CCMP 1775 0,45 ± 0,13
a
 0,47 ± 0,02

a
 

Microchloropsis salina SAG 40.85 0,38 ± 0,04
a
 0,42 ± 0,01

a
 

Nannochloropsis oculata SAG 38.85 0,26 ± 0,09
a
 0,31 ± 0,05

a
 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni 0,08 ± 0,01
a
 0,19 ± 0,01

b
 

Tetraplekton sp. ACOI 2650ni 0,03 ± 0,03
a
 0,10 ± 0,02

b
 

Vischeria helvetica ACOI 299 0,14 ± 0,04
a
 0,16 ± 0,02

a
 

1
 Valores dentro da mesma linha com diferentes letras sobrescritas são significativamente diferentes (p < 0,05). 

 

3.5 Quantificação dos lípidos neutros, glicolípidos e fosfolípidos a 10 e 

30 dias de crescimento  

A concentração de lípidos neutros (LN), glicolípidos (GL) e fosfolípidos (FL) 

presentes no lípido total das 14 culturas analisadas neste estudo foi avaliada ao fim de 

10 e 30 dias de cultivo (Figura 16).  

A concentração de lípidos neutros (LN) não apresenta diferenças estatisticamente 

significativas entre 10 e 30 dias de cultivo com exceção de M. gaditana CCMP 1775, 

que demonstra uma maior produção de lípido neutro ao fim de 30 dias de cultivo (p < 

0,05). Após 10 dias de crescimento as concentrações de lípidos neutros variaram 

entre 35,12±2,14% LT e 62,66±1,05% LT sendo as culturas de C. aquilonaris ACOI 

2424 (53,96±3,59% LT), Dioxys sp. ACOI 2029 (53,00±2,11% LT), M. gaditana CCMP 

1775 (62,66±1,05% LT) e N. oculata SAG 38.85 (52,81±4,56% LT) as que 



41 
 

apresentaram maior produtividade de LN (p < 0,05). Relativamente ao género 

Monodopsis, não foram observadas diferenças estatisticamente significativas entre as 

4 estirpes (p < 0,05).  

Contudo, verificaram-se diferenças estatisticamente significativas no género 

Microchloropsis ao fim de 10 dias de cultivo sendo a estirpe M. gaditana CCMP 1775 a 

que apresentou maior concentração de LN (p < 0,05) 
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Figura 16. Composição de frações lipídicas presentes em amostras de lípido total de 14 estirpes Eustigmatophyceae; LN – Lípidos neutros; GL – Glicolípidos; FL – Fosfolípido. 
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Ao fim de 30 dias de cultivo a concentração de lípidos neutros (Figura 16) 

variou entre 33,33±1,07% LT e 70,02±1,42% LT correspondendo os valores mais 

elevados às estirpes M. gaditana CCMP 1775 e Tetraplekton sp. ACOI 2650ni com 

70,02±1,42% LT e 59,63±6,48% LT respetivamente (p < 0,05). Os valores mais baixos 

de LN foram obtidos pelas culturas de G. sculpta ACOI 1852 (37,74±7,14% LT), M. 

subterranea SAG 848-1 (35,89±2,19% LT), M. unipapilla SAG 8.83 (38,63±0,46% LT), 

Monodopsis sp. SAG 4769ni (36,16±1,45% LT) e M. unipapilla ACOI 2938 

(33,33±1,07% LT) (p < 0,05). Entre as estirpes pertencentes ao género Monodopsis 

não foram observadas diferenças estatisticamente significativas na concentração de 

LN ao fim de 30 dias de cultivo (p < 0,05). Dentro do género Microchloropsis foram 

observadas diferenças estatisticamente significativas ao fim de 30 dias de crescimento 

sendo M. gaditana CCMP 1775 a estirpe que alcançou o maior valor de LN (p < 0,05).  

 Relativamente à concentração de glicolípidos (GL), não foram observadas 

diferenças estatisticamente significativas entre 10 e 30 dias de cultivo com exceção de 

Eustigmatos sp. ACOI 4864ni, M. subterranea SAG 848-1, M. gaditana CCMP 1775 e 

V. helvetica ACOI 299 cuja produção de GL mostrou ser superior ao fim de 10 dias (p 

< 0,05). A concentração de GL ao fim de 10 dias de crescimento variou entre 

16,09±1,70% LT e 35,51±1,50% LT, sendo C. aquilonaris ACOI 2424, Dioxys sp. ACOI 

2029, M. unipapilla ACOI 2938, M. gaditana CCMP 1775 e M. salina SAG 40.85 os 

cultivos que apresentaram os valores mais baixos (p < 0,05). Entre as estirpes 

pertencentes ao género Monodopsis foram observadas diferenças estatisticamente 

significativas na concentração de GL ao fim de 10 dias de crescimento apresentando 

M. unipapilla ACOI 2938 o valor mais baixo e distinto das restantes estirpes (M. 

subterranea SAG 848-1, M. unipapilla SAG 8.83, Monodopsis sp. SAG 4769ni) cuja 

produção de GL foi superior e semelhante entre todas. Dentro do género 

Microchloropsis não foram observadas diferenças estatisticamente significativas ao fim 

de 10 dias de cultivo (p < 0,05).A 30 dias de crescimento a concentração de GL variou 

entre 11,26±0,26% LT e 33,84±1,07% LT, sendo os valores mais elevados 

correspondentes aos cultivos de M. unipapilla SAG 8.83 (32,76±3,60% LT) e M. 

unipapilla ACOI 2938 (33,84±1,07% LT) (p < 0,05). As estirpes com valores mais 

baixos de GL foram as M. gaditana CCMP 1775 (11,26±0,26% LT) e M. salina SAG 

40.85 (14,15±0,00% LT) (p < 0,05). Dentro do género Monodopsis e Microchloropsis 

não foram observadas diferenças estatisticamente significativas na concentração de 

GL ao fim de 30 dias de cultivo (p < 0,05).   

Por último, a concentração de fosfolípidos (FL) não apresenta diferenças 

estatisticamente significativas entre 10 e 30 dias de cultivo, com exceção de M. 

subterranea SAG 848-1, M. unipapilla ACOI 2938, Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419 
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e Tetraplekton sp. ACOI 2650ni (p < 0,05). M. subterranea SAG 848-1 produziu 

quantidades mais elevadas de FL ao fim de 30 dias de crescimento enquanto M. 

unipapilla ACOI 2938, Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419 e Tetraplekton sp. ACOI 

2650ni apresentaram maiores produções de FL ao fim de 10 dias de cultivo (p < 0,05). 

A concentração de FL presente em cultivos com 10 dias de crescimento variou entre 

20,47±0,73% LT e 46,83±2,60% LT, sendo a maior concentração de FL representada 

pela estirpe M. unipapilla ACOI 2938 (46,83±2,60% LT) (p < 0,05). Entre as estirpes 

pertencentes ao género Monodopsis verificaram-se diferenças estatisticamente 

significativas na concentração de FL ao fim de 10 dias de cultivo, mais concretamente 

no cultivo de M. unipapilla ACOI 2938 cuja concentração apresentou-se diferente e 

mais elevada comparativamente a todas as outras culturas (p < 0,05). M. subterranea 

SAG 848-1, M. unipapilla SAG 8.83 e Monodopsis sp. ACOI 4769ni apresentam 

valores mais baixos e idênticos entre si. Para além de Monodopsis observaram-se 

também diferenças estatisticamente significativas dentro do género Microchloropsis ao 

fim de 10 dias de crescimento sendo M. salina SAG 40.85 a estirpe com maior 

concentração de FL (32,13±0,53% LT) (p < 0,05). A 30 dias de crescimento a 

concentração de FL variou entre 16,77±0,24% LT e 39,53±0,57% LT com Eustigmatos 

sp. ACOI 4864ni, G. sculpta ACOI 1852, M. subterranea SAG 848-1, M. unipapilla 

SAG 8.83, Monodopsis sp. ACOI 4769ni, M. unipapilla ACOI 2938 e M. salina SAG 

40.85 a apresentarem os valores mais elevados de FL (p < 0,05). A 30 dias de cultivo 

não foram observadas diferenças estatisticamente significativas dentro dos géneros 

Monodopsis e Microchloropsis (p < 0,05). 
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4.1 Crescimento de culturas baseado na densidade celular  

Neste trabalho, as estirpes Nannochloropsis oculata SAG 38.85, M. salina ACOI 

40.85 e M. gaditana CCMP 1775 foram selecionadas como modelos de comparação 

uma vez que a maioria dos estudos orientados para a biotecnologia de microalgas são 

realizados com o género Nannochloropsis e espécies pertencentes a este género que 

foram recentemente segregados no género Microchloropsis (Sukenik et al., 1989; 

Fawley et al., 2015; Karthikaichamy et al., 2017). 

Para uma melhor compreensão do ciclo de crescimento dos diferentes géneros 

pertencentes à classe Eustigmatophyceae foram selecionadas 5 estirpes (C. 

aquilonaris ACOI 2424, G. sculpta ACOI 1852, M. gaditana CCMP 1775, 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni e V. helvetica ACOI 299) e o seu crescimento 

monitorizado em condições de cultivo autotrófico (Figuras 9 a 13). Para tal determinou-

se a densidade celular das culturas (cél/mL) dado que este método de análise permite 

obter uma estimativa mais realista do estado da cultura através da contagem de 

células viáveis presentes na amostra.  

A partir da análise das diferentes curvas de crescimento verificaram-se que todas 

as estirpes apresentaram uma curva sigmóide típica do crescimento de microalgas em 

cultivo “batch” (Richmond, 2003) composta por fase de latência, fase exponencial, fase 

estacionária e fase de declínio (Andersen, 2005; Barsanti and Gualtieri, 2006). Ao 

comparar as cinco curvas de crescimento realizadas observa-se que, ao contrário de 

G. sculpta ACOI 1852, V. helvetica ACOI 299, C. aquilonaris ACOI 2424 e P. sp. ACOI 

2419ni, a estirpe M. gaditana CCMP 1775 não possui fase de latência, iniciando desta 

forma a sua fase exponencial de crescimento imediatamente após a inoculação 

(Figura 11). A fase de latência envolve um crescimento mínimo da cultura provocado 

por processos de adaptação fisiológica das células ao meio de cultura (Barsanti and 

Gualtieri, 2006). A duração desta fase está relacionada com a densidade celular inicial, 

o estado fisiológico e a capacidade de adaptação ao meio de cultura pelas estirpes 

(Andersen, 2005; Lee et al., 2015). Dependendo destes fatores a duração desta fase é 

diferente podendo até ser inexistente. A densidade celular inicial pode ser um dos 

fatores que explica a inexistência de fase de latência em M. gaditana CCMP 1775 

(Figura 11), uma vez que foi a estirpe com a qual se iniciou o crescimento com maior 

número de células viáveis. De entre as restantes estirpes, C. aquilonaris ACOI 2424 é 

a que tem menor duração de fase de latência (2 dias) e mais uma vez verifica-se que é 

a estirpe com maior número de células inicial (Figura 9).  

Relativamente à fase exponencial observaram-se diferentes durações consoante a 

estirpe em questão. Esta fase é responsável pela rápida produção de biomassa, é a 

fase em que ocorre a multiplicação do número de células até se atingir a fase de 
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crescimento máximo e resulta da presença de nutrientes em excesso, potencial 

genético da microalga, composição do meio de cultura e condições de crescimento 

(Kobayashi et al., 1997; Chen et al., 2011). A estirpe Pseudostaurastrum sp. ACOI 

2419ni (Figura 12) foi a que apresentou um crescimento mais rápido, possuindo uma 

fase exponencial mais curta (4 dias), seguida de M. gaditana CCMP 1775 (5 dias), C. 

aquilonaris ACOI 2424 (7 dias), G. sculpta ACOI 1852 e V. helvetica ACOI 299, sendo 

estas últimas duas com 8 dias de duração de fase exponencial de crescimento. 

Verifica-se que a duração desta fase também está relacionada com a taxa de 

multiplicação do número de células (Wood et al., 2005; Garcia et al., 2013). 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni embora seja a alga com o crescimento mais 

rápido apresentando a menor duração de fase exponencial (2 dias), é também a alga 

que tem menor taxa de multiplicação (2X). Ao contrário da situação verificada em 

Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni, a estirpe G. sculpta ACOI 1852 é a que cresce 

mais lentamente apresentando uma duração de fase exponencial de 8 dias, contudo 

tem uma taxa de multiplicação de 85X.  

Posteriormente segue-se uma fase estacionária fortemente marcada pela 

estabilização do crescimento celular provocado pela acumulação de produtos 

inibidores de metabolismo, esgotamento de nutrientes essenciais e desvio da energia 

fotossintética da divisão celular para a sintetização e acumulação de hidratos de 

carbono e lípidos (Richmond, 2003; Chen et al., 2011) ao mesmo tempo que surge um 

aumento de produção de enzimas específicas para a adsorção de nutrientes (Piorreck 

et al., 1984; Hu et al., 2008; Yeh and Cheng, 2012). G. sculpta ACOI 1852 foi a estirpe 

que apresentou a fase estacionária mais curta (10 dias) (Figura 10) comparativamente 

às restantes culturas, sendo também a única a apresentar uma fase de declínio no 

período de tempo considerado. A fase de declínio caracteriza-se por apresentar um 

crescimento negativo resultante da acumulação de produtos de excreção tóxicos, 

esgotamento de nutrientes, perturbação de pH ou contaminações e, 

consequentemente, alteração da utilização da energia fotossintética para produção de 

lípidos (Barsanti and Gualtieri, 2006; Hu et al., 2008; Lee et al., 2015). Esta fase nem 

sempre é iniciada visto que as células possuem capacidade de manter-se viáveis por 

longos períodos de tempo devido às suas reservas endógenas (Richmond, 2003; 

Rocha et al., 2003). 

 

4.2 Produção de biomassa baseada em peso seco e densidade celular 

Da extração e quantificação da biomassa celular através do método baseado em 

peso seco (Figura 14), verificou-se uma maior produção da mesma ao fim 30 dias de 

crescimento em condições não otimizadas para todas as estirpes em estudo. Uma vez 
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que o peso seco reflete essencialmente a capacidade que as microalgas têm em 

alcançar dimensões celulares elevadas quando estas são adultas (Rocha et al., 2003), 

já se previa a existência de maior quantidade de biomassa em culturas com 30 dias. A 

biomassa celular é um parâmetro suscetível a erros causados por impurezas 

presentes na amostra como por exemplo o sal (Zhu and Lee, 1997; Sarrafzadeh et al., 

2015). Por esta razão torna-se imperativo a utilização de soluções pré-determinadas 

para a lavagem da biomassa retida no filtro de papel de modo a remover sais, 

nutrientes e outras impurezas que possam alterar o peso final da amostra (Strickland 

and Parsons, 1968; Rocha et al., 2003). Neste estudo optou-se pela utilização de água 

destilada para a lavagem da biomassa. No entanto podem também ser utilizadas 

soluções isotónicas de sal de amónio (Wikfors et al., 1992; Brown and Farmer, 1994), 

0,9% de cloreto de sódio (Hu and Richmond, 1994), água do mar (Akimoto et al., 1990; 

Spriharan et al., 1991) ou sal de amónio e cloreto de sódio (Henderson et al., 1988). 

Os valores de biomassa seca obtidos neste estudo a 10 e 30 dias de crescimento vão 

de encontro à bibliografia existente para N. salina (Fakhry and Maghraby, 2015), N. 

oculata (Wan et al., 2011) e para estirpes pertencentes a outras classes (Rodolfi et al., 

2009; Huerlimann et al., 2010). É de salientar que os valore obtidos neste estudo para 

as estirpes pertencentes a Nannochloropsis e Microchloropsis superaram os referidos 

em Huerlimann et al., (2010), Lim et al., (2012) e Fakhry and Maghraby, (2015) para os 

mesmos géneros. Como foi mencionado anteriormente, os géneros Nannochloropsis e 

Microchloropsis foram cultivados de modo a serem comparados com as restantes 

estirpes uma vez que estes são conhecidos por serem bons produtores de biomassa e 

lípidos (Sukenik et al., 1989; Harun et al., 2010; Fakhry and Maghraby, 2015). 

Contudo, em condições não otimizadas, os valores mais elevados de produção de 

biomassa baseada em peso seco pertenceram aos cultivos a 30 dias de Eustigmatos 

sp. ACOI 4864ni (0,78±0,03 g/L) e Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni (0,69±0,04 

g/L). Estes valores são inferiores aos encontrados na bibliografia para outras espécies 

de Eustigmatos nas quais se obtêm produções de biomassa entre 7,9 e 8.34 g/L 

(Zhang et al., 2012; Gao et al., 2018) contudo, é de salientar que estes valores se 

obtiveram em condições de cultivo otimizadas e a otimização das condições de cultivo 

resulta numa maior produção de biomassa (Sukenik, 1991).  

Relativamente ao método baseado em densidade celular (Tabela 6), verificou-se 

uma vez mais maior produção de biomassa em todas as culturas com 30 dias de 

crescimento com exceção de C. aquilonaris ACOI 2424, M. unipapilla ACOI 2938, M. 

gaditana CCMP 1775 e V. helvetica ACOI 299. A quantificação com base em 

densidade celular é um método relativamente preciso, contudo demorado (Rocha et 

al., 2003). Requer a contagem de células com auxílio de um hemocitómetro e 
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microscópio ótico invertido e evidencia maioritariamente estirpes de rápido 

crescimento (Rocha et al., 2003). Esta observação pode ser facilmente confirmada 

através da consulta dos valores presentes na tabela 6 que demonstram culturas de 

rápido crescimento (Nannochloropsis e Microchloropsis) (Sukarni et al., 2014) como 

melhores produtoras de biomassa. Neste caso, M. salina SAG 40.85, M. gaditana 

CCMP 1775 e N. oculata SAG 38.85 alcançaram densidades celulares superiores aos 

valores encontrados para os mesmos géneros (Huerlimann et al., 2010; Lim et al., 

2012). É de salientar que os géneros Monodopsis, Eustigmatos e Characiopsis 

demonstram valores de produção de biomassa com base em densidade celular 

bastante similares aos obtidos para os géneros Nannochloropsis e Microchloropsis 

indicando mais uma vez o interesse biotecnológico que outros géneros da classe 

Eustigmatophyceae podem ter. As restantes estirpes em estudo com exceção de 

Tetraplekton sp. ACOI 2650ni apresentaram densidades celulares que vão de 

encontro com os estudos realizados por Huerlimann et al., (2010) e Lim et al., (2012). 

Comparando ambos os métodos de quantificação de biomassa utilizados, verifica-se 

uma discrepância enorme de resultados. As estirpes com valores de produção de 

biomassa mais elevados não coincidem nos dois métodos de avaliação usados. Como 

já foi mencionado anteriormente, ambos os métodos baseiam-se em parâmetros 

diferentes de avaliação e, como tal, é importante realizar uma prévia reflexão e 

seleção do método mais indicado tendo em conta os objetivos finais do trabalho. Neste 

trabalho temos diferentes géneros em estudo com morfologias e processos de divisão 

celular diferentes entre si. Verificou-se que o método da quantificação da biomassa 

com base em densidade celular foi o mais indicado dando uma perspetiva mais 

realista, uma vez que envolve a contagem de células sem discriminação de tamanho, 

peso ou produtos metabólicos.  

 

4.3 Produção de lípido total 

Após a extração de lípido total e respetiva quantificação (Figura 15) verificou-se 

que a maioria das estirpes apresenta maior produção de lípido total após 10 dias de 

cultivo. Estas observações não vão de encontro ao esperado. A produção/acumulação 

de lípidos é geralmente maior em células mais velhas uma vez que, após a fase 

exponencial de crescimento, a energia fotossintética é naturalmente desviada da 

divisão celular para a acumulação de lípidos (Hu et al., 2008; Xu et al., 2018). 

Contudo, certas microalgas podem apresentar produções lipídicas mais elevadas em 

culturas mais jovens como se pode observar no estudo realizado por Huerlimann et al., 

(2010). É de salientar que fatores como a resposta e adaptação das culturas ao meio 

de cultura, a curva de crescimento, densidade celular (associada a um aumento do 
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sombreamento e bloqueamento da luz nas zonas mais profundas da cultura) e 

potencial intrínseco necessitam de ser considerados para uma correta avaliação do 

potencial lipídico (Richmond, 2000; Huerlimann et al., 2010). A metodologia de 

extração e quantificação lipídica é também um fator que pode resultar em valores 

diferentes de lípido total (Li et al., 2014). Como já foi mencionado anteriormente, 

Nannochloropsis e Microchloropsis são géneros fortemente estudados e reconhecidos 

pelo seu ótimo potencial lipídico (Sukenik, 1991; Wang et al., 2012; Ming, 2014). Por 

esta razão, já se previa que as produções de lípido total mais elevadas 

correspondessem às estirpes de M. gaditana CCMP 1775, M. salina SAG 40.85 e N. 

oculata SAG 38.85. Destaca-se aqui que os valores obtidos neste estudo para M. 

gaditana CCMP 1775 foram superiores ou idênticos aos obtidos por Chiu et al., (2008) 

e Wang and Wang (2011) cujas produções variaram entre 22,7±1,9% BS e 29,7±2,0% 

BS e 17,2±0,2% BS e 22,7±0,8% BS. Para além do elevado potencial lipídico de 

Nannochloropsis e Microchloropsis, verificou-se também que existe outro género com 

um potencial idêntico ou superior na produção de lípido total como é o caso de C. 

aquilonaris ACOI 2424. A sua produção lipídica ao fim de 10 dias foi de 33,40±1,13% 

BS, o que torna esta microalga a melhor produtora de lípidos neste estudo. Contudo, 

já foram observados valores mais elevados de lípido total, em condições otimizadas, 

para Eustigmatos cf. polyphem (Gao et al., 2018) e Vischeria stellata (Gao et al., 

2016). Como resultado, é esperado um aumento do interesse biotecnológico por parte 

da comunidade científica em relação a outros géneros pertencentes a esta classe. Os 

restantes valores de lípido total vão de encontro aos encontrados na bibliografia para 

as microalgas em geral (Rodolfi et al., 2009; Huerlimann et al., 2010) e para outros 

géneros da classe Eustigmatophyceae (Gao et al., 2016; Gao et al., 2018; Bellou and 

Aggelis, 2012). É de relembrar que este estudo foi realizado em condições não 

otimizadas e, como já mencionado, a produção lipídica pode ser melhorada quando 

usadas condições de crescimento otimizadas (Chisti, 2007; Mata et al., 2010). Como 

exemplo, temos o estudo realizado por Breuer et al., (2012) cuja cultura de Chlorella 

cultivada em meio com e sem azoto sofreu um aumento de 28% BS para 70% BS de 

lípido total, respetivamente. 

 

4.4 Produtividade lipídica 

De modo a analisar a produtividade lipídica, calcularam-se as respetivas 

produtividades lipídicas (g/L/d) (Tabela 7) mediante o peso seco das suas biomassas 

(g/L) (Figura 14), conteúdo de lípido total (% BS) (Figura 15) e tempo de cultivo (10 

dias/ 30 dias). De acordo com os valores apresentados na tabela 7, verifica-se que a 

maior produtividade ocorre em culturas com 10 dias de crescimento. Como foi 
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mencionado anteriormente, já seria de esperar o grande potencial de Nannochloropsis 

e Microchloropsis contudo, C. aquilonaris ACOI 2424 e M. unipapilla ACOI 2938 

surpreenderam pelo seu elevado potencial lipídico uma vez que estas alcançaram 

produtividades lipídicas superiores às de M. salina SAG 40.85 ao fim de 10 dias de 

cultivo. Apesar de Nannochloropsis e Microchloropsis demonstrarem um elevado 

conteúdo de lípido total tanto a 10 como a 30 dias de cultivo, a sua biomassa baseada 

em peso seco revelou ser baixa em culturas a 10 dias de crescimento. Por esta razão, 

após os cálculos efetuados, C. aquilonaris ACOI 2424 e M. unipapilla ACOI 2938 

apresentaram os valores mais elevados observados. Num estudo efetuado por Rodolfi 

et al., (2009) também se verificaram produtividades lipídicas elevadas em estirpes 

pertencentes ao género Monodopsis comparativamente a Nannochloropsis, com 

valores distintos aos observados no nosso estudo. Todos os valores correspondentes 

à produtividade lipídica a 10 e 30 dias de cultivo vão de encontro aos mencionados 

para as diversas microalgas encontradas nos estudos de Rodolfi et al., (2009), 

Huerlimann et al., (2010) e Lim et al., (2012). De salientar que as produtividades de 

Nannochloropsis e Microchloropsis, em condições não otimizadas, superaram os 

valores referidos para Nannochloropsis nos trabalhos mencionados anteriormente. 

 A 30 dias de cultivo a produtividade lipídica máxima alcançada (0,47±0,02 g/L/d) 

foi menor contudo, observaram-se aumentos da mesma por parte de algumas estirpes. 

O aumento deve-se essencialmente à maior produção de biomassa observada a 30 

dias de cultivo. Apesar de C. aquilonaris ACOI 2424 e M. unipapilla ACOI 2938 

demonstrarem as melhores produtividades observadas a 10 dias, foi verificado um 

decréscimo das mesmas a 30 dias de crescimento. Esta observação pode ser 

explicada como resposta a possíveis alterações metabólicas causadas pela presença 

e acumulação de produtos de excreção tóxicos, esgotamento de nutrientes e/ou 

perturbações no pH (Barsanti and Gualtieri, 2006; Hu et al., 2008; Lee et al., 2015). 

Relativamente às culturas cuja produtividade lipídica sofreu um aumento a 30 dias de 

cultivo, destacam-se as estirpes pertencentes aos géneros Nannochloropsis e 

Microchloropsis. De salientar que, uma vez mais, os valores anteriormente 

mencionados são superiores a muitos encontrados em bibliografias para 

Nannochloropsis e outras Eustigmatophyceae (Rodolfi et al., 2009; Huerlimann et al., 

2010; Gao et al., 2016; Wang et al., 2018). A produtividade lipídica pode ser 

aumentada quando usadas condições de crescimento que proporcionem uma maior 

produção de biomassa e, consequentemente lípido total. O enriquecimento de culturas 

com CO2, aumento de horas de luz (Li et al., 2008; Rodolfi et al., 2009) e 

disponibilidade em azoto (Illman et al., 2000; Li et al., 2008) fazem com que a 

otimização da produtividade lipídica seja possível.  
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4.5 Quantificação e qualificação das frações lipídicas 

Da separação e quantificação das frações lipídicas, verificou-se que para cada 

alga não se observaram diferenças na produção/acumulação de lípidos neutros entre 

10 e 30 dias de cultivo. Nas microalgas, os lípidos neutros são a principal fonte de 

reserva de energia das células (Guschina and Harwood, 2009; Wang et al., 2016). Por 

esta razão, seria de esperar que à medida que o tempo de cultivo aumenta houvesse 

um consequente aumento da produção/acumulação de lípidos neutros (Gao et al., 

2018) contudo, com exceção de M. gaditana CCMP 1775 tal não se verificou. Como já 

discutido anteriormente, neste estudo também se verificou que ao invés de aumentar o 

lípido total com o aumento do tempo de cultura, este diminui em grande parte das 

estirpes. Esta observação pode ser uma explicação para o não aumento da 

produção/acumulação de lípidos neutros pelas estirpes ao longo do tempo, uma vez 

que o aumento do lípido total está diretamente relacionado com a acumulação de 

lípido neutro (Gao et al., 2018). Verificou-se também que de uma forma geral todas a 

culturas apresentam uma maior quantidade de lípidos neutros em comparação com as 

outras frações. A dominância de lípidos neutros no perfil lipídico das microalgas é 

comum e frequentemente observada (Gao et al., 2016). Esta fração lipídica é 

composta maioritariamente por triacilglicerídeos (TAG) e é nestes que reside o maior 

interesse biotecnológico devido às suas propriedades que possibilitam a sua utilização 

para a sintetização de biocombustíveis de terceira e quarta geração através do 

processo de transesterificação (Solovchenko, 2012). M. gaditana CCMP 1775 foi a 

estirpe que apresentou a maior quantidade de lípido neutro seguido de C. aquilonaris 

ACOI 2424, Dioxys sp. ACOI 2029 e N. oculata SAG 38.85. Como já referido 

anteriormente Nannochloropsis e Microchloropsis são géneros reconhecidos pelo seu 

potencial lipídico, em especial pela acumulação de elevadas quantidades de lípido 

neutro (Sukenik, 1991; Wang et al., 2012) sendo de esperar os resultados obtidos. 

Contudo, neste estudo verificou-se que existem outros géneros com um potencial 

idêntico na produção/ acumulação de lípidos neutros como são o caso dos géneros 

Characiopsis e Dioxys. Os valores de lípidos neutros obtidos vão de encontro aos 

referidos na bibliografia realizada por Ma et al., (2016) e para outras estirpes da classe 

Eustigmatophyceae (Gao et al., 2016; Gao et al., 2018). A concentração de lípidos 

neutros é diretamente influenciada pelas condições de cultivo, nomeadamente pelas 

condições de stress como é o caso da carência de azoto, que promove um aumento 

bastante significativo de lípidos neutros (Tornabene et al., 1983). É de salientar que os 

valores obtidos neste estudo para M. gaditana CCMP 1775 a 30 dias de cultivo 

(70,02±1,42% LT) e em condições não otimizadas foram superiores e/ou idênticos aos 
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obtidos por Ma et al., (2016) cuja produção variou entre 23 e 58% LT e Xiao et al., 

(2013) com produções de 69,7% LT.  

No caso dos glicolípidos e fosfolípidos, também se verificou que para cada alga 

não há diferenças na produção/acumulação destas classes de lípidos entre 10 e 30 

dias de cultivo, com algumas exceções. Os lípidos polares (glicolípidos e fosfolípidos) 

fazem parte da composição das membranas celulares e participam em atividades de 

modulação e em trocas de energia, sinais e substâncias (Wang et al., 2016). As 

microalgas tendem a alterar o seu metabolismo lipídico consoante o tempo de cultivo 

aumenta (Guschina and Harwood, 2009) e, como resultado, a concentração de lípidos 

neutros aumenta ao mesmo tempo que os glicolípidos e fosfolípidos reduzem (Zhang 

et al., 2012). Este aspeto mais uma vez não se verificou para os glicolípidos e 

fosfolípidos de grande parte das estirpes em estudo. Eustigmatos sp. ACOI 4864ni, M. 

subterranea SAG 848-1, M. gaditana CCMP 1775 e V. helvetica ACOI 299 foram as 

únicas estirpes em que se observou uma diminuição dos glicolípidos de 10 para 30 

dias de cultivo. No caso dos fosfolípidos tal apenas se verificou para M. unipapilla 

ACOI 2938, Pseudostaurastrum sp. ACOI 2419ni e Tetraplekton sp. ACOI 2650ni. 

Estas diferenças nos resultados podem ser explicadas pelo método de separação das 

frações lipídicas escolhido. O método de extração em fase sólida é um método rápido 

e simples mas, tal como todos os métodos possui algumas limitações (Christie and 

Han, 2012). No nosso caso, um dos problemas que se observaram na utilização desta 

técnica foi que algumas vezes ficava amostra presa na coluna de sílica após todas as 

extrações previstas, indicando possíveis perdas de frações lipídicas ao longo do 

processo. Os valores de glicolípidos e fosfolípidos obtidos são de uma forma geral 

superiores aos encontrados na bibliografia para o mesmo tempo de cultivo (Gao et al., 

2016; Gao et al., 2018), sendo os valores de glicolípidos ao fim de 10 e 30 dias de 

cultivo bastante similares aos obtidos em culturas muito jovens (3 dias de cultivo). 

Culturas jovens sintetizam elevadas quantidades de glicolípidos e fosfolípidos uma vez 

que as microalgas sintetizam estes lípidos polares para constituírem parte das 

membranas fotossintéticas e de organelos (Gao et al., 2016). Neste estudo as estirpes 

de Monodopsis foram as que apresentaram maior quantidade de glicolípidos e 

fosfolípidos. Tal como acontece nos lípidos neutros, o teor de glicolípidos pode variar 

dependendo das condições de cultivo, aumentando com a carência em azoto (Damiani 

et al., 2010; Wang et al., 2016) e limitação em fósforo (Liang et al., 2012; Wang et al., 

2016). Os glicolípidos e fosfolípidos são compostos geralmente por grandes 

quantidades de ácidos gordos polinsaturados (PUFA) ω3 e ω6 com propriedades 

benéficas para nutrição e saúde humana e animal e apresentam na sua constituição 

componentes com atividade antitumoral, antimicrobiana e anti-inflamatória que podem 
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ser usados como fitoquímicos nas indústrias de farmacêutica e cosmética (Costa et al., 

2016).
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Nas condições de cultivo estabelecidas verificou-se que as estirpes produziram 

mais biomassa ao fim de 30 dias de cultivo, tendo Eustigmatos sp. ACOI 4864ni 

apresentado o valor mais elevado de produção de biomassa baseado em peso seco 

(0,78±0,03 g/L). Ao contrário do que seria de esperar, a maioria das estirpes 

apresentou um maior conteúdo lipídico ao fim de 10 dias de cultivo, com a espécie 

Characiopsis aquilonaris ACOI 2424 a provar ter um potencial lipídico superior aos 

reconhecidos géneros Nannochloropsis e Microchloropsis, mesmo em condições não 

otimizadas. O fracionamento do lípido total revelou que em todas as estirpes há 

dominância dos lípidos neutros tanto a 10 como a 30 dias de cultivo, revelando mais 

uma vez o potencial desta classe.  

Até onde se sabe, este foi o primeiro estudo de lípidos que envolveu a utilização 

de diferentes géneros desta classe, contribuindo para o conhecimento do potencial 

biotecnológico de outros géneros pertencentes à classe Eustigmatophyceae. Uma vez 

que o interesse biotecnológico nesta classe se centraliza essencialmente nos géneros 

Nannochloropsis e Microchloropsis esperamos com este trabalho ter mostrado que o 

valor da classe pode ser muito superior ao que se conhece, e ter despertado a 

atenção da comunidade científica para outros géneros nomeadamente, Characiopsis. 

Em conclusão, este estudo reforça a posição das eustigmatoficeas como uma 

classe de microalgas com potencial biotecnológico muito promissor no que respeita 

aos lípidos.  
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