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RESUMO 

 

A microalga Haematococcus pluvialis tem despertado grande interesse pelo seu 

conteúdo celular, principalmente astaxantina e lipídios, sendo comumente cultivada para 

produção de biocombustível, contudo, para que essa produção seja sustentável faz-se 

necessário o uso de métodos de extração lipídica eficientes e o aproveitamento da biomassa 

residual. O presente estudo tem como objetivo avaliar métodos de pré-tratamento para a 

extração de lipídios e analisar a biomassa residual da microalga H. pluvialis. A microalga foi 

cultivada em sistema mixotrófico e semi-contínuo, sendo inoculadas a 10% do volume, 

partindo de tubos de ensaio de 40 mL até volumes de 20L, tendo seu crescimento 

acompanhado através de microscópio óptico, coletando-se a biomassa na fase de macrozoóide 

(vegetativa) e aplanósporo (cística). Essas amostras foram centrifugadas (3500 g por 15 

minutos) e liofilizadas, sendo determinada a produtividade em biomassa seca e submetidas à 

extração lipídica. A extração ocorreu por método químico, utilizando como solvente o 

clorofórmio:metanol, e teve como métodos de pré-tratamento: biomassa com 

clorofórmio:metanol sob ultrassom (BCMU), biomassa com clorofórmio:metanol sob 

radiação γ (BCMR) e biomassa seca sob radiação γ (BSR); nas fases vegetativa e cística do 

ciclo de vida, em triplicata. Após extração lipídica, a biomassa residual foi seca e submetida 

às análises quantitativas de proteínas, nas fases vegetativa e cística, e astaxantina, apenas na 

fase cística, todos em triplicata. A produtividade em biomassa seca foi de 0,135 ± 0,07 g L
-1 

na fase vegetativa e de 0,317±0,04 g L
-1

 na cística. O conteúdo lipídico total foi maior na fase 

vegetativa (P<0,05), sendo em média 0,113 ± 0,02 g e na fase cística 0,076 ± 0,02 g, com 

rendimento médio de 16% e 11% do peso seco, respectivamente, sendo o método BCMR o de 

maior rendimento, nas duas fases. Quanto à concentração de astaxantina na biomassa residual 

da fase cística, observou-se sua preservação ao utilizar o método BSR (76,2 ± 11,5
 
mg L

-1
), 

sendo semelhante à biomassa bruta (79,0 ± 6,8 mg L
-1

), enquanto a biomassa residual dos 

demais métodos apresentou baixa concentração de astaxantina (BCMU: 10,07 ± 2,0
 
e BCMR: 

10,3 ± 2,3). Já o conteúdo proteico foi em média de 44,26 ± 2,29% do peso seco para a fase 

vegetativa e 19,9 ± 2,17% para a cística, não diferenciando significativamente (P>0,05) para a 

biomassa residual, proveniente da extração lipídica com os diferentes métodos de pré-

tratamento, e a biomassa bruta. Portanto, o método de extração lipídica com irradiação gama 

foi eficiente para as células vegetativas de H. pluvialis, principalmente em biomassa com 

clorofórmio:metanol (BCMR); contudo, considerando a preservação da astaxantina na 

biomassa residual, constatou-se como melhor método a irradiação gama em biomassa seca 



 

(BSR). Ademais, foi possível atestar que independente do método de extração lipídica, a 

biomassa residual apresentou-se como excelente fonte proteica, nas duas fases do ciclo de 

vida. Este é o primeiro estudo a utilizar radiação gama como método de pré-tratamento de 

biomassa algal para extração lipídica.  

  

 Palavras-chave: Extração de lipídios. Irradiação gama. Astaxantina. Mixotrófico.  



 

ABSTRACT 

   

The microalgae Haematococcus pluvialis has aroused great interest in its cellular 

content, mainly astaxanthin and lipids, and is commonly cultivated for the production of 

biofuel. However, for this production to be sustainable, it is necessary to use efficient lipid 

extraction methods and the use of residual biomass. The present study aims to evaluate 

pretreatment methods for the extraction of lipids and to analyze the residual biomass of the 

microalgae H. pluvialis. The microalgae was cultivated in a mixotrophic and semi-continuous 

system, being inoculated to 10% of the volume, starting from 40 mL test tubes to 20L 

volumes, and its growth was monitored through an optical microscope, collecting the biomass 

in the macrozooide phase (vegetative) and aplanospore (cystic) phase. These samples were 

centrifuged (3500 g for 15 minutes) and lyophilized, being determined the productivity in dry 

biomass and submitted to lipid extraction. The extraction was by chemical method, using 

chloroform:methanol as solvent, and had pre-treatment methods: biomass with 

chloroform:methanol under ultrasound (BCMU), biomass with chloroform:methanol under γ-

radiation (BCMR) and dry biomass under γ-radiation (BSR); in the vegetative and cystic 

phases of the life cycle, in triplicate. After lipid extraction, the residual biomass was dried and 

submitted to quantitative analysis of proteins, in the vegetative and cystic phases, and 

astaxanthin, only in the cystic phase, all in triplicate. The dry biomass yield was 0.135 ± 0.07 

g L
-1

 in the vegetative phase and 0.317 ± 0.04 g L
-1

 in the cystic. The total lipid content was 

higher in the vegetative phase (P <0.05), with a mean of 0.113 ± 0.02 g and in the cystic 

phase 0.076 ± 0.02 g, with a mean yield of 16% and 11% of the dry weight, respectively, with 

the BCMR method being the one with the highest yield in both phases. Regarding the 

astaxanthin concentration in the residual biomass of the cystic phase, it was observed its 

preservation using the BSR method (76.2 ± 11.5 mg L-1), similar to the crude biomass (79.0 

± 6.8 mg L-1), while the residual biomass of the other methods presented low astaxanthin 

concentration (BCMU: 10.07 ± 2.0 and BCMR: 10.3 ± 2.3). The protein content was, on 

average, 44.26 ± 2.29% of the dry weight for the vegetative phase and 19.9 ± 2.17% for the 

cystic, not significantly different (P> 0.05) for the residual biomass, from the lipid extraction 

with the different pretreatment methods, and the crude biomass. Therefore, the lipid extraction 

method with gamma irradiation was efficient for the vegetative cells of H. pluvialis, mainly in 

biomass with chloroform:methanol (BCMR). However, considering the preservation of 

astaxanthin in the residual biomass, gamma irradiation in dry biomass (BSR) was the best 



 

method. In addition, it was possible to attest that independent of the lipid extraction method, 

the residual biomass presented as an excellent protein source, in the two phases of the life 

cycle. This is the first study to use gamma radiation as an algal biomass pretreatment method 

for lipid extraction. 

 

Keywords: Lipids extraction. Gamma irradiation. Astaxanthin. Mixotrophic.  
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1 INTRODUÇÃO  

 

As microalgas são seres microscópicos, fotossintetizantes, capazes de capturar energia 

solar e converter dióxido de carbono em biocompostos tais como, proteínas, aminoácidos, 

lipídios, ácidos graxos polinsaturados e carotenoides, favorecendo a sua aplicação em várias 

áreas biotecnológicas,  como na aquicultura, indústria farmacêutica, biomedicina, área de 

alimentos, biorremediação, biofixação de CO2 e produção de biocombustíveis (KATIYAR et 

al., 2017). No entanto, a capacidade de produzir tais moléculas depende da espécie e das 

condições de cultivo empregadas, como temperatura, pH, salinidade, luminosidade e meio de 

cultura (GEORGE et al., 2014). A microalga Haematococcus pluvialis (Chlorophyta) possui 

grande importância pelo seu conteúdo celular e sua capacidade de produzir astaxantina, sendo 

comumente cultivada para a extração desse carotenoide e para a produção de biocombustível, 

por ser uma excelente fonte lipídica, acumulando ácidos graxos, principalmente ácido oleico 

(desejável para o biodiesel), concomitantemente à produção de astaxantina, acionada através 

de um fator de estresse no cultivo, como luminosidade, temperatura e fonte de carbono 

(DORIA et al., 2018; DAMIANI et al., 2010).  

Os biocombustíveis surgem como alternativa diante do cenário atual, onde se faz 

necessário reduzir o uso de combustíveis fósseis e as emissões de carbono, a fim de uma 

produção de energia sustentável, sendo as microalgas uma fonte promissora na obtenção de 

óleo para esse fim (SHUBA e KIFLE, 2018). Comparando com as culturas terrestres, as 

microalgas possuem maior produtividade de biomassa, rápido crescimento, baixa necessidade 

de renovação de água em seu cultivo, uso de menores extensões de área e não se utiliza de 

contaminantes (pesticidas ou herbicidas), requerendo apenas luz solar, água e nutrientes 

(ENAMALA et al., 2018). Contudo, a capacidade de produzir grandes quantidades de lipídios 

e possuir o perfil de ácidos graxos requerido para produção de biocombustíveis, é intrínseca à 

espécie, condições e tempo de cultivo, além do estágio do ciclo de vida da microalga 

(FOTEINIS et al., 2018).  

Os custos relacionados à produção de biocombustível por microalga estão associados 

ao cultivo da microalga, colheita da biomassa, extração e processamento do óleo (WU et al., 

2018). Dentre esses, o método de extração lipídica possui destaque, devendo ter baixo custo 

efetivo, ser rápido, eficiente e causar baixa degradação dos lipídios, fundamental não apenas 

para o processo produtivo, bem como para assegurar a qualidade do óleo (ENAMALA et al., 

2018). Os métodos de extração de lipídios mais utilizados são os químicos, podendo também 
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ser uma combinação com os métodos físicos. Na extração química utilizam-se diferentes 

solventes, como clorofórmio, metanol, hexano e etanol; devendo ser barato, de baixa 

toxicidade, puro, imiscível em água e seletivo, para evitar extração de compostos indesejáveis 

(RAMLUCKAN et al., 2014). Dentre os métodos físicos há utilização, principalmente, de 

ultrassom (através de jatos de alta pressão e velocidade, formando forças de cisalhamento) e 

micro-ondas (radiação eletromagnética que interage com moléculas polares, aquecendo a 

biomassa), sendo estes, métodos de pré-tratamento celular, para posterior uso de solvente 

(MUBARAK et al., 2015).  

Outro método físico de pré-tratamento celular pode ser através de irradiação gama, 

pois se tem demonstrado seu uso na degradação de polissacarídeos de algas, como açúcar, 

alginato, carragenana e laminarina (YOON et al., 2012), podendo causar o rompimento ou 

despolimerização da estrutura de polissacarídeos e assim, ser um método efetivo de pré-

tratamento da biomassa para extração de óleo. Contudo para microalgas, não há estudos que 

demonstrem o uso de irradiação com essa finalidade, apenas no acúmulo de lipídios e 

expressão de genes reguladores envolvidos na biossíntese lipídica (TALE et al., 2018), na 

elevação do valor nutritivo e atividade antioxidante (SHABANA et al., 2017), além de atuar 

melhorando a taxa de crescimento e o rendimento de astaxntina em H. pluvialis (CHENG et 

al., 2016).  

Após a extração do óleo para produzir biocombustível, a biomassa algal resultante 

pode ser utilizada para a geração de energia ou outros combustíveis líquidos e gasosos (CHIA 

et al., 2018), como também na indústria de alimentos, nutracêutica e farmacêutica, por possuir 

ampla variedade de biomoléculas em sua composição, tais como, proteínas, carboidratos, 

vitaminas, pigmentos e antioxidantes, podendo garantir a sustentabilidade da produção de 

biocombustíveis a partir de microalgas (CHEW et al., 2017; CHEN et al., 2018). 

 

1.1 OBJETIVOS  

1.1.1 Objetivo Geral 

Avaliar métodos de pré-tratamento para a extração de lipídios e analisar a biomassa 

residual da microalga Haematococcus pluvialis. 

 

1.1.2 Objetivos Específicos 

 Avaliar a produtividade em biomassa seca da H. pluvialis cultivada em sistema 

mixotrófico, nas fases vegetativa e cística da microalga; 
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 Avaliar a eficiência dos métodos de pré-tratamento celular utilizando radiação gama e 

ultrassom, nas fases vegetativa e cística do ciclo de vida da H. pluvialis; 

 Determinar a concentração de proteínas da biomassa residual proveniente da extração 

de lipídios, nas fases vegetativa e cística da H. pluvialis; 

 Determinar a concentração de astaxantina da biomassa residual proveniente da 

extração de lipídios na fase cística da H. pluvialis.  
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 MICROALGAS E SUAS APLICAÇÕES BIOTECNOLÓGICAS 

Microalgas são organismos microscópicos presentes em ecossistemas aquáticos 

(marinhos ou dulciaquícolas) e terrestres (úmidos), com grande variedade de espécies, 

incluindo clorofíceas, dinoflagelados, crisofíceas e diatomáceas, que se adaptam a diferentes 

condições ambientais (RIZWAN et al., 2018), produzindo biomassa a partir da absorção da 

luz solar, da captura do CO2 e do meio aquático, além de contribuir na produção de oxigênio 

atmosférico (SINGH et al., 2011). Sendo assim, são utilizadas para monitoramento de 

substâncias tóxicas ambientais, biorremediação, bioensaios e mitigação das emissões de CO2 

(NAYAK et al., 2016).   

Diante da variedade de espécies de microalgas, há uma gama de aplicações 

biotecnológicas oriundas dos compostos produzidos pelas mesmas. Dentre esses compostos 

estão os diferentes tipos de pigmentos (clorofilas e carotenoides), lipídios, ácidos graxos poli-

insaturados, esteróis, peptídeos e vitaminas (MORENO-GARCIA et al., 2017), sendo 

comercialmente utilizadas em nutrição humana e animal, produtos cosméticos, fármacos, 

antimicrobianos, antivirais, antibacterianos, anticancerígenos, antioxidantes, pigmentos, 

biocombustíveis e biofertilizantes para extração de moléculas de alto valor (SUGANYA et al., 

2016; RIZWAN et al., 2018). Contudo, a produção desses biocompostos depende da espécie e 

das condições de cultivo a qual está sendo submetida, como temperatura, pH, luminosidade, 

meio de cultura e sistema de cultivo (GEORGE et al., 2014). 

O cultivo pode ser realizado em sistema autotrófico, quando se utiliza de carbono 

inorgânico e luz como fontes de energia; heterotrófico, mediante inserção de carbono 

orgânico e fonte de energia orgânica, na ausência de luz; e mixotrófico, na presença de 

carbono orgânico e inorgânico, luz e compostos orgânicos como fontes de energia (PEREZ-

GARCÍA e BASHAN, 2015). Algumas espécies, como Arthrospira platensis, Chlorella 

vulgaris e Haematococcus pluvialis são capazes de crescer em todas essas condições, 

podendo inclusive haver aumento na biomassa e na produção de moléculas orgânicas, quando 

cultivadas em sistema heterotrófico e mixotrófico (PEREZ-GARCÍA e BASHAN, 2015; 

RIZWAN et al., 2018).  

Dentre os compostos produzidos por esses microrganismos, os lipídios possuem 

grande participação, podendo incluir lipídios neutros e polares, ésteres de cera, esteróis, 

hidrocarbonetos e derivados fenólicos, como tocoferóis, terpenos, quinonas e derivados 
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pirrólicos, tais como clorofilas (NAIK et al., 2010). As algas sintetizam ácidos graxos 

principalmente por esterificação de lipídios de membrana à base de glicerol, o que constitui 

cerca de 5-20% do peso seco de célula, esses podem formar cadeia média (C10-C14), cadeia 

longa (C16-C18) e cadeia muito longa (≥C20) (HU et al., 2008). Hidrocarbonetos e outros tipos 

de lipídios neutros são encontrados em algas com uma quantidade inferior a 5% (LEE e 

LOEBLICH, 1971).  

A capacidade de produção de lipídios em microalga é intrínseca à espécie e à cepa, 

variando também com as condições de cultivo (DAMIANI et al., 2010). Para algumas 

espécies de microalgas, condições desfavoráveis de crescimento, como alta salinidade (LIU e 

LIN, 2001), escassez de nitrogênio (ZHEKISHEVA et al., 2002) e alta intensidade luminosa 

(GORDILLO et al., 1998), podem causar o aumento do conteúdo lipídico. Assim como, a fase 

do cultivo e o estágio do ciclo de vida podem mudar essa composição (FIDALGO et al., 

1998; SHAH et al., 2016). 

 

2.2 BIOLOGIA, CULTIVO E APLICAÇÕES DA Haematococcus pluvialis 

A microalga Haematococcus pluvialis pertence à Divisão Chlorophyta, Classe 

Chlorophyceae, Ordem Volvocales e Família Haematococcaceae (HOEK et al., 1995). Seu 

ciclo de vida possui quatro estágios, com morfologias distintas: microzoóides, macrozoóides 

(zoósporos) e palmela, pertencentes à fase vegetativa verde e, hematocistos ou aplanósporos, 

referente à fase encistada vermelha (SHAH et al., 2016). As células vegetativas flageladas 

(Figura 4A), microzoóides e macrozoóides (diferenciadas pelo tamanho), predominam sob 

condições de cultura favoráveis no estágio inicial do crescimento vegetativo, com crescimento 

rápido. Sob condições desfavoráveis, os macrozoóides começam a perder flagelos e 

expandem seu tamanho, formando uma estrutura de múltiplas camadas à medida que se 

desenvolvem em palmelas (Figura 4B) não móveis; com o estresse ambiental contínuo e a 

cessação da divisão celular, a palmela se transforma em aplanósporo (Figura 4C, 4D), 

apresentando uma bainha trilaminar espessa e rígida e uma parede celular secundária de 

material resistente à acetólise (HAGEN et al., 2002). 
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(a) Célula móvel vegetativa verde (Zoósporos); (b) Célula Palmela vegetativa verde; (c) Células Palmela 

acumulando astaxantina, em transição para aplanósporos; (d) Hematocistos ou Aplanósporos.  

  

A H. pluvialis possui a capacidade de crescer sob condições de cultivo autotrófico, 

heterotrófico e mixotrófico (GÖKSAN et al. 2011, ZHANG et al., 2016; PANG e CHEN, 

2017). Tem-se demonstrado que seu cultivo em meio mixotrófico, resulta em maiores taxas de 

crescimento, produtividade de biomassa e produção de astaxantina (PARK et al., 2014; 

PANG e CHEN, 2017), utilizando o acetato de sódio como principal fonte de carbono 

orgânico (OROSA et al., 2005). Ademais, é adotado um sistema dividido em duas fases: a 

primeira denominada fase verde, onde se obtém o máximo crescimento celular em menor 

tempo de cultivo; e a segunda fase denominada de indução, onde ocorre a síntese e acúmulo 

de astaxantina (AFLALO et al., 2007).   

Essa espécie possui grande interesse pelo seu conteúdo celular e, principalmente, pela 

sua capacidade de produzir o carotenoide astaxantina (KIM et al., 2018). A síntese de 

astaxantina (3,3′‐dihidroxi‐β,β‐caroteno‐4, 4′‐diona) está relacionada a mudanças 

morfológicas, fisiológicas e bioquímicas nas células, devido a fatores como alta luminosidade, 

presença de nutrientes e suas concentrações nos meios de cultura, dentre eles a baixa 

concentração de nitrogênio e o acréscimo de fontes de carbono orgânico (NUNES et al., 2013; 

DORIA et al., 2018). Esse carotenoide é amplamente utilizado na indústria farmacêutica, 

nutracêutica, de cosméticos e de alimentos, por ter propriedades antioxidante, anti-

inflamatória, antitumoral, antidiabética e imunomoduladora, além de ser utilizada na 

aquicultura, tanto para pigmentação quanto para melhorar a resposta imune e o desempenho 

zootécnico de camarões e peixes (DING et al., 2018; XIE et al., 2018).  

Figura 1 - Imagens microscópicas de H. pluvialis ao longo do seu ciclo de vida. 

(a) (b) 

(c) (d) 
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Além da astaxantina, representando cerca de 4% do conteúdo celular no estágio 

cístico, possui em sua composição altas concentrações de proteínas, carboidratos e lipídios, 

variando de acordo com o modo de cultivo e a fase do ciclo de vida (CHEKANOV et al., 

2014; SHAH et al., 2016).  Na fase verde, o conteúdo de proteínas e de carboidratos varia 

entre 24-45% e 15-17% do peso seco, respectivamente e, no estágio vermelho, de 20-23% e 

37-74%, respectivamente (RECHT et al., 2012; KIM et al., 2015). Enquanto a concentração 

de lipídios totais pode chegar até 25% na fase vegetativa e 37% na fase cística (SHAH et al., 

2016). O acúmulo de lipídios ocorre de modo mais expressivo durante a formação dos 

aplanósporos, induzido por fatores de estresse, como limitação de nutrientes, alta intensidade 

de luz e fontes de carbono orgânico, simultaneamente à produção de astaxantina 

(ZHEKISHEVA et al., 2002; SAHA et al., 2013; ANDRULEVICIUTE et al., 2014).  

Quanto ao perfil de ácidos graxos, são semelhantes tanto sob condições controle 

quanto sob estresse, sendo os principais componentes: os ácidos oleico (18:1n9c), palmítico 

(16:0), linoleico (18:2n6c), esteárico (18:0), linolênico (18:3n3) e linolelaídico (18:2n6t) 

(DAMIANI et al., 2010; BILBAO et al., 2016). Assim como em outras espécies de 

clorofíceas, os ácidos palmítico e oleico são os ácidos graxos saturado e monoinsaturado, 

respectivamente, predominantes em H. pluvialis, tanto na fase vegetativa quanto cística (HU 

et al., 2008). O perfil adequado de ácidos graxos, predominantemente saturados com pequeno 

ou médio comprimento de carbonos, e seu alto conteúdo lipídico faz com que essa microalga 

seja comumente cultivada também para produção de biocombustível (DAMIANI et al., 

2010; NIGAM e SINGH, 2011; SAHA et al., 2013). 

Entretanto, para que essa produção seja viável faz-se necessário o uso de métodos 

eficientes de extração de lipídios, levando em conta a estrutura da parede celular, 

principalmente, na fase cística, onde possui forma mais espessa e resistente contra ataques 

mecânicos e químicos, diminuindo a biodisponibilidade dos compostos acumulados (HAGEN 

et al., 2002). Essa parede é composta de uma bainha trilaminar de algaenano, abaixo da qual 

se encontra uma camada secundária composta em grande parte de celulose e manose em um 

arranjo homogêneo e, a camada terciária com celulose e manose dispostos de forma 

heterogênea (HAGEN et al., 2002; PRAVEENKUMAR et al., 2015). Portanto, técnicas 

eficazes de ruptura da parede celular devem ser empregadas (KIM et al., 2016), como também 

a aplicação de novos métodos deve ser avaliada. 
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2.3 PRODUÇÃO DE BIOCOMBUSTÍVEIS 

O aumento populacional aliado à maior demanda de energia provocou grande 

necessidade em produzir biocombustíveis, evitando-se o uso de combustíveis fósseis, devido 

ao esgotamento dos recursos e ao acúmulo dos gases do efeito estufa no meio ambiente 

(SINGH et al., 2011). Contudo, a viabilidade da produção de biocombustíveis de primeira 

geração é questionável devido ao conflito com a oferta de alimentos, como também, o uso de 

oleaginosas, resíduos de óleo de cozinha e gorduras animais para produzir biodiesel, não é 

capaz de substituir o combustível fóssil (SONG et al., 2008), surgindo como alternativa viável 

o uso de microalgas (KHAN et al., 2009).  

Esses microrganismos possuem grande potencial de substituir completamente os 

combustíveis fósseis, pois, diferente das oleaginosas, possuem a capacidade de crescer 

rapidamente, dobrando sua biomassa em 24 horas; muitas espécies possuem alto conteúdo 

lipídico, excedendo 80% do peso da biomassa seca; e utiliza-se de menores áreas, 

apresentando produtividade de óleo entre 58 700 e 136 900 L ha
-1

, enquanto a soja apresenta 

produtividade de aproximadamente 446 L ha
-1

 (SPOLAORE et al., 2006; CHISTI, 2007). 

Além dessas vantagens, são capazes de causar efeito positivo no ambiente, uma vez que 

absorve grande quantidade de CO2, auxiliando na diminuição dos gases do efeito estufa. 

A produção de biocombustível por microalga esbarra em custos relacionados ao 

cultivo, à colheita da biomassa, à extração dos lipídios e ao processamento do óleo (WU et al., 

2018). Sendo a etapa de extração, uma das mais importantes, que pode comprometer a 

economia da produção (GULDHE et al., 2014). Portanto, para escolher o método mais 

apropriado, deve-se considerar, a composição da parede celular e a natureza do composto 

desejado (RIZWAN et al., 2018), custo efetivo, velocidade e eficiência do processo, além da 

manutenção da integridade dos lipídios, fundamental para a qualidade do óleo (ENAMALA et 

al., 2018).  

A extração dos lipídios é realizada através de métodos químicos, físicos, ou a 

combinação destes, sendo o uso de pressão mecânica combinada a solventes químicos, o mais 

comumente utilizado em escala comercial (SHUBA e KIFLE, 2018). A extração química por 

solventes é um método rápido e eficiente, de baixa degradação dos lipídios, podendo utilizar-

se de diferentes solventes, como clorofórmio, metanol, hexano, etanol, benzeno e éter; 

devendo ser barato, de baixa toxicidade, puro, imiscível em água e seletivo, para evitar 

extração de compostos indesejáveis (RAMLUCKAN et al., 2014).  
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Os métodos mais comumente utilizados são os de Bligh e Dyer (1959) e Folch (1957), 

utilizando um solvente polar e um apolar (metanol e clorofórmio, respectivamente) para 

extrair as frações lipídicas correspondentes das células (KUMARI et al., 2011). Em 

substituição ao metanol se utiliza também o etanol, embora seja considerado um solvente 

eficaz para a extração de lipídios, também pode ser usado para a extração de alguns outros 

contaminantes celulares, por exemplo, açúcares, aminoácidos, sais, proteínas hidrofóbicas e 

pigmentos (RIZWAN et al., 2018). As desvantagens do uso de solvente em escala comercial 

são: o requerimento de entrada extra de energia e o potencial de contaminação, restringindo 

assim as opções para seu uso final (SHUBA e KIFLE, 2018).  

 

2.3.1 Métodos de pré-tratamento celular  

Contudo, para melhor eficiência na extração faz-se necessário o uso de métodos de 

pré-tratamento das células (Figura 2), precedendo o uso dos solventes. Novas metodologias 

com maior rendimento, tempo de tratamento reduzido e baixo custo, cada vez mais estão 

sendo empregadas; seja utilizando métodos mecânicos, físicos, térmicos ou químicos 

(KHANRA et al., 2018). Ainda assim, outras técnicas devem ser avaliadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

            

           Fonte: Adaptado de ONUMAEGBU et al. (2018).  
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Os métodos mecânicos como, moagem por esferas (bead milling) e homogeneizador 

de alta pressão, aumentam a eficiência de ruptura das células, e mesmo possuindo alto custo e 

grande consumo de energia são comercialmente utilizados no pré-tratamento de microalgas 

(GÜNERKEN et al., 2015) e macroalgas (TEDESCO et al., 2014; ONUMAEGBU et al., 

2018). O processo de moagem por esferas ocorre pela colisão de esferas minúsculas girando 

em alta velocidade (ONUMAEGBU et al., 2018), devendo-se haver o controle da temperatura 

para a efetiva desintegração das células (BALASUNDARAM et al., 2012). Já o 

homogeneizador de alta pressão consiste em uma ou duas bombas de deslocamento que 

forçam a suspensão de células sob uma alta pressão (até 400 MPa) através de um orifício que 

colide contra a válvula do assento, as células são então espalhadas pela superfície do assento 

e, eventualmente, colidem com o anel de impacto (LEE et al., 2012). 

A extração por solvente aliada às técnicas físicas de ruptura celular (ultrassom ou 

micro-ondas) resulta em melhor rendimento, pois facilitam o contato entre lipídios e 

solventes, reduzem o uso de produtos químicos tóxicos e o tempo de extração, quando 

comparadas às técnicas convencionais (GULDHE et al., 2014). No método de ultrassom, as 

ondas sonoras formam bolhas de cavitação em meio líquido que, após o colapso, geram 

energia química e mecânica, desorganizando a parede celular das microalgas (VYAS et al., 

2010). Enquanto na técnica de micro-ondas (Figura 2), a energia possibilita a rotação do 

dipolo molecular, que interrompe as ligações de hidrogênio fracas e provocam o movimento 

de íons dissolvidos, aumentando a penetração do solvente nas células (CRAVOTTO et al., 

2008). O pré-tratamento com irradiação por micro-ondas possibilita aquecimento uniforme e 

rápido, pouco consumo de solventes, tempo de extração curto, com alto rendimento e sem 

necessidade de tratamento adicional (DAI et al., 2014; GULDHE et al., 2014; 

ONUMAEGBU et al., 2018). 

 

 

 

 

 

                                Fonte: Adaptado de ONUMAEGBU et al. (2018). 

 

Figura 3 - Representação esquemática da técnica de pré-tratamento com micro-ondas. 
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Os tratamentos térmicos, com autoclave e secagem por pulverização, e o tratamento 

enzimático são considerados inapropriados para microalgas, por conta do alto custo, 

dificuldade de escalonamento e longo tempo de processamento (KHANRA et al., 2018).  

Enquanto, o uso de explosão à vapor, que consiste na exposição à temperaturas entre 180 e 

240 °C (1,03-3,45 MPa) seguido de despressurização repentina à condição ambiental, pode 

ser adequado para operação em larga escala, devido à facilidade de ruptura da parede celular, 

alta liberação de moléculas intracelulares, custo operacional relativamente baixo e não causar 

prejuízos ambientais (LORENTE et al., 2015). Todavia, o uso de técnicas combinadas de pré-

tratamento podem aumentar o rendimento lipídico, comparado ao uso de apenas uma técnica, 

contudo, esse processo é muito complexo e de alto custo (ONUMAEGBU et al., 2018). 

 

2.3.1.1 Radiação gama para pré-tratamento celular  

Os raios gama (γ) são a forma mais energética de radiação eletromagnética, 

apresentando desde alguns keV até alguns MeV e, são, portanto, mais penetrantes que outras 

radiações (KOVÁCS e KERESZTES, 2002). Por serem pertencentes à radiação ionizante, 

agem de duas formas: diretamente pela interação com moléculas biológicas, levando à 

excitação, lesão e cisão da estrutura polimérica, ou indiretamente pela interação com átomos 

ou moléculas, produzindo radicais livres nas células; podendo assim, danificar ou modificar 

componentes importantes das células, afetando morfologia, anatomia, bioquímica e fisiologia 

de vegetais, dependendo do nível de irradiação (WI et al., 2005, 2007; SINGH et al., 2016). O 

efeito da radiação sobre um microrganismo depende também dos fatores físicos e fisiológicos 

durante a irradiação, sendo mais sensíveis em solução líquida do que quando suspensos no 

estado congelado ou em condições secas, devido à imobilização ou a baixa formação dos 

radicais livres, de modo que o efeito indireto que eles causam é reduzido (SINGH et al., 

2016).  

A radiação γ é uma técnica eficaz para pré-tratamento de biomassa e quando esse 

método é combinado com outros (químicos, físicos) há um aumento na eficiência de todo o 

processo, produzindo os mesmos resultados usando doses menores (TORUN, 2017). As 

vantagens desse processo incluem temperatura moderada, tempo de reação curto, baixo 

impacto ambiental, baixo investimento de capital e poucos processos perigosos (WANG et al., 

2012; LIU et al., 2015; LI et al., 2016).  

É um método bastante utilizado para o pré-tratamento de biomassa lignocelulósica 

(Figura 5), composta basicamente por celulose, hemicelulose e lignina, cuja forte associação 
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existente entre esses compostos, dificulta a utilização desses materiais como matérias-primas 

para processos químicos e biotecnológicos, razão pela qual existe a necessidade do emprego 

de um método de pré-tratamento, de modo a modificar sua estrutura, reduzindo o grau de 

polimerização da celulose, podendo resultar na destruição de paredes celulares (YOON et al., 

2012; LI et al., 2016; TORUN, 2017). Por isso, é também utilizado na remoção de patógenos 

(FOLEY et al., 2002), esterilização de aloenxertos teciduais (SINGH et al., 2016) e hidrólises 

enzimáticas (LEE BM et al., 2017). Alguns estudos indicam seu uso na degradação de 

polissacarídeos, como alginato, carragenana e laminarina, em macroalgas, podendo causar o 

rompimento ou despolimerização da estrutura da parede celular (YOON et al., 2012; CHOI e 

LEE, 2017).  

Figura 4 - Esquema do pré-tratamento de biomassa lignocelulósica. 

 

 

 

 

 

 

Fonte: KUMAR et al. (2009). 

 

Contudo para microalgas, não há estudos que demonstrem o uso de radiação γ com 

essa finalidade, havendo relatos de sua atuação no acúmulo de lipídios e expressão de genes 

reguladores envolvidos na biossíntese lipídica (TALE et al., 2018), na elevação do valor 

nutritivo e atividade antioxidante (SHABANA et al., 2017) e, no aumento da taxa de 

crescimento e rendimento de astaxantina em H. pluvialis (CHENG et al., 2016). Levando em 

consideração seus efeitos em estruturas polissacarídicas, surge como um potencial método de 

pré-tratamento da biomassa algal para extração de lipídios. 

 

2.3.2  Modelo de Biorrefinaria de algas  

Uma das sugestões para enfrentar os problemas econômicos dos biocombustíveis a 

base de algas é a possibilidade de aplicar-se o conceito de biorrefinaria (Figura 3), produção 

de biocombustíveis e coprodutos de alto valor, pela integração de bioprocessamento e 

tecnologias químicas apropriadas, de baixo impacto ambiental e economicamente viável 
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(CHIST, 2007). As biorrefinarias são encontradas em setores amplamente difundidos em 

escala industrial, permitindo que se concentrem no processamento de múltiplos produtos 

(CHEW et al., 2017), onde a integração das configurações de produção pode ser aplicada para 

produzir produtos de valor agregado, lucrando com uma única fonte de matéria-prima 

(MONCADA et al., 2015).  

As biorrefinarias de algas objetivam extrair e separar produtos comerciais da biomassa 

algal, seja proteínas, carboidratos, pigmentos ou coprodutos do processamento dos lipídios 

(NAIK et al., 2010; ZHU, 2015). Nesse sentido, a biomassa residual dos processos de 

produção de biodiesel, logo após extração dos lipídios, rica em carboidratos e proteínas 

(SHUBA e KIFLE, 2018), pode ser utilizada para produzir alimentos ricos em proteínas para 

consumo animal (BRUTON et al., 2009), metano por digestão anaeróbica para gerar a energia 

elétrica necessária nas instalações de produção de biomassa de microalgas (CHIST, 2007), 

fertilizante orgânico (MATA et al., 2010), como fonte de carbono em indústrias de 

fermentação (CHEW et al., 2017), entre outros. No entanto, faz-se necessário o uso de 

técnicas adequadas, que promovam uma extração eficiente e não causem danos às outras 

frações da biomassa (VANTHOOR-KOOPMANS et al., 2013).    

As características da H. pluvialis fazem dela uma cepa adequada para o 

desenvolvimento de biorefinarias de algas que produzem produtos de alto valor e moléculas 

de biocombustível. Após a extração simultânea do produto de alto valor (astaxantina) e 

produto de biocombustível (triglicerídeos), a biomassa residual pode ser utilizada como 

matéria-prima suplementar para a produção de biogás usando digestão anaeróbica que 

ajudaria ainda mais na extração de energia residual deste bioprocesso integrado (SHAH et al., 

2016).  
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Figura 5 – Modelo de Biorrefinaria de algas. 

Fonte: Adaptado de NAIK et al. (2010) 
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RESUMO 26 

 27 

O presente estudo tem como objetivo aplicar a radiação gama como método de pré- 28 

tratamento celular para extração lipídica e determinar as concentrações de proteínas e 29 

astaxantina na biomassa residual da Haematococcus pluvialis. A microalga foi cultivada em 30 

sistema mixotrófico, coletando-se a biomassa na fase de macrozoóide (vegetativa) e 31 

aplanósporo (cística), sendo centrifugada, liofilizada, determinada a produtividade em 32 

biomassa seca e submetida à extração lipídica. As extrações ocorreram por método químico, 33 

utilizando clorofórmio:metanol, e teve como métodos de pré-tratamento: biomassa com 34 

clorofórmio:metanol sob ultrassom (BCMU), biomassa com clorofórmio:metanol sob 35 

radiação γ (BCMR) e biomassa seca sob radiação γ (BSR). Após extração, a biomassa 36 

residual foi submetida às análises de proteínas e astaxantina. A produtividade em biomassa 37 

seca foi de 0,135 ± 0,07 g L
-1 

na fase vegetativa e de 0,317 ± 0,04 g L
-1 

na cística. O conteúdo 38 

lipídico total foi maior na fase vegetativa, com rendimento médio de 16% do peso seco, 39 

enquanto na fase cística obteve 11%, sendo o método BCMR superior, para as duas fases. 40 

Quanto à concentração de astaxantina na biomassa residual observou-se sua preservação ao 41 

utilizar o método BSR (76,2 ± 11,5
 
mg L

-1
), sendo semelhante à biomassa bruta. Portanto, o 42 

método de extração lipídica com irradiação gama foi eficiente para as células vegetativas de 43 

H. pluvialis, principalmente em biomassa com clorofórmio:metanol; contudo, se considerada 44 

a preservação da astaxantina na biomassa residual, constatou-se como melhor método o BSR. 45 

Ademais, foi possível atestar que independente do método de extração lipídica, a biomassa 46 

residual apresentou-se como excelente fonte proteica. 47 

 48 

Palavras-chave: Extração de lipídios; Irradiação gama; Astaxantina; Mixotrófico.  49 

 50 

51 
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ABSTRACT  52 

 53 

The present study aims to apply gamma radiation as a cellular pretreatment method for 54 

lipid extraction and to determine the protein and astaxanthin concentrations in the residual 55 

biomass of Haematococcus pluvialis. The microalgae was cultivated in a mixotrophic system, 56 

the biomass being collected in the macrozooide phase (vegetative) and aplanospore (cystic) 57 

phase, being centrifuged, lyophilized, determined the yield in dry biomass and submitted to 58 

lipid extraction. The extraction was by chemical method, using chloroform:methanol, and had 59 

pre-treatment methods: biomass with chloroform:methanol under ultrasound (BCMU), 60 

biomass with chloroform:methanol under γ-radiation (BCMR) and dry biomass under γ-61 

radiation (BSR). After extraction, the residual biomass was submitted to protein and 62 

astaxanthin analyzes. The dry biomass yield was 0.135 ± 0.07 g L
-1

 in the vegetative phase 63 

and 0.317 ± 0.04 g L
-1

 in the cystic. The total lipid content was higher in the vegetative phase, 64 

with an average yield of 16% of the dry weight, while in the cystic phase it was 11%, and the 65 

BCMR method was superior for the two phases. Regarding astaxanthin concentration in the 66 

residual biomass, it was observed its preservation using the BSR method (76.2 ± 11.5 mg L
-1

), 67 

being similar to the crude biomass. Therefore, the lipid extraction method with gamma 68 

irradiation was efficient for the vegetative cells of H. pluvialis, mainly in biomass with 69 

chloroform:methanol. However, considering the preservation of astaxanthin in the residual 70 

biomass, BSR was the best method. In addition, it was possible to attest that independent of 71 

the lipid extraction method, the residual biomass presented as an excellent protein source. 72 

 73 

Keywords: Lipids extraction; Gamma irradiation; Astaxanthin; Mixotrophic.  74 

 75 
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1. Introdução  76 

A microalga Haematococcus pluvialis tem despertado grande interesse pelo seu 77 

conteúdo celular, sendo comumente cultivada para a extração do carotenoide astaxantina [1]. 78 

Além da astaxantina (3,3′‐dihidroxi‐β,β‐caroteno‐4, 4′‐diona), representando cerca de 4% do 79 

conteúdo celular no estágio vermelho, possui em sua composição altas concentrações de 80 

proteínas, carboidratos e lipídios, variando de acordo com o modo de cultivo e a fase do ciclo 81 

de vida, vegetativa ou cística [2]. O acúmulo de lipídios ocorre de modo mais expressivo 82 

durante a formação dos aplanósporos, simultaneamente à produção de astaxantina, 83 

principalmente em cultivos mixotróficos e induzido por fatores de estresse, como a privação 84 

de nutrientes no meio [3,4]. O alto conteúdo lipídico e o perfil adequado de ácidos graxos 85 

fazem com que essa microalga apresente potencial para produção de biocombustível [5]. 86 

A viabilidade da produção de biocombustível a partir de microalgas depende 87 

diretamente do método de extração, que deve proporcionar bom rendimento, possuir baixo 88 

custo efetivo e manter a integridade dos lipídios, sendo fundamental para o processo 89 

produtivo e para assegurar a qualidade do óleo [6]. O método mais utilizado em escala 90 

comercial é através de solventes, devendo esses serem de baixa toxicidade, puro, imiscível em 91 

água e seletivo, caracterizando assim, um método rápido e de baixa degradação dos lipídios 92 

[7]. Contudo, faz-se necessário o uso de métodos de pré-tratamento da biomassa, sejam eles: 93 

mecânicos, físicos, térmicos ou químicos; facilitando o contato entre lipídios e solvente, 94 

promovendo alto rendimento, tempo de tratamento reduzido e baixo custo [8]. 95 

Portanto, para que essa produção seja possível em H. pluvialis faz-se necessário o uso 96 

de métodos eficientes de pré-tratamento das células e de extração dos lipídios, levando em 97 

conta a estrutura da parede celular, principalmente, na fase cística, quando é constituída por 98 

uma bainha trilaminar de algaenano e duas camadas polissacarídicas, possuindo forma mais 99 

espessa e altamente resistente contra ataques mecânicos e químicos [9]. Surgindo assim, a 100 
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necessidade da aplicação de novos métodos de pré-tratamento, como o uso de radiação gama 101 

(γ), caracterizada como a forma mais energética de radiação eletromagnética, mostrando-se 102 

assim como um potencial método de pré-tratamento da biomassa algal, tendo em vista seus 103 

efeitos em modificar estruturas polissacarídicas [10,11,12]. 104 

Além disso, uma das alternativas para otimizar a produção de biocombustíveis a base 105 

de algas é a aplicação do conceito de biorrefinaria, aliando essa produção à extração de 106 

coprodutos de alto valor, como proteínas, carboidratos, clorofilas, carotenoides, metabólitos 107 

secundários ou subprodutos, como o proveniente do processamento dos lipídios [13,14]. Com 108 

essa biomassa residual, pós-extração lipídica, é possível produzir alimentos ricos em proteínas 109 

para consumo animal [15], polímero biodegradável [14], metano por digestão anaeróbica para 110 

gerar a energia elétrica necessária nas instalações de produção de biomassa de microalgas 111 

[16], fertilizante orgânico [17], entre outros.  112 

Visto que, a questão da eficiência energética e custo-efetividade da ruptura das células 113 

e extração dos lipídios são os principais desafios na comercialização de biocombustíveis de 114 

microalgas, surge a necessidade de novas pesquisas nessas áreas [8]. Assim, objetivou-se com 115 

o presente estudo aplicar a radiação gama como método de pré-tratamento celular 116 

previamente à extração lipídica e determinar o conteúdo de proteínas e astaxantina na 117 

biomassa residual da microalga H. pluvialis. 118 

2. Material e Métodos 119 

2.1. Delineamento experimental 120 

O experimento foi desenvolvido em escala laboratorial e dividido em três bioensaios: 121 

1- extração lipídica; 2- análise de astaxantina; 3- análise proteica. No primeiro bioensaio 122 

desenvolveu-se um delineamento bifatorial, sendo o fator 1 representado por três métodos de 123 

pré-tratamento celular: biomassa com clorofórmio:metanol sob ultrassom (BCMU), biomassa 124 

com clorofórmio:metanol sob radiação γ (BCMR) e biomassa seca sob radiação γ (BSR); 125 
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enquanto o fator 2 considerou as duas fases da microalga: vegetativa e cística; as interações 126 

entre os fatores representaram 6 combinações, em triplicata, totalizando 18 unidades 127 

experimentais. Enquanto no bioensaio 2, realizado apenas para a microalga na fase cística, foi 128 

desenvolvido um delineamento inteiramente casualizado de 4 tratamentos com 3 repetições, 129 

sendo os tratamentos: biomassa residual proveniente de extração lipídica utilizando três 130 

métodos de pré-tratamento (BCMU, BCMR e BSR) e biomassa bruta, que não foi submetida 131 

a pré-tratamento e extração lipídica (controle). Já no bioensaio 3, foi comparado o conteúdo 132 

proteico da biomassa residual proveniente da extração lipídica utilizando três métodos de pré-133 

tratamento celular (BCMU, BCMR e BSR) e da biomassa bruta, nas fases vegetativa e cística, 134 

através de delineamento bifatorial, representado por 8 combinações, em triplicata, totalizando 135 

24 unidades experimentais. 136 

O processo de obtenção do extrato lipídico e da biomassa residual de H. pluvialis, nas 137 

fases vegetativa e cística do ciclo de vida, está descrito na figura 1, sendo dividido nas etapas 138 

de: cultivo, obtenção da biomassa, extração lipídica e uso da biomassa residual. A partir da 139 

biomassa residual, quantificou-se o conteúdo proteico nas duas fases do ciclo de vida e 140 

obteve-se o conteúdo de astaxantina dos aplanósporos. 141 

 142 

 143 

 144 

 145 

 146 

 147 

 148 

 149 

 150 
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2.2. Cultivo da microalga 151 

A H. pluvialis foi obtida do banco de cepas do Laboratório de Produção de Alimento 152 

Vivo (LAPAVI), localizado no Departamento de Pesca e Aquicultura da Universidade 153 

Federal Rural de Pernambuco (UFRPE). O cultivo da microalga foi realizado em água doce 154 

previamente tratada e autoclavada, enriquecida com o meio de cultura Provasoli modificado, 155 

apresentando em mg L
-1

: 15 C3H7Na2O6P; 1,98 C2H3NaO2; 2,0 Extrato de levedura; 105 156 

NaNO3; 0,075 ZnCl2; 0,0015 CoCl2.2H2O; 3,0 H3BO3; 24,9 EDTA-Na2.2H2O; 0,15 157 

FeCl3.6H2O; 10,6 Fe(NH4)2(SO4)2.6 H2O; 0,6 MnCl2.4H2O.  158 

Biomassa seca 

na fase cística 

Biomassa seca na 

fase vegetativa 

Luz Meio de cultura  CO2 atmosférico 

 

Astaxantina 

Figura 1 - Fluxograma do processo de obtenção do extrato lipídico e da biomassa residual de H. 

pluvialis, nas fases vegetativa e cística do ciclo de vida.  

Acetona 

Centrifugação 

Liofilização  

Aplanósporos 

Limitação de nutrientes 

Radiação gama / Ultrassom 

+ Clorofórmio:metanol 

Extrato lipídico Biomassa residual 

Centrifugação 

Liofilização  

Radiação gama / Ultrassom 

+ Clorofórmio:metanol 
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 A microalga foi cultivada em sistema mixotrófico e semi-contínuo, sendo inoculadas a 159 

10% do volume, partindo de tubos de ensaio de 40 mL até volumes de 20L. Foram mantidas 160 

com aeração constante, em temperatura de 24±1 ºC, fotoperíodo integral e intensidade 161 

luminosa de 40 µmol fótons m
-2

 s
-1 

(lâmpadas fluorescentes de 40 W tipo “Daylight”). Tendo 162 

seu crescimento acompanhado diariamente, através de microscópio óptico (40x de aumento) 163 

com auxílio de câmera de Neubauer.  164 

2.3. Obtenção da biomassa 165 

A microalga foi coletada na fase de zoósporos (estado vegetativo) e na fase de 166 

aplanósporo (estado cístico), onde houve o acúmulo de astaxantina estimulado por fontes de 167 

carbono orgânico e pela privação de nutrientes que ocorre naturalmente ao longo do cultivo. 168 

Amostras de 40 mL foram centrifugadas a 3500 g por 15 minutos (22°C) e a biomassa úmida 169 

ficou armazenada a -20ºC até a etapa de liofilização. Após a secagem, as amostras foram 170 

pesadas para determinação da biomassa seca. 171 

2.4. Pré-tratamento celular 172 

O pré-tratamento celular com ultrassom, em frequência de 40 kHz e potência de 135 173 

W (em dois ciclos de 15 minutos), foi realizado em 0,7 g de biomassa liofilizada 174 

homogeneizada com 14 mL do solvente clorofórmio:metanol (1:1 v/v), em vórtex por 2 175 

minutos.  176 

A irradiação gama foi realizada no Departamento de Energia Nuclear da Universidade 177 

Federal de Pernambuco, utilizando 
60

Co raio-γ  com taxa de dose de 1,871 kGy/h e dose de 178 

5,0 kGy, sendo a radiação aplicada de dois modos: na biomassa seca e na biomassa 179 

homogeneizada com solvente clorofórmio:metanol (1:1 v/v). 180 

2.5. Extração de lipídios 181 

As extrações lipídicas foram realizadas adaptando metodologia desenvolvida por 182 

Bligh e Dyer [18], após o uso de três métodos de pré-tratamento celular, tanto para a biomassa 183 



35 

 

 

 

na fase vegetativa quanto na fase cística. Após o pré-tratamento, à biomassa seca irradiada 184 

(BSR) foi adicionado o solvente clorofórmio:metanol (1:1 v/v) e homogeneizado em vórtex 185 

por 2 minutos, seguindo as demais etapas como realizado para as amostras BCMU e BCMR, 186 

onde foram centrifugadas a 10.000 rpm por 15 minutos, coletou-se o sobrenadante e 187 

adicionou-se 5,25 mL de água Milli-Q, homogeneizando-o em vórtex por 2 minutos e 188 

centrifugando-o à 10.000 rpm por 5 minutos. Todo o conteúdo foi transferido para funis de 189 

separação e permaneceram por 1 hora, até a coleta da fração lipídica. A fração lipídica foi 190 

coletada em tubos de vidro previamente pesados que permaneceram em capela de fluxo até 191 

evaporação total do solvente. Após isso, os tubos foram pesados para o cálculo de rendimento 192 

lipídico (% peso seco), sendo em seguida armazenados a -20 °C protegidos da luz, assim 193 

como a biomassa residual.   194 

2.6. Concentração de astaxantina  195 

A determinação de astaxantina seguiu metodologia de Dong et al. [19], em que 5 mg 196 

de biomassa residual oriunda de extração lipídica com diferentes métodos de pré-tratamento e 197 

5 mg de biomassa bruta liofilizada (controle) foram tratadas com 1 mL de HCl (4M) e 198 

colocadas em estufa a 70°C por 2 minutos, sendo posteriormente arrefecidas e centrifugadas 199 

(5.000 × g; 5 minutos). A amostra tratada com HCl foi lavada duas vezes com água destilada, 200 

centrifugada (5.000 × g; 5 minutos), ressuspensa em 1 mL de acetona a 90% e submetidas a 201 

banho ultrassônico em gelo por 10 min. Posteriormente, a amostra foi novamente centrifugada 202 

(3500 × g; 5 minutos) e o extrato obtido foi armazenado em vials âmbar para quantificação 203 

em UPLC-MS. 204 

A cromatografia foi executada em um cromatógrafo líquido de ultra performance 205 

(UPLC) Acquity H-Class (Waters), sendo empregada uma coluna HSS T3 2,1 x 100 mm e 206 

tamanho de partícula de 1,8 µm. As fases móveis utilizadas consistiram de solução de 207 

Acetonitrila contendo 0,1% de ácido fórmico (eluente A), solução metanólica contendo 0,1% 208 



36 

 

 

 

de ácido fórmico (eluente B) e solução de acetato de etila contendo 0,1% de ácido fórmico, 209 

que foram bombeadas a uma vazão de 0,37 mL/min; a eluição foi realizada em modo 210 

isocrático (10% A/ 50% B/ 40% C) mantida por 5 minutos. Foram injetados dez microlitros 211 

de amostra e as temperaturas da coluna e do autoinjetor, foram mantidas a 40 ºC e 10 ºC, 212 

respectivamente. O sistema UPLC foi acoplado a um espectrômetro de massa single 213 

quadrupolo SQ Detector 2 (Waters). A voltagem do capilar foi de 1,5 Kv, a voltagem do cone 214 

50 V e a temperatura de dessolvatação foi de 350 °C, com fluxo de gás da fonte de 650 L/h. A 215 

aquisição dos dados foi feita em modo Selected Ion Recording (SIR), buscando a massa da 216 

astaxantina (597,35 Da), em ionização positiva. A aquisição dos cromatogramas e espectros 217 

de massas foi feita através do software MassLynx™ (Waters).  218 

2.7. Conteúdo proteico  219 

Para determinar o teor de proteína bruta foi utilizado o método de Kjeldahl [20], com 220 

fator de conversão de Nitrogênio (N=4,78) proposto para microalgas. Foram utilizados 100 221 

mg de biomassa residual e bruta, adicionando-se K2SO4, CuSO4 e H2SO4. A seguir foi feita a 222 

digestão ácida em bloco digestor, a 150 °C (30 min) e a 400 °C (2h30min), após resfriamento 223 

adicionou-se 10 mL de água destilada e 25 mL da solução de NaOH (40%), recolhendo o 224 

destilado (50 mL) em erlenmeyer contendo 10 mL de solução indicadora (ácido bórico, 225 

vermelho de metila e verde de bromocresol), titulando-se, em seguida, com solução de HCl 226 

(0,02N). Para determinar a quantidade de proteína bruta na amostra utilizou-se a fórmula: 227 

%PB = V x M x 14 x 100/A x 4,78, onde, V é o volume de HCl (0,02N) gasto na titulação, M 228 

é a concentração molar da solução de HCl e A é a quantidade da amostra utilizada (mg). 229 

2.8. Análises estatísticas 230 

As variáveis respostas dos tratamentos foram submetidas ao teste de homogeneidade 231 

das variâncias de Bartlett (P < 0,05) e também ao teste de normalidade de Shapiro-Wilk (P < 232 

0,05). Para os dados em que a ANOVA denotou diferença significativa, foi aplicado o teste de 233 
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comparação de médias de Tukey (P < 0,05) para estabelecer as diferenças entre as 234 

combinações e/ou as interações (ANOVA fatorial) e tratamentos (ANOVA um fator). Os 235 

dados que não obtiveram distribuição normal, mesmo após as transformações, foram 236 

submetidos aos testes de Kruskal-Wallis (P < 0,05) para ANOVA de um fator.  237 

3. Resultados e Discussão 238 

3.1. Produtividade em biomassa seca 239 

A obtenção da biomassa de H. pluvialis na fase vegetativa ocorreu na faixa 240 

estacionária de crescimento, na forma de macrozoóide, no quinto dia de cada ciclo de cultivo, 241 

tendo uma produtividade de 0,135±0,07 g L
-1

, superior ao resultado obtido por Sun et al. [21], 242 

que alcançaram produtividade de 0,116±0,01, em sistema mixotrófico com intensidade 243 

luminosa maior, sendo incrementada ao longo do cultivo partindo de 50 até 80 µmol fótons m
-

244 

2
 s

-1
. Já na fase cística a obtenção de biomassa em forma de aplanósporo ocorreu no oitavo dia 245 

com produtividade de 0,317±0,04 g L
-1

, valor superior ao encontrado na fase vegetativa, como 246 

justificado por Park et al. [22] e Pang e Chen [23], ao registrar maior produtividade de H. 247 

pluvialis na fase cística em sistemas mixotróficos, utilizando carbono orgânico e luz como 248 

fontes de energia.                                                                                      249 

A produtividade em biomassa seca de 0,317±0,04 g L
-1 

alcançada na fase cística é 250 

considerada significativa, visto que no presente cultivo utilizou-se intensidade luminosa de 40 251 

µmol fótons m
-2

 s
-1

, não houve inserção de CO2 e apresentou-se semelhante à produtividade 252 

obtida por Saha et al. [3] de 0,354 g L
-1

, ao utilizar meio de cultura BBM, tendo como fatores 253 

de estresse a privação de fosfato e baixa concentração de nitrato, com intensidade luminosa de 254 

80 µmol fótons m
-2

 s
-1

 (duas vezes maior). Por outro lado, este resultado foi inferior a 255 

produtividade de 0,865 g L
-1

 encontrada por Saha et al. [3] quando utilizaram o meio BBM, 256 

tendo como fatores de estresse a privação de fosfato e intensidade luminosa de 240 µmol 257 

fótons m
-2

 s
-1

 (seis vezes maior). Da mesma forma, Pang e Chen [23] utilizando como fontes 258 
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de carbono orgânico manose, frutose e acetato de sódio, em meio de cultura BG-11 259 

enriquecido com CO2 a 1%, obtiveram produtividades de 0,78±0,07, 0,81±0,05 e 0,89±0,02 g 260 

L
-1

, respectivamente, superiores a do presente experimento. 261 

3.2. Rendimento lipídico 262 

O conteúdo lipídico total variou significativamente (P<0,05) de acordo com a fase do 263 

ciclo de vida da H. pluvialis, sendo em média 0,113±0,02 g para a fase de zoósporo 264 

(vegetativa) e 0,076±0,02 g para a fase de aplanósporo (cística), com rendimento médio de 265 

16% e 11% do peso seco, respectivamente (Tabela 1). Como também, se diferenciou 266 

significativamente (P<0,05) baseado no método de extração aplicado, onde o BCMR resultou 267 

em maior conteúdo lipídico, de 0,1287±0,008 g para os zoósporos e, 0,0949±0,003 g para os 268 

aplanósporos, com rendimento de 18,7±0,006% e 13,7±0,004%, respectivamente (Tabela 1).    269 

 270 

Tabela 1 - Rendimento lipídico (% peso seco) utilizando diferentes métodos de pré-tratamento celular 271 

nas duas fases do ciclo de vida da H. pluvialis. 272 

 273 

Métodos de pré - tratamento 

celular 

Lipídios (% peso seco) 

Vegetativa Cística 

BCMU 15,7±0,011
bA

 10,3±0,002
bB

 

BSR 14,0±0,046
bA 

8,67±0,002
bB 

BCMR 18,7±0,006
Aa

 13,7±0,004
aB

 

Média de 3 repetições ± desvio padrão. Os valores médios entre os tratamentos em mesma 274 

coluna com letras minúsculas diferentes sobrescritas e em mesma linha com letras maiúsculas 275 

diferentes sobrescritas diferem significativamente (P < 0,05) por ANOVA fatorial e teste de 276 

Tukey. BCMU: biomassa com clorofórmio:metanol sob ultrassom; BSR: biomassa seca sob 277 

radiação γ; BCMR: biomassa com clorofórmio:metanol sob radiação γ.  278 

 279 

Na fase vegetativa, o conteúdo lipídico pode chegar até 25%, variando de acordo com 280 

as condições de cultivo: temperatura, pH, intensidade luminosa, meio de cultura e sistema de 281 

cultivo [2,5,24]. Contudo, no presente estudo, o rendimento lipídico de 16% é um resultado 282 
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positivo, devido às condições de cultivo serem diferentes das encontradas na literatura, 283 

quando há inserção de CO2 e alta intensidade de luz, entre 100 e 300 µmol fótons m
-2

 s
-1 

284 

[5,24]. Ao considerar os métodos de extração, todos foram adequados para as características 285 

morfológicas da espécie, principalmente baseando-se na composição de sua parede celular 286 

[25]. Nessa fase, os zoósporos possuem parede celular formada basicamente por celulose, 287 

biossintetizada durante a formação da parede primária, e por resíduos de algaenano, um 288 

biopolímero formado por ácidos dicarboxílicos, alcoóis e ácidos graxos (C22 – C26), resistente 289 

a diversos tratamentos químicos e enzimáticos [26,27]. Essas características revelam a 290 

necessidade de um pré-tratamento celular físico seguido do uso de agentes químicos, como os 291 

empregados no presente estudo. 292 

Na fase cística, o conteúdo lipídico dos aplanósporos foi inferior ao das células 293 

vegetativas (Tabela 1) e apresentou concentrações menores ao que é observado em sistemas 294 

de cultivo semelhantes, quando atingem até 37% do peso seco e acumulam-se 295 

concomitantemente à produção de astaxantina [2,5]. Os aplanósporos possuem em sua parede 296 

celular uma bainha trilaminar de algaenano, abaixo da qual se encontra uma camada 297 

secundária composta em grande parte de celulose e manose em um arranjo homogêneo e, a 298 

camada terciária com celulose e manose dispostos de forma heterogênea, resultando numa 299 

parede celular notavelmente mais espessa (2 a 3 vezes mais) que a das células vegetativas e 300 

altamente resistente contra ataques mecânicos e químicos, diminuindo a biodisponibilidade 301 

dos compostos acumulados [9,26,28]. Essas peculiaridades dificultaram a eficácia dos 302 

métodos empregados para pré-tratamento celular do presente estudo. 303 

As diferenças constatadas entre a parede celular das células císticas e das vegetativas 304 

baseiam-se, principalmente, em alterações nas ligações entre algaenano e outros compostos 305 

presentes, como os polissacarídeos, conferindo maior resistência às rupturas físicas e químicas 306 

aos cistos [26]. Essas características levam à necessidade de se utilizar métodos mais 307 
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agressivos no pré-tratamento celular, como os raios γ, que são a forma mais energética de 308 

radiação eletromagnética e, portanto, mais penetrante que outras radiações [10]. A radiação 309 

gama atua de duas formas: diretamente pela interação com moléculas biológicas, levando à 310 

excitação, lesão e cisão da estrutura polimérica, ou indiretamente pela interação com átomos 311 

ou moléculas, produzindo radicais livres nas células; podendo assim, danificar ou modificar 312 

componentes importantes das células, dependendo do nível de irradiação [29,30,31]. O 313 

método BCMR, nas duas fases da microalga, apresentou-se mais eficaz do que a irradiação 314 

em biomassa seca (BSR) (Tabela 1), por conta da alta formação dos radicais livres que ocorre 315 

em solução líquida e consequentemente, maior efeito indireto, diferente do que ocorre quando 316 

suspensos no estado congelado ou em condições secas [31].  317 

A radiação γ é uma técnica eficaz para pré-tratamento de biomassa lignocelulósica, 318 

composta basicamente por celulose, hemicelulose e lignina, cuja forte associação dificulta a 319 

utilização desses materiais como matérias-primas para processos químicos e biotecnológicos, 320 

razão pela qual existe a necessidade do emprego de um método de pré-tratamento, 321 

modificando sua estrutura, reduzindo o grau de polimerização da celulose e desestruturando a 322 

parede celular; e quando esse método é combinado com outros (químicos ou físicos) há um 323 

aumento na eficiência de todo o processo, possibilitando produzir os mesmos resultados 324 

usando doses menores de radiação [11,32,33]. No presente estudo, utilizando dose de 5,0 325 

kGy, constatou-se maior eficiência na desestruturação da parede celular das células 326 

vegetativas de H. pluvialis, visto o maior rendimento lipídico dessas comparado aos 327 

aplanósporos, que naturalmente acumula maior quantidade de lipídios [5]. Em outros estudos, 328 

doses de 2,5 e 5,0 kGy provocaram rompimento e despolimerização da estrutura da parede 329 

celular de vegetais, formada basicamente por celulose [10,34]. Cheng et al. [35], utilizando 330 

radiação γ para provocar mutações em H. pluvialis, observaram que uma dose de 4,0 kGy 331 
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estimula o crescimento e a produção de astaxantina, enquanto doses maiores causam danos 332 

irreversíveis às células vegetativas.  333 

Quanto à vibração ultrassônica, esta possui proporção direta com a potência, 334 

proporcionando efeitos físicos como, a elevação de osmoses e difusão de solutos, além de 335 

turbulências entre as superfícies e danos à parede celular [36], onde potências de 400-1000 W 336 

combinadas a altas temperaturas e uso de solventes resultam em efeitos mais intensos [37]. 337 

Lee SY et al. [37] ao utilizar ultrassom combinado com acetona, após tratamento prévio com 338 

HCl (4M) à 70°C, obtiveram rendimento lipídico de 33,3±1,1% para a H. pluvialis na fase 339 

cística, superior ao alcançado com o uso de hexano, isopropanol, óleo de soja e 340 

clorofórmio:metanol. O tratamento ultrassônico geralmente requer uma quantidade 341 

relativamente alta de energia por conta da atenuação da potência dentro do meio e mediante 342 

alta concentração celular, devido ao aumento da viscosidade [37]. Além disso, a potência 343 

utilizada deve estar aliada às características da parede celular da espécie, por exemplo, para as 344 

microalgas Nannochloropsis e Chlorella o rendimento lipídico máximo é atingido com 345 

potências de 400 e 1000 W, respectivamente [38,39], bastante superiores à aplicada neste 346 

estudo (135 W).  347 

Portanto, considerando as características morfológicas dos aplanósporos, potências 348 

mais elevadas de ultrassom e doses mais altas de radiação, certamente propiciariam maior 349 

ruptura da parede, possibilitando maior rendimento lipídico, contudo há a necessidade de 350 

verificar a vulnerabilidade de outros compostos presentes, como a astaxantina.  351 

3.3. Concentração de astaxantina  352 

O acúmulo do carotenoide astaxantina, ocorre de modo mais expressivo em sistemas 353 

mixotróficos [5,40] e estimulado por fatores de estresse, dentre eles, limitação de nutrientes, 354 

intensidade luminosa e inclusão de carbono orgânico [3,4,41]. No presente estudo, a produção 355 

de astaxantina foi induzida através do uso de duas fontes de carbono orgânico, acetato de 356 
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sódio e extrato de levedura, e pela privação de nutrientes que ocorre naturalmente ao longo do 357 

cultivo. Em condições semelhantes, a concentração desse carotenoide pode alcançar até 5% 358 

do peso seco da biomassa de H. pluvialis [2], entretanto nesta pesquisa obteve-se 359 

concentração média de 1,58% do peso seco ou 79,0 ± 6,8 mg L
-1

 (Tabela 2), apresentando-se 360 

superior às obtidas por: Xi et al. [42] (17,2±2,3 mg L
-1

), Kim et al. [1] (32,6±1,2 mg L
-1

), 361 

Fábregas et al. [43] (33,0±2,3 mg L
-1

) e Cheng et al. [35] (46,0±0,4 mg L
-1

).  362 

Quando considerada a concentração de astaxantina na biomassa residual (pós-extração 363 

lipídica), observou-se sua preservação ao utilizar o método BSR (Tabela 2), sendo semelhante 364 

à biomassa bruta (controle). Esse método obteve rendimento lipídico semelhante ao BCMU e 365 

inferior ao BCMR (Tabela 1), entretanto a concentração do carotenoide em sua biomassa 366 

residual foi superior (Tabela 2). Baseando-se no fato de que os métodos de pré-tratamento não 367 

foram suficientes para o rompimento celular dos aplanósporos, a concentração de astaxantina 368 

na biomassa residual deveria ser mantida, porém os métodos BCMU e BCMR causaram a 369 

degradação desse carotenoide.  370 

 371 

Tabela 2 - Concentração de astaxantina em biomassa residual de H. pluvialis na fase cística, após 372 

extração lipídica utilizando diferentes métodos de pré-tratamento celular. 373 

Métodos de pré-tratamento Astaxantina (mg L
-1

) Astaxantina (% peso seco) 

BCMU 10,07 ± 2,0
b 

0,20 ± 0,0004
b 

BSR 76,2 ± 11,5
a 

1,52 ± 0,0023
a 

BCMR 10,3 ± 2,3
b
 0,21 ± 0,0005

b 

Controle 79,0 ± 6,8
a 

1,58 ± 0,0014
a 

Média de 3 repetições ± desvio padrão. Os valores médios com letras sobrescritas distintas na mesma coluna são 374 

significativamente diferentes (P < 0,05) por Kruskal-Wallis. BCMU: biomassa com clorofórmio:metanol sob 375 

ultrassom; BSR: biomassa seca sob radiação γ; BCMR: biomassa com clorofórmio:metanol sob radiação γ; 376 

Controle: biomassa não submetida à pré-tratamento e extração lipídica (biomassa bruta). 377 

 378 
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A atuação dos raios γ em biomassa em soluções líquidas causa elevada formação de 379 

radicais livres, o que contribuiu para a maior ruptura da parede celular e consequentemente 380 

maior rendimento lipídico, como também, para a maior atuação da astaxantina como doadora 381 

de elétrons, neutralizando os radicais livres, devido a sua propriedade antioxidante [44]. Além 382 

disso, esse carotenoide é uma molécula altamente insaturada que se decompõe facilmente 383 

quando exposta ao calor, luz e oxigênio, cujas reações podem ser causadas pela formação dos 384 

radicais livres [45,46,47]. Sua exposição à luz ultravioleta tanto pode resultar na isomerização 385 

cis-trans, quanto causar a destruição dessa molécula, em condições mais energéticas, como, 386 

quando exposta a comprimento de onda menor que 300 nm, imersa nos solventes lipofílicos 387 

clorofórmio e acetona [45]. Considerando o fato de a radiação gama possuir comprimento de 388 

onda muito pequeno e ser muito energética [10], aliado ao uso do clorofórmio:metanol na 389 

biomassa, nota-se maior degradação da astaxantina após o uso desse método de extração 390 

lipídica.  391 

Outro método que provocou a degradação da astaxatina foi o de ultrassom, onde o 392 

fenômeno de cavitação produzido no solvente pela propagação da onda ultrassônica envolve a 393 

formação, crescimento e colapso de bolhas microscópicas, gerando altas temperaturas e ação 394 

mecânica entre interfaces sólidas e líquidas, aumentando assim, a eficiência de extração de 395 

compostos orgânicos [48]. Nessa técnica, o conteúdo de astaxantina diminui à medida que a 396 

potência e o tempo de tratamento aumentam, podendo reduzir em 3,11% (100 W), 5,74% 397 

(300 W) e 6,42% (600 W) após 1 min de tratamento; e em 25,1% (100 W), 25,5% (300 W) e 398 

29,4% (600 W) após 6 min [47], ou até 87% após extração lipídica em potência de 135 W por 399 

30 min, e posterior extração de astaxantina na mesma potência por 10 min, como visto neste 400 

trabalho.   401 

Esse carotenoide é o bioproduto de maior valor em H. pluvialis, devido às suas 402 

propriedades antioxidante, anti-inflamatória, antitumoral, antidiabética e imunomoduladora, 403 
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sendo amplamente utilizado na indústria farmacêutica, nutracêutica, de cosméticos e de 404 

alimentos, inclusive na aquicultura, tanto para pigmentação quanto para melhorar a resposta 405 

imune e o desempenho zootécnico de camarões e peixes [1,44,49].  406 

3.4. Conteúdo proteico 407 

Além de astaxantina, H. pluvialis possui em sua composição altas concentrações de 408 

proteínas, variando de acordo com o modo de cultivo e a fase do ciclo de vida [2]. Na fase 409 

vegetativa possui conteúdo proteico de 24 a 45% do peso seco, enquanto no estágio cístico 410 

varia entre 20 e 23% [2,50]. No presente estudo, a concentração de proteínas totais foi em 411 

média de 44,26±2,29% do peso seco para a fase vegetativa e 19,9±2,17% para a cística, 412 

apresentando diferença significativa entre as fases (P<0,05) e sendo semelhante (P>0,05) para 413 

a biomassa residual, proveniente da extração lipídica com os diferentes métodos de pré-414 

tratamento celular, e biomassa bruta (controle) (Tabela 3). Destacando desse modo, que a 415 

biomassa residual é uma excelente fonte proteica, como observado também por Gerde et al. 416 

[51]. 417 

  418 

Tabela 3 – Conteúdo proteico (% peso seco) da biomassa residual de H. pluvialis, após extração 419 

lipídica utilizando diferentes métodos de pré-tratamento celular nas duas fases do ciclo de vida. 420 

Métodos de pré - tratamento 

celular 

Proteínas (% peso seco) 

Vegetativa Cística 

BCMU 43,40 ±1,6
aA

 19,23±2,6
aB

 

BSR 45,57±3,2
aA 

18,60±0,92
aB 

BCMR 43,03±1,6
aA

 20,33±2,49
aB

 

Controle 45,03±0,006
aA

 21,60±2,63
aB

 

Média de 3 repetições ± desvio padrão. Os valores médios entre os tratamentos em mesma coluna com letras 421 

minúsculas diferentes sobrescritas e em mesma linha com letras maiúsculas diferentes sobrescritas diferem 422 

significativamente (P < 0,05) por ANOVA fatorial e teste de Tukey. BCMU: biomassa com clorofórmio:metanol 423 

sob ultrassom; BSR: biomassa seca sob radiação γ; BCMR: biomassa com clorofórmio:metanol sob radiação γ; 424 

Controle: biomassa não submetida à pré-tratamento e extração lipídica (biomassa bruta). 425 

 426 



45 

 

 

 

De acordo com esses resultados, é possível constatar que a biomassa residual pode ser 427 

utilizada como fonte proteica para diversos fins, principalmente para alimentação animal, na 428 

formulação de ração ou como suplemento alimentar [52]. Patterson e Gatlin [53] obervaram 429 

que é possível a substituição de até 10% da proteína bruta de farinha de peixe e proteína de 430 

soja por biomassa residual de Navicula sp. e Nannochloropsis salina sem haver perdas no 431 

desempenho zootécnico do peixe vermelho (Sciaenops ocellatus). Do mesmo modo, Ju et al. 432 

[54] ao utilizar biomassa pós-extração lipídica, contendo 40,3% de proteína bruta, em 433 

substituição parcial à proteína de farinha de peixe na dieta de Litopenaeus vannamei, 434 

observaram melhores taxas de crescimento e conversão alimentar quando substituiu-se 12,5% 435 

do conteúdo proteico de uma dieta controle (32,3% PB) e similares resultados produtivos à 436 

dieta controle em maiores níveis de substituição (25%, 37,5% e 50%), além de melhor 437 

pigmentação do camarão por conta da astaxantina. Contudo, a utilização direta dessa 438 

biomassa como alimento para animais está sujeita a verificação da inexistência de compostos 439 

tóxicos como metais pesados ou resquícios de solventes de extração [55]. 440 

Com relação à otimização da produção de biocombustível a partir da aplicação da 441 

biorrefinaria, foi verificado que a obtenção de proteína na biomassa residual de microalgas 442 

pode reduzir em até 16% o custo líquido da produção de biodiesel [56] e quando considerada 443 

a coprodução de astaxantina e polihidroxibutirato (polímero biodegradável), esse custo pode 444 

ser reduzido até 80%, principalmente devido à inclusão da receita de astaxantina [14].  445 

4. Conclusões 446 

O método de extração lipídica utilizando radiação gama foi eficiente para as células 447 

vegetativas de H. pluvialis, principalmente em biomassa com clorofórmio:metanol, 448 

apresentando rendimento lipídico superior aos demais. Já para a preservação da astaxantina na 449 

biomassa residual dos aplanósporos, constatou-se como melhor método de extração o uso de 450 

radiação gama em biomassa seca. Por outro lado, foi possível atestar que independente do 451 
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método de extração lipídica, a biomassa residual apresentou-se como excelente fonte proteica. 452 

Ademais, evidenciou-se que o cultivo em sistema mixotrófico contribuiu para elevada 453 

produtividade em biomassa seca da H. pluvialis.  454 
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4 CONCLUSÃO 

O cultivo em sistema mixotrófico contribuiu para elevada produtividade em biomassa 

seca da H. pluvialis, para as duas fases do ciclo de vida. Em contrapartida, o método de 

extração lipídica utilizando radiação gama foi eficiente apenas para as células vegetativas, 

principalmente em biomassa diluída, apresentando maior rendimento lipídico que os demais 

métodos. Quanto à concentração de astaxantina na biomassa residual dos aplanósporos, foi 

observada sua preservação ao utilizar o método de extração lipídica com radiação gama em 

biomassa seca. Por outro lado, foi possível constatar que independente do método de extração 

lipídica, a biomassa residual apresentou-se como excelente fonte proteica, possuindo níveis 

proteicos semelhantes à biomassa bruta.  

Este é o primeiro estudo a utilizar radiação gama como método de pré-tratamento de 

biomassa algal para extração lipídica. Ademais, serão realizadas a caracterização lipídica e a 

quantificação de astaxantina dos extratos lipídicos obtidos neste trabalho, para maior 

fundamentação.  
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