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RESUMO 

LOMEU, Alice Azevedo. Cultivo de microalgas em água residuária da bovinocultura: 

avaliação da aplicação de ozônio e CO2 na produção de biomassa e lipídeos. 2022, 49p. 

Dissertação (Mestrado em Engenharia Agrícola e Ambiental). Instituto de Tecnologia, 

Departamento de Engenharia, Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 

2022. 

O aumento da demanda por energia acarreta em um aumento do consumo de combustíveis 

fósseis. Contudo, as jazidas de petróleo do planeta em breve atingirão patamares insustentáveis, 

abrindo a porta para obtenção de biocombustíveis, como os produzidos a partir de microalgas. 

Neste estudo, água residuária da bovinocultura (ARB) foi utilizada para o cultivo de um mix de 

microalgas em fotobiorreatores de coluna. Foram realizadas sete rodadas de experimentos com 

a adição de CO2 (ControleCO2), aplicação de ozônio por 10, 20 e 30 minutos (O3T10, O3T20 e 

O3T30) e uma combinação dos dois tratamentos anteriores (O3T10CO2 e O3T20CO2). A massa 

seca produzida variou de 1,40 a 18,63 g L-1 e biofixação de CO2 de 30,47 a 4.828,68 mg L-1 d-

1. Alto percentual de lipídios foi registrado, atingindo 48% em O3T30 e O3T20, indicando que 

houve stress nas microalgas expostas a água residuária ozonizada, culminando na acumulação 

de lipídios. Carboidratos variaram de 21,67 a 30%. O ácido graxo C16:0 foi o detectado em 

maiores concentrações em todos os experimentos. O3T30, O3T10CO2 e O3T20CO2 registraram 

valores menores que 12% para C18:3, enquadrando-se nos requisitos da EN 14214. Remoções 

de até 100% foram registradas para N-NH3, 99,62% para P, 91,74% para DQO e 98,6% para 

fenóis. O CO2 foi o fator decisivo na produtividade de biomassa, contudo a aplicação de ozônio 

foi o fator que influenciou no conteúdo lipídios. Os resultados mostraram que a ARB é uma 

alternativa promissora para o cultivo de microalgas e a produção de biocombustíveis em 

quantidade e qualidade expressivamente relevantes frente ao cenário atual de cultivo de 

microalgas em águas residuárias.  

Palavras-chave: águas residuárias, biorremediação, biodiesel, ácidos graxos. 
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ABSTRACT 

LOMEU, Alice Azevedo. Microalgae cultivation in cattle wastewater: evaluation of ozone 

application and CO2 in the biomass production and lipids. 2022, 49p. Dissertation (Master’s 

in Agricultural and Environmental Engineering). Institute of Technology, Engineering 

Department, Rural Federal University of Rio de Janeiro, Seropédica, RJ, 2022. 

The increased demand for energy results in an increase in fossil fuel consumption. However, 

the planet’s oil deposits will soon reach unsustainable levels, presenting an opportunity for 

biofuels. In this study, cattle wastewater (CWW) was used to cultivate a microalgae consortium 

in photobioreactors. Seven rounds of experiments were carried out with the addition of CO2 

(ControleCO2), ozone application for 10, 20 and 30 minutes (O3T10, O3T20 and O3T30) and a 

combination of CO2 and ozone (O3T10CO2 and O3T20CO2). Maximum dry biomass (18.63 g 

L-1) and CO2 biofixation (8,047.79 mg L-1 d-1) were obtain in O3T20CO2. 48% of lipid was 

registered in O3T30 and O3T20, indicating that microalgae were stressed when exposed to 

ozonized wastewater. C16:0 was detected in higher concentrations in all experiments. O3T30, 

O3T10CO2 and O3T20CO2 had values for C18:3 in accordance with the requirements of EN 

14214. Removals of up to 100% for NH3-N, 99.6% for P and 91.7% for COD were recorded. 

CO2 was the main factor regarding the biomass productivity, however was the ozone application 

that influenced the lipid content. The results show that the CWW is a promising alternative to 

microalgae cultivation and biodiesel production in significantly quantity and quality in 

comparison to the current scenario of microalgae cultivation.  

Key words: wastewater, bioremediation, biodiesel, fatty acids 
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1 INTRODUÇÃO 

Combustíveis fósseis são responsáveis pela emissão de cerca de 6 bilhões de toneladas 

de CO2 na atmosfera todo ano (MONDAL et al., 2017).  De acordo com os dados da Agência 

Internacional de Energia - IEA (2019), o ano de 2018 marcou um aumento de 1,9% nas 

emissões de CO2 relacionadas à geração energia e nesse mesmo ano apenas 14% de toda a 

energia consumida no mundo veio de uma fonte renovável (IEA, 2020). Projeções para o ano 

de 2050 preveem que a demanda por energia cresça 28% (EIA, 2017). 

Esforços globais tem sido feito para que a emissão de gases de efeito estufa (GEE) sejam 

reduzidas. O mais recente foi o Acordo de Paris, em 2015. Assinado por 196 países, incluindo 

o Brasil, esse acordo tem por objetivo principal limitar o aumento da temperatura global a 1,5ºC, 

comparando-se com o período pré-industrial, por meio da diminuição das emissões de gases de 

efeito estufa (GEE) (UNFCCC, 2021). Em 2021, ocorreu a COP 26 em Glasgow, Escócia, onde 

os países reafirmaram seu compromisso feito na assinatura do Acordo de Paris (UNFCC, 2022). 

Para que as metas estabelecidas para redução das emissões de GEE sejam atingidas, é preciso 

que haja uma mudança de paradigma no setor de energia. Nesse contexto, os biocombustíveis 

se apresentam como uma alternativa bastante atrativa, em especial os de terceira geração via 

microalgas (DE MENDONÇA et al., 2021) 

Os biocombustíveis podem ser classificados em quatro gerações, de acordo com sua 

matéria-prima. O bioetanol é o biocombustível mais comum da primeira geração (1G), sendo o 

Brasil um dos maiores produtores no mundo, com a cana de açúcar como principal matéria-

prima (WILOSO; HEIJUNGS; DE SNOO, 2012).  

Contudo, o grande problema dos biocombustíveis da 1G é que os mesmos competem 

por área com a produção de alimentos. Além disso, podem causar impactos negativos na 

biodiversidade, emissões de CO2 e outros poluentes devido à degradação do solo, risco de 

contaminação por conta do uso de fertilizantes e pesticidas, além de demandar consumo de água 

(CORREA et al., 2017; DOMINGUEZ-FAUS et al., 2009; SEARCHINGER et al., 2008). 

Os biocombustíveis de segunda geração (2G) se apresentam como uma alternativa para 

acabar com a competição por alimento, pois são produzidos a partir da biomassa 

lignocelulósica, como resíduos agrícolas e industriais. A principal desvantagem que essa 

geração apresenta é que os processos de conversão da matéria-prima em biocombustíveis ainda 

não são tão eficientes em termos de energia e custos, se comparados com os da 1G 

(GANGULY; SARKHEL; DAS, 2021).  
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Já os biocombustíveis de terceira geração (3G) utilizam microrganismos como as 

microalgas como matéria-prima. Diversos tipos de biocombustíveis podem ser produzidos a 

partir das microalgas, como bioetanol, biodiesel, biogás e bio-óleo (CHOWDHURY; 

LOGANATHAN, 2019). A taxa fotossintética das microalgas é maior se comparadas com 

plantas superiores, o que implica em uma maior taxa de crescimento da biomassa, com o tempo 

de cultivo sendo de dias (DE MENDONÇA et al., 2021), uma vantagem sobre as culturas 

terrestres, que levam meses/anos para atingir seu ponto de maturação/colheita. Diferentemente 

da 1G, a produção de biocombustíveis da 3G não requer área agricultável, a biomassa pode ser 

produzida durante todo o ano e não há demanda por água potável, já que podem ser produzidos 

durante o tratamento de águas residuárias, inclusive as geradas na produção de gado. No Brasil, 

segundo Correa et al. (2017) para atender a demanda de gasolina e óleo combustível destilados 

no ano de 2010, um sistema de microalgas necessitaria de 24,4% da área necessária para uma 

cultura de cana de açúcar. 

De acordo com a Organização das Nações Unidas para a Alimentação e a Agricultura - 

FAO (2021), a produção de laticínios foi de 906 milhões de toneladas em 2020, um aumento 

de 2% em relação ao ano anterior. Com o aumento da produção de leite há, consequentemente, 

o aumento da produção de águas residuárias da bovinocultura (ARB) que na atualidade ainda 

representa um grande problema ambiental, quando não tratadas e dispostas no meio ambiente 

(de Mendonça et al., 2022). Esses efluentes apresentam DQO podendo chegar a 10.000 mg L-1 

, concentrações de nitrogênio total variando de 200 até 2.000 mg L-1 , amônia variando entre 

110 a 1.200 mg L-1  e fósforo total podendo atingir valores em torno de 600 mg L-1  (DE 

MENDONÇA; OMETTO; OTENIO, 2017; DE SOUZA et al., 2021; LV et al., 2018; REN et 

al., 2021). Altas cargas orgânicas e presença de nutrientes como nitrogênio e fósforo, são as 

características que fazem com que esses efluentes tenham grande potencial poluidor. No 

entanto, essas mesmas características os tornam suscetíveis meio de cultura para produção de 

microalgas (SUTHERLAND et al., 2018).  Maroneze, et al. (2014) afirmam que as taxas de 

carbono/nitrogênio e nitrogênio/fósforo presentes nesses efluentes são favoráveis ao 

crescimento de microalgas. De acordo com Sutherland e Ralph (2019), nos últimos anos 

microalgas têm sido utilizadas também para biorremediação de componentes emergentes, como 

antibióticos humanos e veterinários. 

Além da biorremediação das águas residuárias, uma das grandes vantagens da utilização 

de microalgas é sua capacidade de biofixação de CO2 por meio da fotossíntese. Microalgas tem 

de 10 a 50 vezes mais capacidade de armazenar CO2 comparadas com plantas terrestres 
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(RAEESOSSADATI et al., 2014), podendo o cultivo ser suplementado com CO2 proveniente 

de fontes industriais, representando uma alternativa para remediar as emissões desse gás 

(DEVI; MOHAN, 2012). Segundo Chisti (2013), com aproximadamente 1,5 bilhões de 

tonelada de CO2 é possível produzir quase 82 milhões de toneladas de biomassa. Outra 

vantagem é a possível produção de vários bioprodutos a partir da biomassa, dentre esses 

produtos estão os biocombustíveis, ração para animais, biofertilizantes, biopolímeros, 

cosméticos e pigmentos (BARKIA; SAARI; MANNING, 2019; CALIJURI et al., 2022; DÍAZ 

et al., 2022). 

O ozônio é um oxidante poderoso, comumente utilizado noo tratamentos de águas 

residuárias para remoção de turbidez e cor, esterilização e decomposição oxidativa de 

compostos orgânicos recalcitrantes (GAN et al., 2014). No cultivo de microalgas cultivadas em 

águas residuária, o ozônio é utilizado como pré-tratamento para clarificação da água residuária, 

com o intuito de facilitar a passagem da luz pelo meio e favorecer o processo de fotossíntese. 

Cheng et al. (2016), utilizaram ozônio como pré-tratamento de água residuária proveniente de 

um reator UASB com o intuito de clarificar o efluente para o cultivo de Chlorella PY-ZU1 e 

aumentar as remoções de DQO, NH3-N e P. Os autores observaram um aumento na 

produtividade de biomassa na água residuária ozonizada, bem como na remoção dos parâmetros 

analisados.  

O tratamento de efluentes com microalgas se alia aos conceitos de bioeconomia e 

economia circular, que pregam produções mais sustentáveis com reaproveitamento dos resíduos 

(KERSHAW et al., 2021). Nesse contexto, o presente estudo propõe métodos de cultivo de mix 

de microalgas, tendo como substrato água residuária da bovinocultura, sujeita a aplicação de 

aditivos como CO2 e o tratamento prévio com O3. Além de ser utilizado como pré-tratamento, 

a aplicação de ozônio também objetivava desencadear estresse na biomassa. Até onde se 

verificou, não foram encontrados estudos que apresentaram abordagem similar em relação ao 

O3. A partir dos experimentos propostos analisou-se a quantidade de lipídios (totais e ácidos 

graxos) e carboidratos na biomassa produzida, sendo assim proposta a melhor rota de produção 

de biocombustíveis e seu rendimento. Foram também avaliadas as concentrações de carbono 

na biomassa para análise da biofixação de CO2 e a capacidade do mix de microalgas 

biorremediar a água residuária com e sem a adição de O3.  
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 Breve histórico do cultivo de microalgas 

Microalgas são microrganismos unicelulares fotossintetizantes. A primeira menção ao 

cultivo de microalgas com o intuito de produção de energia data da época da segunda guerra 

mundial, contudo foi apenas nos anos 70 que essa matéria-prima começou a ganhar espaço, 

graças a crise energética que se abateu no mundo (DAHIYA, 2020), no entanto há registros do 

povo Asteca utilizando microalgas como fonte de alimento (GANTAR e SVIRČEV, 2008). 

Do ponto de vista da geração de energia, as microalgas não eram tidas como matéria-

prima economicamente viável no começo do século 21, devido ao seu grande consumo de 

energia nos processos de colheita e conversão em biocombustíveis (MONDAL et al., 2022). E 

embora muito ainda tenha que ser feito para tornar o processo mais viável, os autores afirmam 

que o cultivo de microalgas se tornou mais factível com os avanços da ciência. Hoje, o mercado 

global de microalgas chega a mais de 30 mil toneladas de biomassa produzida por ano 

(JANSSEN; WIJFFELS; BARBOSA, 2022). 

2.2 Tipos de cultivo 

Microalgas podem ser cultivadas em três diferentes modalidades, sendo, cultivo 

heterotrófico, autotrófico ou mixotrófico. O cultivo autotrófico é aquele em que a biomassa 

necessita de luz para assimilar o carbono inorgânico e produzir energia, processo conhecido 

como fotossíntese. Já no modo heterotrófico, o carbono orgânico é metabolizado pela biomassa, 

sem que haja necessidade de luz. E finalmente, o cultivo mixotrófico acontece quando os dois 

modos citados anteriormente são combinados, onde a biomassa assimila tanto o carbono 

orgânico quanto o inorgânico (LI et al., 2019).  

De acordo com Ruiz et al. (2022), o cultivo heterotrófico leva vantagem sob o 

autotrófico, já que a produtividade de biomassa e de lipídios é consideravelmente maior no 

primeiro. Barros et al. (2019) utilizaram o cultivo de Chlorella vulgaris em modo heterotrófico 

e autotrófico e avaliaram a possibilidade de cultivo em fotobiorreatores de painel de 100 m³. 

Enquanto o experimento autotrófico levou 13 dias para obter uma massa seca de 1,27 g L-1, o 

experimento heterotrófico levou 7 dias e produziu massa seca de 174,5 g L-1. Os autores 

sugerem que uma fase inicial de cultivo heterotrófico seja utilizada para se obter uma maior 

concentração de biomassa. Já para o cultivo autotrófico, a sugestão é que seja feito em escala 

real, nos fotobiorreatores de painel de 100 m³, isso permitiria atingir os mesmos níveis de 
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produção de proteína e pigmentos vistos em cultivos exclusivamente autotróficos em um 

intervalo de tempo consideravelmente menor.  

Em relação ao cultivo mixotrófico, Pawar (2016) afirma que esse modo se mostra mais 

prático ao se considerar tratamento de águas residuárias em grande escala. Abreu et al. (2012) 

compararam o cultivo mixotrófico com autotrófico de Chlorella vulgaris em água residuária de 

laticínio. A produtividade de biomassa no ambiente mixotrófico e autotrófico foi de 0,75 ± 0,01 

e 0,10 ± 0,01 g L-1 d-1, respectivamente. Os autores atribuíram essa diferença à presença de 

glicose no meio mixotrófico. Yu et al. (2022) desenvolveram um modelo cinético para 

comparar a taxa de crescimento da biomassa e produção de lipídios da espécie Chlorella 

sorokiniana em modo heterotrófico e mixotrófico, concluindo que o modo mixotrófico obteve 

melhor desempenho. 

Salientar-se que para o cultivo de microalgas, deve se levar em consideração não apenas 

o tipo de cultivo a ser utilizado, mas também o tipo de substrato, a espécie de microalga e o 

sistema de cultivo. 

2.3  Sistemas de cultivo 

Os sistemas de cultivo de microalgas são comumente categorizados em dois: sistemas 

abertos, representados pelas lagoas e os sistemas fechados, representados por fotobiorreatores. 

Segundo Yadala e Cremaschi (2016), as lagoas podem ser classificadas de acordo com seu 

design e operação em lagoas circulares, inclinadas ou de alta taxa. As lagoas de alta taxa são 

sistemas abertos, com profundidade variando de 0,15 até 0,5 m e com uma pá, que tem a função 

de promover a mistura do meio e ciclos de claro e escuro para otimizar o metabolismo das algas 

(BHATT et al., 2022). A Figura 1 mostra uma representação esquemática de uma lagoa de alta 

taxa. No contexto do tratamento de águas residuárias, Craggs, Sutherland e Campbell (2012) 

afirmam que as lagoas de alta taxa são as que apresentam resultados mais consistentes.  

 

Figura 1: Representação esquemática de uma lagoa de alta taxa 
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As principais vantagens das lagoas são que possuem baixos requisitos de energia e 

baixos custos de implementação e operação (BHATT et al., 2022; COUTO et al., 2021). 

Contudo, nesses sistemas não é possível ter controle absoluto sob o meio, já que são sistemas 

abertos estão sujeitos a contaminação por outras espécies de microalgas e microrganismos 

(YADALA E CREMASCHI, 2016). As lagoas também são afetadas por fatores climáticos, 

como chuvas, iluminação e temperatura (JEBALI et al., 2018). Além disso, há grande perda de 

água por evaporação e difusão de CO2 (LEONG; HUANG; CHANG, 2021). Sutherland et al. 

(2020) utilizaram três lagoas de alta taxa com tamanhos diferentes: mesocosmo (1,5 m³), escala 

piloto (90 m³) e escala real (2.900 m³). Em relação ao NH4–N, os autores notaram que as lagoas 

mesocosmo e em escala piloto tiveram maiores remoções ao se comparar com a de escala real. 

Já em relação a remoção de matéria orgânica a lagoa em escala real teve um desempenho maior 

comparada com as outras duas. 

Fotobiorreatores são sistemas fechados com injeção de ar para mistura e oxigenação do 

meio. Os fotobiorreatores podem ser tubulares (Figura 2a), de painéis (Figura 2b) ou de coluna 

(Figura 2c).  

 

Figura 2: Representação esquemática dos fotobiorreatores (a) tubulares, (b) painel e (c) coluna 

Por serem sistemas fechados os fotobiorreatores proporcionam um maior controle do 

ambiente, além de não serem tão susceptíveis as mudanças de clima como as lagoas. Outra 

vantagem é que o risco de contaminação é baixo e possuem maiores produtividades de biomassa 

(BHATT et al., 2022). Contudo, os custos de implementação e energia são altos quando 

comparados aos sistemas abertos. 

Muitos autores buscam otimizar o processo de cultivo de microalgas adaptando e 

criando novos designs para fotobiorreatores. Yaqoubnejad, Rad e Taghavijeloudar (2021) 

propuseram um fotobiorreator de painel hexagonal (HAFP) que objetivava aumentar a 

produtividade de biomassa e fixação de CO2. Os autores compararam os resultados encontrados 

(a) (b) (c) 



 

 

7 

 

no HAFP com um fotobiorreator de painel comum (TFP) e encontraram que a produtividade de 

biomassa foi maior em 61% e a biofixação de CO2 de 70% no HAFP comparado com o TFP. 

Já Chin-On et al. (2022) utilizaram fotobiorreatores de painéis em formato V para o cultivo de 

microalgas em locais de baixa latitude e avaliaram a captura de luz solar nesses locais. Os 

autores chegaram à conclusão que a produtividade de biomassa nos painéis em V foi 1,4 vezes 

maior se comparada com um painel horizontal.  

Thuy Lan Chi et al. (2022) avaliaram a produtividade de biomassa e de lipídios 

cultivando Chlorela sp. em fotobiorreatores e lagoas. Os autores registraram uma produtividade 

de biomassa maior nos fotobiorreatores em comparação com as lagoas, 0,121 g L-1 e 0,067 g L-

1, respectivamente. Em relação aos lipídios totais, os autores registraram valores similares para 

os dois sistemas, 23,32% para os fotobiorreatores e 23,35% para as lagoas. Contudo, em relação 

a produtividade de lipídios, os fotobiorreatores tiveram um desempenho melhor, registrando 

valores de 0,028 g L-1 d-1, enquanto nas lagoas os valores registrados foram de 0,019 g L-1 d-1. 

Davis, Aden e Pienkos (2011) realizaram uma análise técnico-econômica do cultivo de 

microalgas para produção de biodiesel em fotobiorreatores e lagoas. O custo de produção de 

óleo bruto para a lagoa foi de US$ 8,52/gal, enquanto a produção em fotobiorreatores foi de 

aproximadamente o dobro desse custo, US$ 18,10/gal. 

Os custos de produção em fotobiorreatores são maiores se comparados com as lagoas, 

contudo apesar das otimizações que vem sendo feitas ao longo dos anos nos sistemas de lagoas, 

as mesmas não conseguem obter o mesmo nível de produtividade de biomassa que os 

fotobiorreatores (PAWAR, 2016). 

2.4 Microalgas como matéria-prima 

Microalgas podem servir como matéria-prima para uma gama de bioprodutos, desde 

produtos voltados para alimentação até para o setor de energia. Os componentes bioativos que 

podem ser extraídos dessa biomassa são diversos, mas são associados com a composição da 

mesma. Lipídios (7 – 65%), proteínas (5 – 74%), carboidratos (8 – 70%), vitaminas e pigmentos 

(1 – 14%) configuram essa composição (CALIJURI et al., 2022; SIDDIKI et al., 2022). 

Os lipídios presentes na biomassa podem ser utilizados na produção de biodiesel ou na 

alimentação humana, através da sua fração poliinsaturada. Singh, Kumar e Sharma, (2019) 

obtiveram 98,41% de conversão de óleo de Anabaena PCC 7120 em biodiesel.  Kings et al. 

(2017) encontraram conversão em biodiesel a partir da microalga Euglena sanguínea de 98,6%. 

Já Behera et al. (2020) obtiveram 94,91% de conversão com um consórcio de microalgas 

(Chlorella sp., Scenedesmuus sp., Synechocystis sp., Spirulina sp.). 
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Os carboidratos podem ser utilizados na produção de bioetanol ou biohidrogênio. 

Hossain, Zaini e Indra Mahlia (2019) produziram 58,90 m³ ha-1 ano-1 de bioetanol a partir do 

cultivo de Chlorella vulgaris em FBRs em uma área de 2 ha. Megawati et al. (2022) 

conseguiram obter conversão de 94,21% ou 4,80 g L-1 por meio da fermentação de glicose 

presente na microalga Chlorella. Bala Amutha e Murugesan (2011) obtiveram 220 mL L-1 de 

hidrogênio com microalga Chlorella vulgaris. 

Os principais pigmentos encontrados nas microalgas utilizados para fins comerciais são 

a clorofila e os carotenoides. De acordo com Ferruzzi e Blakeslee (2007), a clorofila tem 

propriedades curativas e anti-inflamatórias, por isso atraem a atenção da indústria alimentícia e 

farmacêutica. Já os carotenoides são utilizados para dar coloração a alimentos, como sorvetes, 

laticínios ou até em cosméticos, como batons e delineadores (SPOLAORE et al., 2006). Na 

indústria de cosméticos, as microalgas são também utilizadas em cremes anti-aging, produtos 

para cuidados com a pele, emolientes, protetores solares e produtos para cabelo (KHOLSSI et 

al., 2021). Dianursanti e Pramadhanti (2020) avaliaram o componente antibactericida de um 

sabonete com extrato de Spirulina platencis e concluíram que extrato encontrado se provou 

eficiente contra o crescimento de bactérias.  

Microalgas são organismos ricos em nutrientes, podendo ser uma fonte sustentável de 

biofertilizantes. O fósforo, por exemplo, é um nutriente essencial em fertilizantes, porém é um 

recurso não renovável e de difícil obtenção (CASTRO et al., 2020; SOLOVCHENKO et al., 

2016). Em se tratando do nitrogênio, os fertilizantes nitrogenados contribuem para as mudanças 

climáticas devido a emissão de óxido nitroso, gás de efeito estufa (FAGODIYA et al., 2017). 

Tendo isso em vista, microalgas se apresentam como uma alternativa a fertilizantes minerais, 

já que são microrganismos capazes de acumular N e P. Khan et al. (2019) fizeram uma projeção 

para produção de biofertilizante a partir de C. minutíssima cultivada em efluente doméstico, em 

uma lagoa com área de 1 ha. Os resultados mostraram que seria possível acumular de N, P e K 

22.958, 4.498 e 1.095 kg ha-1 a-1, respectivamente, com uma economia com fertilizantes 

químicos de US$ 55.840 ha-1 a-1. Castro et al. (2020) analisaram os impactos ambientais de 

biofertilizante a base de microalgas comparado com um fertilizante superfosfato triplo (TSP). 

Dentre os impactos analisados (esgotamento de recursos fósseis, ecotoxicidade da água, 

ecotoxicidade do solo, formação de material particulado, eutrofização, acidificação do solo e 

mudanças climáticas) o biofertilizante teve desempenho superior ao TSP, com destaque para 

mudanças climática e ecotoxicidade do solo.  
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Microalgas também são uma excelente fonte para suplementação alimentar, já que 

possuem altos teores de lipídios, carboidratos, proteínas, vitaminas e até ômega-3. Pereira et al. 

(2020) avaliaram a inserção de uma suplementação alimentar a base de Tetraselmis sp. CTP4 

na criação de peixes dourados (Spaurus aurata). Os autores concluíram que o suplemento teve 

um desempenho melhor em relação ao coeficiente de digestibilidade e plasma cortisol do que a 

dieta de controle (ração de soja).  Em seu estudo, de Mendonça et al. (2018) concluíram que as 

microalgas Scenedesmus obliquus e Chlorella vulgaris poderiam ser utilizadas para 

suplementação alimentar de animais devido ao alto teor de proteína encontrada na biomassa, 

68 e 150 mg L-1 d-1, respectivamente. Além da suplementação para animais, microalgas também 

podem ser utilizadas em dietas humanas, contudo apenas algumas espécies são consideradas 

para esse fim, sendo elas Spirulina (Arthrospira platensis), Chlorella pyrenoidosa, Chlorella 

vulgaris, Chlorella luteoviridis, Odontella aurita e Tetraselmis chui (ZANELLA e 

VIANELLO, 2020).  

A aplicabilidade das microalgas é bastante vasta, podem ser utilizadas para geração de 

energia, pela indústria farmacêutica, na suplementação alimentar e ainda no sequestro de CO2 

e tratamento de águas residuárias. O mercado global de microalgas está estimado entre US$ 3,8 

e 5,4 bilhões (BRASIL et al., 2017), com os principais atores concentrados no continente 

americano, especialmente nos Estados Unidos e na Europa (DE MENDONÇA et al., 2021). 

2.5 Biocombustíveis no Brasil 

A produção de biodiesel utilizando microalgas como matéria-prima apresenta muitas 

vantagens, como por exemplo, a não necessidade de áreas agricultáveis, o sequestro de CO2, 

menores tempos de cultivo, entre outras. Além disso, microalgas tem maiores produção de óleo 

quando comparadas com plantas terrestres. Um comparativo dessa diferença é mostrado na 

Tabela 1. É possível notar que a produção de óleo em microalgas supera em muito a produção 

em culturas comumente utilizadas para produção de biodiesel, como a palma e a soja, por 

exemplo.  
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Tabela 1: Comparativo da produção de óleo entre diferentes matérias-primas  

Produtor de óleo Produção de óleo (L ha-1) 

Milho 172 

Algodão 325 

Soja 446 

Girassol 952 

Mamona 1.413 

Coco 2.689 

Palma 5.366 

Microalga 100.000 
Fonte: (DE MENDONÇA et al., 2021; GANESAN et al., 2020; KATIYAR et al., 2017) 

 Além de não demandarem áreas agricultáveis, sistemas de cultivo de microalgas 

demandam áreas menores que as culturas comumente utilizadas na produção de 

biocombustíveis, foi a conclusão feita por Correa et al. (2017). Os autores fizeram uma 

estimativa da área necessária para que a produção de biodiesel atingisse a demanda de gasolina 

em diversos países. Comparando a área necessária para cultivo de microalgas com a de soja, 

coco (biodiesel) e cana-de-açúcar (bioetanol) e nesses cenários, no caso do Brasil, descobriram 

que a área demandada pelo sistema de microalgas foi menor, sendo equivalente a 3% da soja, 

24,4% da cana-de-açúcar e 20,4% do coco. Ainda, em uma mesma área, microalgas são capazes 

de produzir matéria-prima para diferentes tipos de biocombustíveis, como biodiesel e bioetanol 

(DE MENDONÇA et al., 2022). 

Apesar dessas vantagens, a utilização de microalgas como matéria-prima ainda 

apresenta obstáculos, principalmente o processo de conversão em biodiesel. O processo mais 

utilizado é o de transesterificação, que é uma reação reversível, que ocorre quando o 

triglicerídeo reage preferencialmente com um álcool primário, geralmente o metanol ou etanol, 

para formar um éster (biodiesel) e glicerol. Diversas são as tecnologias que podem ser 

empregadas para otimizar a reação de transesterificação, contudo mesmo com auxilio dessas 

tecnologias o processo de produção de biodiesel de 3G enfrenta problemas para ser 

implementado em escala real. No Brasil, para ser considerado biodiesel, a conversão mínima 

deve ser de 96,5% (ANP, 2014). Esse valor elevado nem sempre é atingido, já que não existe 

um jeito único de proceder na conversão, principalmente quando se considera a conversão em 

grandes escalas.  

Em uma análise técnico-econômica, Tredici et al. (2016) avalioram a produção de 

Tetraselmis suecica em uma planta de 1 ha. A análise dos autores mostrou que a produção de 

36 t de biomassa custaria €12,4 kg-1. Os autores observaram que em um local com clima mais 

favorável (temperaturas mais elevadas, como a maioria das regiões do Brasil), o custo poderia 
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ser reduzido pela metade. Além disso, ao aumentar a produção para uma área de 100 ha, os 

custos diminuiriam para €5,1 kg-1. Os resultados deste estudo são promissores, pois mostram 

que aumentar a produção pode acarretar em uma diminuição do custo de produção. 

No caso do Brasil, para que esse setor cresça são necessárias a criação de políticas 

públicas que incentivem a produção desse biocombustível, como aconteceu com o etanol, na 

época do ProÁlcool. Em 2004, o governo federal criou o Programa Nacional de Produção e 

Uso do Biodiesel (PNPB), que buscava introduzir o biodiesel na matriz energética do país. Essa 

introdução foi realizada através da mistura do biodiesel ao diesel (BRASIL, 2021). Contudo, 

foi apenas em 2008 que a mistura se tornou obrigatória e de lá até 2021, a porcentagem de 

mistura cresceu de 2 para 13%, com expectativa de chegar a 15% até o ano de 2023 (ANP, 

2021). 

A criação do RenovaBio foi uma inciativa tomada pelo governo federal após a assinatura 

do Acordo de Paris, que busca incentivar a produção e uso de biodiesel no país, bem como 

regular o mercado de biocombustíveis (DENNY, 2020; RODRIGUES, 2021). Grangeia, Santos 

e Lazaro (2022) recomendam que haja uma revisão das políticas e objetivos do programa devido 

as incertezas que tomaram conta do mercado depois da pandemia de Covid-19. Apesar dessas 

incertezas, o volume de biodiesel comercializado no Brasil no ano de 2020 cresceu 11,5% em 

relação à 2019, contrastando com a retração de 5,97% do mercado nacional de combustíveis 

(ANP, 2021), indicando o grande potencial que o país tem para crescer neste setor. 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Água residuária 

A água residuária da bovinocultura (ARB) foi coletada na Fazendinha Agroecológica 

da Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ), localizada no município de 

Seropédica/RJ (coordenadas: 22° 45 21” S; 43° 40 28” W). A água residuária foi coletada logo 

após o tratamento por decantação em uma esterqueira (Figura 3). 
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Figura 3: Local de coleta da água residuária 

Em alguns experimentos a água residuária foi ozonizada (OARB) (ver item 3.3). A 

caracterização do efluente utilizado como meio de cultivo é mostrado na Tabela 2. Todos os 

parâmetros foram analisados de acordo com APHA (2017). 

Tabela 2: ARB e OARB usadas como meio de cultura nos experimentos 

ARB 
NH4

+ NO3
- P PO4 C6H6OH K DQO 

mg L-1 

S/T 978,3 13,1 135,0 413,9 14,2 592,1 1.249,6 

O3T10 630,0 18,2 24,9 76,3 7,2 368,6 873,2 

O3T20 524,0 14,2 14,3 43,8 28,1 318,8 900,8 

O3T30 124,0 13,7 12,0 36,7 2,3 356,3 875,6 

ARB 
pH Temperatura CE Turbidez Salinidade Cor aparente 

- °C µS cm-1 uT ppm uC 

S/T 6,8 22,9 1.572 459,5 784,0 10.065,8 

O3T10 7,6 18,0 1.384 92,0 702 1.980,0 

O3T20 6,9 18,5 1.375 137,3 681 1.986,7 

O3T30 7,3 17,8 1.386 280,0 682 2.556,7 

ARB: água residuária da bovinocultura; OARB: água residuária da bovinocultura ozonizada; S/T: sem 

tratamento; DQO: demanda química de oxigênio; CE: condutividade elétrica 

 

3.2 Cepa de microalgas 

O inóculo utilizado nos fotobiorreatores era previamente composto apenas pela espécie 

Arthrospira platencis DHR 20, retirada do banco de cultivo do Laboratório de Monitoramento 

Ambiental II, localizado na Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro (UFRRJ). Como o 

intuito dos experimentos era trabalhar com um mix de microalgas, o inóculo foi contaminado 

com uma água do lago da Fazendinha Agroecológica. A identificação das espécies presentes 

foi feita ao final de cada rodada de experimento, com um microscópio com resolução de 

ampliação 40x-1000x e a determinação das espécies foi feita com base em Bicudo e Menezes 
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(2017). Após a identificação das espécies foi feita a quantificação da abundância relativa das 

espécies. 

O inóculo foi cultivado em meio sintético, Nutrient Guillard F2 concentrado 

(GUILLARD e RYTHER, 1962), aplicando-se aos frascos (Erlenmeyer de 1 L) com iluminação 

natural (150 ± 30 μmol-2 s-2) e agitação para mistura homogênea do meio e da microalga, feita 

por um compressor de ar Sebo SB-988 (China), com vazão de 0,5 L min-1. Ao final dos 

experimentos, 250 mL foram separados para serem utilizados como inóculos nos experimentos 

subsequentes, sob a concentração de aproximadamente 3,32 g L-1. 

3.3 Ozonização da água residuária 

A ozonização da ARB teve o intuito de reduzir a cor aparente/turbidez, facilitando a 

passagem de luz e assim favorecendo o crescimento da biomassa. Os tempos de ozonização 

foram determinados para evitar a não remoção de nutrientes, de acordo com os resultados 

encontrados em estudos anteriores, conduzidos por de Souza et al. (2020). Cada batelada de 

ozonização foi realizada aos pares em reatores de 1 litro, onde foi inserido o meio de suporte 

plástico (Figura 4a) para maximizar a transferência de gás/líquido (Figura 4b). Os reatores 

receberam aproximadamente 800 mL de água residuária e 5 mL de antiespumante a base de 

silicone. A aplicação do ozônio foi feita com Ozone Disinfector, modelo HF116 (China), com 

taxa de 2.000 mg O3 h
-1. Para cada experimento foram feitas 4 repetições. A comparação entre 

a água residuária sem aplicação de ozônio e com ozonizações em 10, 20 e 30 minutos (O3T10, 

O3T20 e O3T30, respectivamente) pode ser vista na Figura 4c. 

 

 

 

(a) (b) (c) 

Figura 4: (a) Meio de suporte plástico utilizado no processo de ozonização; (b) Procedimento de ozonização da 

água residuária; (c) Água residuária ozonizada em diferentes tempos, da direita para a esquerda: ARB, O3T10, 

O3T20 e O3T30 
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O processo de ozonização tinha o objetivo de remoção de cor aparente e turbidez para 

facilitar a passagem da luz. Observando os dados da Tabela 2, é possível notar um abatimento 

nas concentrações desses parâmetros na OARB.  

3.4 Condições operacionais dos fotobiorreatores 

Foram utilizados 4 fotobiorreatores (FBR) idênticos, denominados R1, R2, R3 e R4, 

com volume útil de 1,6 L cada (Figura 5a), desse volume, 250 mL era de inóculo obtido 

inicialmente no pré-cultivado em meio sintético Guillard F2 (GUILLARD e RYTHER, 1962) 

(Figura 5b) por 45 dias com iluminação natural, com fotoperíodo de 12h e 1,350 L era ARB, 

ozonizada ou não. A partir da segunda batelada de produção de microalgas, era deixado o 

volume de 250 mL ao fundo de cada FBR para servir como inóculo para a próxima batelada.  

 

(a) 

 

(b) 

Figura 5: (a) Fotobiorreatores; (b) Inóculo de microalgas cultivadas no meio sintético F2 

Os quatros FBR foram operados em regime de batelada, sendo misturados por uma 

bomba de ar que injetava 1 L min-1 de oxigênio em cada unidade experimental. A iluminação 

foi feita com 4 lâmpadas de LED posicionadas verticalmente (Figura 5a) aproximadamente 5 

cm atrás dos FBRs. A iluminação foi mantida 24 h d-1 com intensidade de, com intensidade 

total de 326,10 µmol m-2 s-1 medida com um Lux-MeterPhywe, (Germany). Foram analisadas 

7 condições experimentais, sendo: Controle, onde não houve intervenções (somente adição da 

ARB), ControleCO2, com a adição de 9,0 g de CO2 por dia em cada FBR, O3T10, O3T20 e 

O3T30 com a ARB ozonizada previamente por 10, 20 e 30 minutos, respectivamente e 

O3T10CO2, O3T20CO2, com ozonização prévia da ARB de 10 e 20 minutos, respectivamente, 

e adição de 9,0 g de CO2 por dia. Seis capsulas de CO2 de 1,5 g cada com 99% de pureza 

(SunSun, China) foram utilizadas para se obter os 9,0 g de CO2 adicionados aos FBRs. Quatro 

repetições foram realizadas para cada condição experimental. 
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A condição experimental O3T30CO2 (ARB ozonizada a 30 e adição de 9,0 g de CO2 por 

dia) não foi realizada pois foi observada que com a ARB ozonizada a 30 minutos a perda de 

nutrientes era maior que a desejada, o que não justificaria a realização dessa condição 

experimental. 

3.5 Parâmetros de crescimento da biomassa 

As curvas de crescimento da biomassa foram determinadas em função da massa seca e 

da densidade ótica (DO), medida em um espectrofotômetro (1105 Bel Photonics – Itália) à 670 

nm em triplicatas. O tempo de cultivo foi determinado com base na estabilização dos 

parâmetros citados acima, com duração de 4 dias para os experimentos ControleCO2, O3T10, 

O3T20, O3T10CO2 e O3T20CO2, 5 dias para Controle e 7 dias para O3T30 A massa seca (MS) 

foi medida por diferença de peso antes e depois da secagem. As amostras de 15 mL foram secas 

em estufa à 105°C por 24h (Figura 6). As análises foram feitas em duplicatas. 

  

(a) (b) 

Figura 6: (a) Amostras antes da secagem; (b) Amostras após secagem na estufa 

Para cada experimento, foram obtidas as equações (1-7) de correlação entre a biomassa 

seca Y (g L-1) e a densidade ótica (DO670nm): 

Controle: Y (g L-1) = 1,2332 (DO670nm) + 1,6068; com r² = 0,99                                             (1) 

ControleCO2: Y (g L-1) = 41,076 (DO670nm) + 13,257; com r² = 0,94                                       (2) 

O3T10: Y (g L-1) = 0,7161 (DO670nm) + 0,8661; com r² = 0,97                                                (3) 

O3T20: Y (g L-1) = 0,7798 (DO670nm) + 1,6918; com r² = 0,97                                                (4) 

O3T30: Y (g L-1) = 0,2851 (DO670nm) + 1,1361; com r² = 0,89                                                (5) 

O3T10CO2: Y (g L-1) = 2,7238 (DO670nm) + 3,3008; com r² = 0,95                                         (6)  

O3T20CO2: Y (g L-1) = 10,531 (DO670nm) + 7,9547; com r² = 0,99                                         (7) 

A taxa de crescimento específica máxima (µmax) da biomassa foi determinada por meio 

da inclinação do gráfico da DO.  
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O tempo de duplicação (Td) foi calculado por meio da equação (8): 

Td =  
LN (2)

μmax
                                              (8) 

Onde: Td é o tempo de duplicação (d); µmax é a taxa de crescimento máximo da biomassa 

(d-1). 

A produção volumétrica (Pv) foi calculada utilizando a equação (9): 

Pv =  
Xf−Xi

Tf−Ti
                    (9) 

Onde: Pv é a produtividade volumétrica (g L-1 d-1); Xf – Xi é a diferença entre a 

concentração final e inicial de biomassa (g L-1); Tf – Ti é o intervalo de tempo de duração 

experimento (d).  

O Td e a Pv foram calculados de acordo com (DE MENDONÇA et al., 2022).  

3.6 Biofixação de CO2 

A biofixação de CO2 foi estimada com base na concentração de carbono orgânico (C) 

presente na biomassa (Equação 10). As contrações de C nas biomassas foram determinadas por 

análise elementar utilizando equipamento Elementar Vario EL III, German.   

RCO2   (mg L−1d−1) = Pv × C × (
MCO2

MC
)                                                                                  (10)  

Onde: RCO2 é a biofixação de CO2 (mg L-1 d-1); Pv é a produtividade volumétrica (g L-

1 d-1); C é concentração de carbono na biomassa (%); MCO2 é a massa molar do CO2 (g mol-1); 

e MC é a massa molar do carbono (g mol-1). 

A equação (10) foi retirada do estudo de Tang et al.(2011). 

3.7 Métodos analíticos 

3.7.1 Análises dos parâmetros na água residuária  

As análises de NH4
+, NO3

-, fósforo total (P), PO4, fenóis, DQO, cor aparente e turbidez 

foram realizadas de acordo com o Standard Methods (APHA, 2017) e pH, temperatura, 

condutividade elétrica (CE) e salinidade com Sonda AKSO multiparamétrica (China). Todos esses 

parâmetros foram analisados ao final do tratamento depois do processo de colheita. 

A volatilização da amônia foi calculada com base no pH e temperatura médios (com 

base nos dados diários), por meio da equação (11) (EMERSON et al., 1975): 

FreeNH3

TotalNH4
=

100

1+10
{(0,09018+

2719,92
T+273,2

)}− pH
                                                                               (11) 
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3.7.2 Colheita e secagem da biomassa 

A separação da ARB e a biomassa foi feita utilizando uma peneira com abertura de 

0,074 mm (Granutest, Brasil) (Figura 7a), quando necessário foi feita a separação por 

centrifugação (ZZDK Instrument 800-1, China), durante 5 minutos a 4.000 rpm (Figura 7b). A 

Figura 7c mostra o antes e depois da separação pelo processo de centrifugação, com a biomassa 

depositada no fundo do tubo. 

 
 

 

(a) (b) (c) 

Figura 7: (a) Peneira utilizada na separação da biomassa; (b) Centrifuga utilizada para separação da biomassa; 

(c) Antes e depois da separação pelo processo de centrifugação 

Após a colheita, a biomassa foi liofilizada à -40ºC (Liotop L 101), conforme mostrado 

na Figura 8 abaixo.  

 

Figura 8: Processo de secagem da biomassa 

3.7.3 Extração de lipídios e carboidratos 

Posteriormente, os lipídios totais foram quantificados através da extração soxhlet, feita 

em triplicata, utilizando aproximadamente, 50 mL de solvente, hexano HPCL, com o processo 
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de refluxo tendo a duração de 4 horas (Figura 9). Após a extração o solvente foi evaporado e 

recuperado em um rotaevaporador (Buchi Waterbath B-480, Alemanha). 

 

Figura 9: Extração de lipídios 

As análises de carboidratos foram feitas seguindo a metodologia de Dubois et al. (1956). 

A metodologia consiste em um método colorimétrico, precedido por hidrólise ácida. Após esse 

processo são adicionados a um tubo 2 mL da amostra, 0,05 mL de solução de fenol 80% e 5 

mL de ácido sulfúrico concentrado. Depois que a solução esfria até a temperatura ambiente é 

levada para medição à 490 nµ. Neste estudo as análises foram feitas em laboratório externo.  

3.8 Análises de ácidos graxos livres 

3.8.1 Eletroforese capilar 

Neste trabalho, o conteúdo de ácidos graxos livres foi determinado por meio de um 

procedimento alternativo de eletroforese capilar com detecção UV validado anteriormente (EC-

UV) (AMORIM et al., 2019; DE OLIVEIRA et al., 2014; DE OLIVEIRA et al., 2003; SATO 

et al., 2021). O método oficial de determinação do conteúdo de ácidos graxos livres, óleos e 

gorduras (AOAC 969. 33) é baseado na análise de ésteres de metil por cromatografia gasosa. 

Contudo, o uso da EC-UV tem sido utilizada para análise de ácidos graxos nas últimas décadas 

devido a sua simplicidade, ampla aplicabilidade e as vantagens sustentáveis, como utilização 

de menos reagentes (OLIVEIRA et al., 2014; TAVARES, 1995). 

Para as análises foi utilizada água deionizada por um sistema de osmose reversa 

(Quimis, São Paulo, Brasil). Metanol foi adquirido de Vetec (Rio de Janeiro, Brasil), 

Acetonitrila e 1-octanol de Merck (Rio de Janeiro, Brasil) e o hidróxido de sódio (NaOH) de 

Synth (São Paulo, Brasil).  Polioxietilenoglicol dodecil éter (Brij® 35) and dodecilbenzeno 
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sulfonato de sódio (SDBS) e todos os padrões de ácidos graxos: C16:0 (palmítico), C18:0 

(esteárico), C18:1 n-9 (oleico), C18:2 n-6 (linoleico) foram comprados de Sigma-Aldrich (St. 

Louis, EUA). 

O equipamento de Eletroforese capilar Agilent 7100 (Califórnia, EUA) equipado com 

um detector de diodo array (DAD) configurado em 224,0 nm foi utilizado para análise das 

cadeias de ácidos graxos. A temperatura do cartucho foi mantida à 25 °C. As amostras foram 

injetadas hidrodinamicamente com pressão aplicada de 12 mbar por 4,0 s, a voltagem de 

separação foi de + 19 kV. Capilar de sílica fundida com revestimento externo de poli imida 

(NST, São Paulo, Brasil) com 48,5 cm de comprimento total (40 cm de comprimento útil), 75 

µm de diâmetro interno e 360 µm de diâmetro externo. Como eletrólito de fundo (BGE) foi 

utilizada uma solução tampão de fosfato de 15 mmol L−1 (NaH2PO4/Na2HPO4, pH 6,8), 4 mmol 

L−1 SDBS, 8,3 mmol L−1 Brij® 35, 45% (v/v) acetonitrila e 2,1% (v/v) 1-octanol (AMORIM et 

al., 2019). 

3.8.2 Preparação das amostras 

Para o cálculo do conteúdo de ácidos graxos, as amostras foram preparadas segunda a 

metodologia de Prado, Porto e Oliveira (2017). Aproximadamente 100 mg de cada amostra foi 

individualmente saponificada em 2,0 mL de solução metanólica de hidróxido de sódio (0.5 mol 

L-1), que foi posta em banho térmico com agitação (75 – 80 °C) por 25 minutos. A solução 

resultante foi transferida para tubo de ensaio de 5,0 mL e completada com metanol. Antes da 

injeção, cada amostra foi diluída em metanol 1:1 (v/v). As análises foram feitas em triplicata. 

Todo o processo descrito acima é mostrado na Figura 10. 
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Figura 10: Processo de identificação dos ácidos graxos livres (a) Preparação das amostras; (b) Amostras no 

banho térmico a 65ºC; (c) Secagem das amostras a temperatura ambiente; (d) Transferência das amostras para o 

balão de 5 mL; (e) Amostras no vial prontas para ir ao EC; (f) Amostras no EC prontas para injeção 

3.8.3 Quantificação de ácidos graxos e analises estatísticas 

O conteúdo de ácidos graxos foi calculado diretamente por meio de curvas de calibração 

externas construídas considerando o método dos mínimos quadrados ordinários (OLS). Os 

dados foram coletados a partir da análise aleatória de triplicatas autênticas das soluções da 

mistura padrão pelo método CZE-UV. A linearidade foi avaliada considerando tanto a 

independência do coeficiente de correlação (r), a homoscedasticidade e a falta de ajuste para 

cada ácido graxo como pressupostos estatísticos. Os limites de detecção e quantificação foram 

avaliados pela relação sinal/ruído seguindo um protocolo padronizado (DE SOUZA et al., 

2020b; SATO et al., 2021). Cada experimento foi realizado em quatro réplicas autênticas, 

assim, todas as amostras foram então preparadas seguindo o procedimento supracitado e 

analisadas em triplicata. Todos os resultados quantitativos de ácidos graxos são expressos 

considerando a média global de todas as análises realizadas para cada experimento.  

3.9  Análises estatísticas 

Os resultados experimentais para as curvas de crescimento da biomassa foram avaliados 

por barras de erros e o teste de Tuckey (com 5% de significância) foi aplicado para os poluentes 

orgânicos e nutrientes, taxa de crescimento máximo e tempo de duplicação da biomassa, 

lipídios e carboidratos totais. 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO  

4.1 Abundância relativa 

A abundância relativa das espécies de microalgas identificadas nos experimentos é 

apresentada na Figura 11. Em todos os reatores foram encontrados Arthrospira platensis DHR 

20, Chlorella sp., Scenedesmus sp. A espécie Euglenas sp., foi identificada nos reatores de 

Controle (3,21%), ControleCO2 (0,33%), O3T10CO2 (0,23%) e O3T20CO2 (0,70%). A ausência 

dessa espécie nos reatores com aplicação de ozônio (O3T10, O3T20 e O3T30) indica que essa 

espécie teve intolerância as concentrações residuais de ozônio utilizadas nesse estudo. 

 

Figura 11: Abundância relativa das espécies de microalgas encontradas em cada fotobiorreator 

Foi observado uma predominância da Arthrospira platensis DHR 20 na maioria dos 

reatores, com exceção dos reatores O3T30 e O3T10. Uma das prováveis causas desse 

acontecimento pode ter sido devido ao fato da concentração de ozônio no experimento O3T30 

ter sido um fator inibidor ao crescimento da Arthrospira platensis DHR 20, fazendo com que a 

Chlorella sp. predominasse. O reator O3T10 apresentou uma configuração similar ao reator 

O3T30, com predominância da espécie Chlorella sp. Isso ocorreu devido ao fato do inóculo 

utilizado no reator O3T10 ser proveniente do reator O3T30, inóculo esse retirado após a 

finalização do experimento. Esse fator explica a também predominância de Chlorella sp. no 

reator O3T10.  
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A predominância de Chlorella sp. no reator O3T30 pode ter se dado devido ao fato da 

espécie acumular mais lipídios que a Arthrospira platencis. Em geral, microalgas do gênero 

Chlorella podem acumular lipídios de 2 até 63% (AGGARWAL; REMYA, 2022; DEBNATH 

et al., 2021; YIN et al., 2020), enquanto a Spirulina platencis de 4 até 16% (MATA; MARTINS; 

CAETANO, 2010). A maior presença de lipídios na Chlorella sp. garante uma reserva de 

energia a célula, o que pode ter assegurado maior adaptabilidade a espécie a concentração de 

ozônio no reator O3T30. 

Resultados semelhantes para Chlorella vulgaris foram encontrados por , 

Chegukrishnamurthi et al. (2020), onde os autores avaliaram a aplicação de ozônio para 

remoção de bactérias e a interferência no crescimento da dessa espécie. Os autores fizeram 

aplicações de ozônio similares aos deste estudo, com tempos de 10 e 30 minutos e 

concentrações variando de 0,2 - 1 g h-1. Eles concluíram que após o tratamento com ozônio 90-

95% das células de microalgas estavam disponíveis, indicando que a espécie Chlorella vulgaris 

não sofreu com a aplicação do ozônio. Os autores atribuíram esse fato a complexa parede celular 

desta espécie.  

Em relação a espécie Scenedesmus sp., mesmo com sua presença sendo registrada em 

todos os reatores, os valores encontrados não foram relevantes comparados com os resultados 

encontrados para a Arthrospira platencis DHR20 e Chlorella sp. A concentração residual de 

ozônio em O3T20 não parece ter afetado o crescimento dessa espécie. Contudo, no reator 

O3T30, a concentração residual de ozônio atuou como inibidor do crescimento da Scenedesmus 

sp. como ocorreu com a Arthrospira platencis DHR20. Scenedesmus sp. pode acumular de 12 

até 23% de lipídios (CAI, PARK e LI, 2013; DE MENDONÇA et al., 2022) o que pode explicar 

a dificuldade que essa espécie encontrou para crescer nesse ambiente. Baixos valores também 

foram registrados em O3T10 e O3T10CO2. Como discutido anteriormente, o inóculo utilizado 

em O3T10 foi proveniente do reator O3T30 e no reator O3T10CO2, o inóculo foi proveniente do 

reator O3T10, e por conta disso foram registradas baixas representatividades de Scenedesmus 

sp. nesses dois reatores.  

Nesse estudo, o tempo de ozonização exerceu influência em qual espécie de microalga 

predominou. O mesmo não pode ser afirmado para a adição de CO2, já que o dióxido de carbono 

parece não ter tido influência na abundância relativa das espécies de microalgas.  
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4.2 Parâmetros cinéticos e biofixação de CO2 

As duas maiores taxa de crescimento foram registradas nos experimentos O3T20CO2 e 

O3T10 (Tabela 3), com 2,51 e 2,24 d-1, respectivamente, sem diferença significativa entre elas 

(p ≥ 0,05), o que acarretou em tempos de duplicação (Td) menor nesses dois experimentos, 0,28 

e 0,31 d, respectivamente. 

Tabela 3: Parâmetros cinéticos e biofixação de CO2 dos FBR. Desvio padrão entre parêntesis 

FBR 
MS 0 

(g L-1) 

MS 

(g L-1) 

Produtividade 

volumétrica 

(g L-1 d-1) 

Taxa de 

crescimento 

específica 

(d-1) 

Td 

(d) 

C 

(%) 

RCO2  

(mg L-1 d-1) 

Controle 2,11 (0,05) 3,21 (0,05) 0,275 0,51 (0,047) 1,37 (0,127) 41,33 (0,01) 417,28 

ControleCO2 4,79 (2,40) 16,52 (0,49) 3,912 0,43 (0,061) 1,64 (0,258) 45,83 (0,03) 6.573,77 

O3T10 1,17 (0,10) 1,48 (0,08) 0,102 2,24 (0,125) 0,31 (0,017) 43,50 (0,01) 163,04 

O3T20 1,94 (0,10) 2,46 (0,08) 0,171 0,51 (0,265) 1,58 (0,603) 46,67 (0,01) 292,79 

O3T30 1,30 (0,20) 1,40 (0,06) 0,018 0,77 (0,115) 0,91 (0,130) 45,33 (0,03) 30,47 

O3T10CO2 1,15 (0,03) 7,99 (0,22) 2,278 1,88 (0,147) 0,37 (0,027) 50,33 (0,02) 4.203,41 

O3T20CO2 5,37 (0,31) 18,63 (0,21) 4,419 2,51 (0,321) 0,28 (0,032) 49,67 (0,02) 8.047,79 

FBR: fotobioreator; MS 0:Massa seca no primeiro dia; MS: Massa seca no último dia; Td: Tempo de 

duplicação; RCO2: biofixação de CO2 

A aplicação do ozônio pode ter influenciado positivamente na μmax e Td. Isso pode ter 

ocorrido devido a remoção de turbidez da ARB, o que facilitou a passagem de luz pelo meio de 

cultivo, garantindo que a biomassa crescesse de forma mais acelerada. de Souza et al. (2021) 

obtiveram uma taxa de crescimento máxima de 0,41 d-1 e tempo de duplicação de 1,67 d, para 

Arthrospira platensis DHR 20 cultivada em água residuária de bovinocultura pré-tratada em 

reator UASB e com o fotobiorreator tendo temperatura controlada de 30 ± 2,6 ºC. Gao et al. 

(2021) reportaram μmax e tempos de duplicação de 0,35 d-1 e 1,98 d para Chlorella sorokiniana 

cultivada em água residuária de frigorifico diluída em água destilada, respectivamente. As taxas 

de crescimento encontrada nos estudos citados foram menores que as encontradas nesse estudo, 

evidenciando que a aplicação de ozônio influenciou positivamente a taxa de crescimento e o 

tempo de duplicação da biomassa. A combinação do ozônio e o CO2 também impactaram 

positivamente as taxas de crescimento. A clarificação da água residuária e a presença de uma 

fonte alternativa de alimento proporcionaram condições favoráveis para que a biomassa 

crescesse rapidamente.  

Observando a Tabela 3, pode-se constatar que a microalga aumentou muito pouco sua 

biomassa nas condições de cultivo em O3T10, O3T20 e O3T30, ficando evidente que houve 

inibição de crescimento ocasionado pela presença de ozônio na água residuária. Esses 

experimentos apresentaram as menores produtividades volumétrica, 0,0183, 0,1022 e 0,1711 g 

L-1 d-1, respectivamente. Uma forma de contornar a baixa produtividade nos FBRs com água 
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ozonizada foi adição de CO2. Os experimentos O3T20CO2 e O3T10CO2 apresentaram relevantes 

produtividades volumétricas, 2,278 e 4,419 g L-1 d-1, respectivamente, indicando que a 

suplementação de CO2 pode contornar os problemas de inibição do meio de cultivo 

proporcionados pela água residuária ozonizada. Segundo Lu et al. (2020), o limite máximo da 

concentração de CO2 no meio depende da espécie de microalga. Os resultados encontrados em 

termos de produtividade volumétrica de biomassa, evidenciaram que o CO2 foi o fator essencial 

no aumento da produção de biomassa, com os três reatores com adição de CO2, ControleCO2, 

O3T10CO2 e O3T20CO2 apresentando as maiores produtividades 3,912, 2,278 e 4,419 g L-1 d-

1, respectivamente. Assim sendo, relevantes produtividades em biomassa podem ser alcançadas 

com adição pequena de CO2 para suprir a demanda de carbono das células, já que o carbono 

inorgânico é uma fonte alternativa de alimento para a biomassa (DE MENDONÇA et al., 2021).  

As concentrações de carbono na biomassa variaram de 41,33 a 50,33% (Tabela 3), 

valores próximos aos 50% comumente encontrados em microalgas (DE SOUZA et al., 2021; 

DUARTE; FANKA; COSTA, 2020). A biofixação de CO2 (RCO2) foi maior nos FBR com 

adição do carbono inorgânico, O3T20CO2, ControleCO2 e O3T10CO2, com valores 8.047,79, 

6.573,77 e 4.203,41 mg L-1 d-1, respectivamente. Já os reatores que apresentaram as menores 

RCO2 foram os com a menor produtividade volumétrica, O3T10 e O3T30. Yadav et al. (2020) 

encontraram RCO2 de 0,281 ± 0,02 g L-1 d-1 com o cultivo Chlorella sp. em efluente doméstico, 

avicultura e suinocultura com a aplicação de 10% CO2 (v/v). Jin et al. (2021) observaram RCO2 

em 6 espécies diferentes de microalgas (C. sorokiniana XJ02, C. sorokiniana GS03, Chlorella 

sp. NM01, H. riparia SX01, D. communis GS05 e S. obliquus NM02) cultivadas no meio BG-

11, com aplicação de 15% de CO2 (v/v) e registraram biofixação de 0,34 ± 0,01, 0,46 ± 0,01, 

0,35 ± 0,01, 0,71 ± 0,01, 0,37 ± 0,01 e 0,20 ± 0,01 g L-1 d-1, respectivamente. Os autores 

atribuíram a maior RCO2 na espécie H. riparia SX01 a adaptação da espécie a concentração de 

CO2 aplicada. Os resultados encontrados nesse estudo foram 20 a 40 vezes maiores que os 

reportados por Jin et al. (2021) e Yadav, Panda e Sen (2020), evidenciando o grande potencial 

desse mix de microalgas como alternativa para fixar CO2.  

4.3 Volatilização da amônia 

A volatilização da amônia é um dos mecanismos de remoção de nitrogênio em sistemas 

de tratamento com microalgas. Ela ocorre quando o pH e a temperaturas do meio aumentam 

(CAI; PARK; LI, 2013). Nos experimentos realizados, as maiores taxas de volatilização foram 

registradas em O3T20, O3T10CO2, com 73,49 e 65,55% (Tabela 4), respectivamente, sem 

diferença significativa entre ambos (p ≥ 0.05). Ledda et al. (2015) registraram perda amônia de 
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68,70, 73,95 e 65,56%, cultivando Chlorella sp. Em digestato de esterco de suíno, digestato 

derivado das frações líquidas obtidas por centrifugação e ultrafiltração, respectivamente. 

Markou et al. (2014) encontraram perdas de amônia similares ao deste estudo, variando de 17 

a 80%, com o cultivo de A. platencis em meio Zarrouk. Os autores atribuíram parte desta perda 

à agitação pela injeção de ar, o que também foi realizado nos experimentos deste estudo. As 

bolhas de ar injetas promovem o stripping da amônia, ou seja, a mesma é carreada.  

ControleCO2 teve o menor pH médio entre os FBRs, 8,51 e a menor perda de amônia, 

17,65%. Uma das possíveis causas para isso é que a adição de CO2 ao meio pode ter um efeito 

de controle de pH (DE MENDONÇA et al., 2018). A temperatura também desempenha um 

papel vital na volatilização da amônia. Tanto o FBR Controle, quanto O3T30 registraram pH 

médio de 9,09, mas com temperaturas médias diferentes, 25,33 e 27,11°C, respectivamente. 

Essa diferença de temperatura resultou em diferentes porcentagens para a volatilização da 

amônia, 43,78 e 56,63%, respectivamente.  

Tabela 4: Volatilização média da amônia em cada FBR. Desvio 

padrão em parêntesis 

FBR pH T (°C)  NH3 livre (%) 

Controle 9,09(0,03) 25,33(0,72) 43,78(2,66) 

ControleCO2 8,51(0,05) 25,88(0,77) 17,65(1,83) 

O3T10 9,34(0,07) 24,58(0,57) 46,99(3,39) 

O3T20 9,61(0,14) 26,66(0,09) 73,49(6,53) 

O3T30 9,09(0,06) 27,11(0,23) 56,63(4,51) 

O3T10CO2 9,52(0,03) 24,20(1,02) 65,55(3,14) 

O3T20CO2 9,21(0,02) 24,68(0,62) 49,40(2,14) 

FBR: fotobioreator; T: temperatura 

4.4 Composição macromolecular 

As maiores porcentagens de carboidratos acumulados pela biomassa foram registradas 

nos experimentos O3T10CO2, O3T30, O3T20CO2 e Controle (Tabela 5), respectivamente, sem 

diferença significativa entre eles (p ≥ 0,05). A síntese de carboidratos pode ser associada a 

atividade fotossintética da biomassa (DE CARVALHO SILVELLO et al., 2022). No presente 

estudo, a adoção de iluminação constante (24 h d-1 a 326,10 μmol m-2 s-1) favoreceu a síntese 

dessas moléculas. Além disso, Debnath et al. (2021) afirmam que o cultivo mixotrófico 

favorece a síntese de carboidratos, devido a presença de uma fonte alternativa de alimento além 

do CO2, ou seja, do carbono orgânico solúvel biodegradável.  
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Tabela 5: Quantificação das macromoléculas presente na biomassa. Desvio padrão entre parêntesis 

FBR Lipídios (%) 

Produtividade de 

lipídios  

(g L-1 d-1) 

Carboidratos 

(%) 

Produtividade de 

carboidratos 

(g L-1 d-1) 

Controle 26,67 (2,08) 0,0734 28,00 (2,65) 0,0771 

ControleCO2 11,67 (1,53) 0,4564 21,67 (1,53) 0,8475 

O3T10 21,66 (12,84) 0,0221 23,00 (1,00) 0,0235 

O3T20 48,03 (7,31) 0,0822 26,33 (0,58) 0,0451 

O3T30 48,16 (3,59) 0,0088 29,00 (1,00) 0,0053 

O3T10CO2 14,08 (2,71) 0,3206 30,00 (2,00) 0,6833 

O3T20CO2 11,27 (5,69) 0,4981 28,67 (1,53) 1,2668 

Em relação ao acúmulo de lipídios, dois experimentos registraram porcentagens 

elevadas, O3T30 e O3T20, com 48,16% e 48,03%, respectivamente, sem diferença estatística (p 

≥ 0,05). A presença residual de ozônio na água residuária nesses dois experimentos 

desencadearam estresse na biomassa, causando acúmulo de lipídios em sua matriz celular, fator 

que explica as elevadas concentrações desta macromolécula que não é habitual de ser tão 

elevada em biomassa de microalgas cultivadas em águas residuárias.  

No experimento O3T30, a menor concentração inicial de nutrientes para o cultivo (124 

mg L-1 de NH4
+ (Tabela 2)), associado à volatilização de amônia, podem ter sido fatores que 

contribuíram para acumular lipídios na biomassa, uma vez que quanto menor a entrada de N no 

sistema de cultivo, menor o acumulo de proteínas e maior a tendência de produção de 

carboidratos e acúmulo de lipídios (DE MENDONÇA et al., 2018). A menor disponibilidade 

de nutrientes é um dos fatores mais conhecidos que acarretam em um maior acúmulo de lipídios 

(CHHANDAMA et al., 2021). Além disso, o experimento teve predominância de Chlorella sp. 

(Figura 11), espécie que tende a acumular mais lipídio em sua matriz celular se comparada a  

Spirulina platensis ( DÍAZ et al., 2022; KATIYAR et al., 2017; WOOD, 2021), espécie que 

predominou na maioria dos outros experimentos (Figura 11). No caso de experimento O3T20, 

foi registrado a maior porcentagem de volatilização da amônia, 73,5% (Tabela 5). A perda de 

nitrogênio por volatilização da amônia gerou um ambiente com pouca disponibilidade desse 

nutriente, o que proporcionou estresse na biomassa, o que por sua vez favorece a síntese de 

lipídios.  

No experimento O3T10, o percentual de lipídios foi cerca de metade do valor obtido nos 

experimentos O3T30 e O3T20 (Tabela 5). Ainda assim, ao crescer na OARB sujeita a menor 

tempo de contato com ozônio, os valores de lipídios ainda estiveram ordem de grandeza maior 

quando comparados aos outros experimentos sem ozônio, comprovando que adição de 

microalgas neste tipo de substrato de fato maximiza o acumulo de lipídios nas células, em 

especial no mix de algas utilizados na presente pesquisa.  
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Purba et al. (2022) encontraram valores similares e maiores aos registrados nos reatores 

O3T30 e O3T20 para lipídios de 46,38 ± 2,20% e 57,82 ± 1,29%, ao cultivar C. vulgaris NIES-

1269 e D. maximus CN06 em efluente doméstico, respectivamente. Cheng et al. (2016) também 

registraram aumento do acúmulo de 31,1% de lipídios em Chlorella PY-ZU1 cultivada em 

efluente não diluído de resíduos de comida digeridos em um digestor anaeróbio pré-tratado com 

ozônio. Ambos estudos justificam a alta porcentagem de lipídios devido a uma condição de 

estresse causada pela baixa concentração de nutriente. Essa mesma conclusão pode ser atribuída 

aos reatores O3T30, que tinha baixa concentração inicial de NH4
+ e para o reator O3T20 que 

teve grande perda de amônia por meio da volatilização.  

A presença de CO2 nos experimentos acarretou uma maior produtividade de biomassa 

(Tabela 3), mas o mesmo não foi observado em se tratado do conteúdo de lipídios (Tabela 5). 

Resultados semelhantes foram reportados por Liu et al., (2020), que cultivaram quatro espécies 

de microalgas (Chlorella vulgaris, Chlorella pyrenoidosa, Scenedesmus obliquus e 

Scenedesmus dimorphus) em efluente de uma unidade de tratamento de efluentes, com 

aplicação de 10% de CO2 e observaram um aumento da biomassa, mas não das porcentagens 

de lipídios acumulados. A presença de uma fonte adicional de alimento (carbono inorgânico 

via CO2 aplicado) proporcionou um ambiente mais favorável ao crescimento para as 

microalgas, diminuindo o acúmulo de lipídeos pela biomassa. Contudo, as maiores 

produtividades volumétricas de lipídios foram registradas nos experimentos que obtiveram 

maiores produtividades volumétricas de biomassa, ControleCO2, O3T20CO2 e O3T10CO2 

(Tabela 5), respectivamente, justamente por conta dessa maior produtividade volumétrica de 

biomassa. Maiores produtividades de biomassa, muitas vezes podem compensar os menores 

acúmulos de lipídio nelas presentes (de Souza et al., 2021). Zhang et al. (2018) observaram que 

águas residuárias com maiores disponibilidades de nutrientes tendem a ter maior produtividade 

de biomassa, porém menor acúmulo de lipídios, como também registrado na presente pesquisa 

(Tabela 5). 

4.5 Análise de qualidade do biodiesel 

Diferentes classes de ácidos graxos de cadeia longa promovem uma melhora na 

qualidade do biodiesel a baixas temperaturas, como por exemplo estabilidade oxidativa, ponto 

de obstrução de filtro a frio e número de cetano (PATEL, JOUN e SIM, 2020). A Figura 12 

apresenta os resultados encontrados para a quantidade de ácidos graxos (FA) presentes nas 

amostras de cada FBR. Nota-se que os experimentos O3T10CO2 e O3T20CO2 foram os que 

tiveram maiores concentrações de FA, 18,7% e 13,2%, respectivamente. 
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Figura 12: Total de ácidos de graxos em cada FBR, representados em porcentagem (m/m) 

Em todos os FBR, o perfil de ácidos graxos que apresentou maior representatividade foi 

o ácido palmítico (C16:0), chegando a valores superiores a 70% nos reatores O3T20, O3T10, 

Controle e ControleCO2 (Tabela 6). De acordo com Arutselvan et al. (2021), o C16:0 é o ácido 

mais desejado, já que o mesmo ajuda a melhorar a estabilidade oxidativa e fluxo a frio do 

combustível. Essas mesmas propriedades também podem ser atribuídas ao ácido esteárico 

(C18:0) (DE MENDONÇA et al., 2022). O C18:0 foi detectado apenas nos dois FBRs com a 

presença de ozônio e CO2, O3T10CO2 e O3T20CO2. No caso em que foi detectado, esse ácido 

apresentou a segunda maior representatividade no perfil de FA. 

Tabela 6: Composição dos ácidos graxos em cada FBR apresentados em porcentagem (m/m) considerando o 

total de ácidos graxos produzido. Desvio padrão em parêntesis 

Ácido 

graxo 

Nome 

usual  

FBR 

Controle 

(%) 

ControleCO2 

(%) 

O3T10 

(%) 

O3T20 

(%) 

O3T30 

(%) 

O3T10CO2 

(%) 

O3T20CO2 

(%) 

C16:0 Palmítico 71,1(10,2) 75,9(2,67) 71,3(2,75) 70,8(5,94) 53,0(2,57) 48,5(1,74) 51,1(4,02) 

C18:0 Esteárico - - - - - 26,8(0,63) 29,2(3,63) 

C18:1 Oleico - - 2,2(2,35) - 31,1(1,64) 12,6(0,41) 3,65(1,58) 

C18:2 Linoleico 8,85(3,80) 9,45(1,36) 8,2(2,57) 8,9(3,51) 5,7(0,54) 4,39(0,17) 4,39(0,60) 

C18:3 Linolênico 20,0(8,16) 14,6(3,56) 16,3(1,09) 20,2(7,54) 10,1(1,71) 7,65(2,40) 11,1(1,51) 

Um dos requisitos exigidos pela norma europeia EN 14214 para garantir a estabilidade 

oxidativa do biodiesel é que a presença de ácido linolênico (C18:3), deve ter concentração 

máxima de 12%. Tendo isso em vista, os FBRs O3T30, O3T10CO2 e O3T20CO2 foram os únicos 

a se enquadrar nesta condição, apresentando 10,1, 7,65 e 11,1%, respectivamente (Tabela 6). 

Como alternativa para os reatores que apresentaram valores superiores aos exigidos na norma 

europeia (Controle, ControleCO2, O3T10 e O3T20) poderia ser feita a mistura do biodiesel 

produzido com outro biocombustível, com por exemplo, o óleo de palma que possui alta 

estabilidade oxidativa (DEY et al., 2021). Realizar a mistura entre biocombustíveis e atingir 

5,2 5,0 4,9
5,2

8,9

18,7

13,2

Controle ControleCO2 O3T10 O3T20 O3T30 O3T10CO2 O3T20CO2
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proporções ideais entre os ácidos graxos saturados e insaturados pode se apresentar como uma 

solução efetiva para essa problemática (CHANDRA et al., 2021). Outra opção para os reatores 

que apresentaram C18:3 maior que 12% é a utilização dessa biomassa como ração para animais. 

Segundo Fawcett et al. (2022) os ácidos linoleico e linolênico são os únicos ácidos poli-

insaturados essenciais nas dietas. A utilização de microalgas como ração para animais vem 

provando uma alternativa bastante atrativa e sustentável (LU et al., 2021). Os resultados 

encontrados nesse estudo para C18:2 e C18:3 nos reatores Controle, ControleCO2, O3T10 e 

O3T20 são favoráveis a utilização dessa biomassa como ração para animais.  

C16:0, C18:3n6 e C18:1n9-9 foram os principais ácidos graxos encontrados por 

Cardoso et al. (2021) quando cultivaram Spirulina sp. LEB18 em águas residuárias de 

aquicultura e diferentes concentrações de meio Zarrouk. Chandra et al. (2021) registraram a 

presença, principalmente, de C16:0, C16:1, C18:0, C18:2, e C18:3 em policultura de microalgas 

cultivadas em águas residuárias de laticínios. Os autores concluíram que as policulturas se 

mostraram ser mais promissoras na produção de biodiesel que monoculturas. Geralmente isto 

ocorre em função da competição interespecífica entre as microalgas cultivadas.  

Os resultados encontrados neste estudo mostram que as condições experimentais 

testadas podem apresentar alternativas bem-sucedidas na produção de biodiesel, contudo mais 

estudos (escala piloto e escala real) seriam necessários para desenvolver o conceito de 

biorrefinaria.  

4.6 Biorremediação 

As remoções de NH4
+ atingiram eficiências superiores a 99% em todos os experimentos, 

com o melhor cenário, O3T10, tendo 100% de remoção. As altas taxas de remoção de NH4
+ 

podem ser explicadas pela volatilização da amônia (Tabela 7), devido aos altos valores de pH 

registrados, assim como a assimilação de nitrogênio pelas microalgas e o processo de 

nitrificação ocasionado devido a ação de bactérias nitrificantes.  Ao variar o tempo de detenção 

hidráulica, em 9, 12, 15, 18 e 21 dias, Silveira et al. (2021) encontraram remoções acima de 

90% para N-NH4
+ para todos os tempos de detenção, cultivando microalgas em águas 

residuárias de suínos pré-tratados em reatores UASB. Além disso, os autores também 

registraram aumento da concentração de N-NO3
- em todos os experimentos. 

O3T30, O3T10, ControleCO2 e Controle, registraram remoções de NO3
- 20,4 ± 9,9%, 

64,0 ± 7,3%, 65,6 ± 9,7% e 85,8 ± 5,7%, respectivamente. O3T20, O3T10CO2 e O3T20CO2 

apresentam valores negativos (Tabela 7) devido ao maior registro da concentração de nitrato na 

água residuária após o tratamento com as microalgas em comparação com as concentrações de 
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NO3
- contidas no meio de cultivo inicial. Isso pode ocorrer devido a ação das bactérias 

nitrificantes, que transformam o NH4
+ em NO2

- e NO3
- através do processo de nitrificação 

(VARGAS-ESTRADA et al., 2021).  

As maiores remoções de P e PO4
- foram registradas nos experimentos Controle e O3T30, 

sem diferença significativa entre eles (p ≥ 0,05). A baixa remoção de P e PO4
- no experimento 

ControleCO2 pode ser explicada pela presença do CO2. Há dois mecanismos de remoção de 

fósforo no tratamento com microalgas, a assimilação de P pela biomassa e a precipitação 

(MOUSAVI et al., 2018). A precipitação de fósforo ocorre devido ao aumento do pH, resultante 

principalmente da atividade fotossintética das microalgas. Com a presença de CO2, a 

acidificação do dióxido de carbono impacta o pH, o que pode acarretar na diminuição da 

precipitação de fósforo (KONG et al., 2021).  

O3T10, O3T20CO2, Controle, O3T10CO2, O3T20, tiveram remoções de 91,7%, 88,9%, 

87,6%, 84,1% e 78% de DQO respectivamente, sem diferença significativa entre eles (p ≥ 0,05). 

Em paralelo, as remoções de COT foram de 91,2%, 88,9% 87,3%, 84,1% e 77,5%, para os 

mesmos experimentos citados anteriormente. Lv et al. (2018) obteve remoções de DQO de 

62,30%, 46,99%, 25,95%, 20,77% e 55,18% para cinco espécies de microalgas, Chlorella 

vulgaris, Chlorococcum sp. GD, Parachlorella kessleri TY, Scenedesmus obliquus and 

Scenedesmus quadricauda, respectivamente, cultivadas em água residuária de bovinocultura. 

Os fenóis são considerados poluentes por apresentarem propriedades antimicrobianas 

(LINDNER; PLEISSNER, 2019). Nos experimentos realizados, as remoções de fenóis 

variaram de 30,1% a 98,6%. Os quatro melhores resultados O3T20, O3T30, Controle e 

O3T10CO2 (Tabela 7), não apresentaram diferença significativa entre eles (p ≥ 0,05). Os 

resultados encontrados indicam que as espécies de microalgas utilizadas neste estudo não 

demonstraram inibições por conta da presença de fenóis. Caprio et al. (2018) encontraram 

remoção de fenóis, cultivando Scenedesmus sp. em água de torneira com água residuária de 

cultivo de oliveira (9% v/v) em regime de batelada, de 66 % (± 3%). Cultivando Chlorella 

vulgaris em lixiviado de aterrado pré-tratado com precipitação química, Viegas et al. (2021) 

encontraram remoção máxima de fenol de 70,4%. 

Águas residuárias de bovinocultura apresentam altos valores de turbidez e cor aparente. 

As remoções de turbidez e cor foram altas, variando de 69,62 a 83,21% e de 54,78 a 95,51%, 

respectivamente. Para a turbidez as maiores remoções foram registradas nos experimentos 

O3T30, Controle e O3T20CO2. Já para o parâmetro cor aparente, as maiores remoções foram 

nos experimentos Controle, O3T20CO2 e O3T30. Apesar desses dois parâmetros terem 
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apresentados porcentagens altas de remoção, as concentrações finais foram altas acima de 10 

uT para turbidez e acima de 400 uC (Tabela 7) para cor aparente em todos os experimentos, 

indicando que um tratamento adicional seria necessário para o abatimento da carga de sólidos. 

A aplicação do ozônio teve impacto direto nesses dois parâmetros, ao se analisar as 

concentrações iniciais desses, é possível observar um abatimento em relação aos outros dois 

reatores que não tiveram a água residuária ozonizada previamente.  

Os resultados apresentados neste estudo mostraram que o tratamento de águas 

residuárias da bovinocultura utilizando microalgas é uma alternativa promissora para o 

tratamento dessa tipologia de água residuária, comprovada por um abatimento relevante da 

carga poluidora e nutrientes.  
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Tabela 7: Eficiência total de remoção dos parâmetros analisados em FBR. Desvio padrão entre parêntesis 

FBR 

N-NH3 NO3 DQO COT C6H5OH 

AT DT ET AT DT ET AT DT ET AT DT ET AT DT ET 

(mg L-1) (%) (mg L-1) (%) (mg L-1) (%) (mg L-1) (%) (mg L-1) (%) 

Controle 1.311,50 4,82 99,63(0,49)
a 13,29 1,88 85,83(5,69)

a 1.868,50 232,35 87,56(1,67)
b 468,43 59,39 87,32(1,67)

b 18,13 1,21 93,35(1,28)
b 

ControleCO2 645,00 0,75 99,88(0,03)
a 12,89 4,43 65,64(9,72)

ab 630,60 254,83 59,59(13,72)
b  158,95 65,01 59,10(13,61)

b 10,29 4,07 60,47(5,12)
c 

O3T10 630,00 0,02 100,00(0,00)
a 18,16 6,53 64,02(7,28)

ab 873,18 72,15 91,74(5,46)
a 219,59 19,34 91,19(5,42)

a 7,17 3,73 47,99(5,29)
c 

O3T20 524,00 0,11 99,99(0,01)
a 14,18 32,01 -125,78(124,96)

c 900,80 198,53 77,96(3,37)
ab 226,50 50,95 77,51(3,35)

ab 28,07 0,39 98,60(0,97)
ab 

O3T30 124,00 0,21 99,98(0,02)
a 13,73 12,18 20,43(9,86)

ab 875,55 259,00 70,42(11,48)
b 220,19 56,75 74,23(11,41)

b 2,30 0,05 98,04(3,91)
a 

O3T10CO2 630,00 1,92 99,70(0,13)
a 18,16 20,60 -13,41(4,67)

bc 7.700,00 1.221,45 84,14(1,18)
d 1,926,3 306,66 84,08(1,18)

d 7,17 0,58 91,88(2,53)
ab 

O3T20CO2 524,00 2,44 99,53(0,10)
a 14,18 18,16 -28,13(4,42)

bc 7.700,00 851,53 88,94(0,22)
c 1,926,3 214,18 88,88(0,22)

c 28,07 19,61 30,14(2,46)
d 

FBR 

PO4 P Cor aparente Turbidez 
   

AT DT ET AT DT ET AT DT ET AT DT ET    

(mg L-1) (%) (mg L-1) (%) (uC) (%) (uT) (%)    

Controle 758,38 2,89 99,62(0,41)
a  247,35 0,94 99,62(0,41)

a 17.116,67 768,33 95,51(0,32)
c  621,00 44,78 92,79(1,29)

b     

ControleCO2 69,41 50,72 26,94(7,61)
c  22,65 16,55 26,94(7,61)

b 3.015,00 1.029,00 65,87(0,86)
e  298,00 47,82 83,95(0,42)

b    

O3T10 76,25 8,54 88,80(11,21)
ab  24,87 2,79 88,80(11,21)

a  1.980,00 611,67 69,11(2,10)
b  92,00 10,80 88,27(0,82)

a     

O3T20 43,78 9,55 78,19(2,67)
ab  14,29 3,12 78,19(2,67)

a  1.986,67 898,33 54,78(6,01)
d  137,30 41,71 69,62(4,41)b     

O3T30 36,69 1,85 94,97(4,83)
a 11,97 0,60 94,97(4,83)

a  2.556,67 505,00 80,25(2,83)
ab  280,00 19,00 93,21(2,38)

a     

O3T10CO2 76,25 23,47 69,22(4,88)
b 24,87 7,66 46,39(8,50)

b  1.980,00 598,33 76,60(1,51)
b  92,00 10,11 89,01(0,58)

a     

O3T20CO2 43,78 9,97 77,24(4,62)
ab 14,29 3,25 77,24(4,61)

a 1.986,67 407,50 84,06(0,98)
a  137,30 10,95 92,02(2,51)

a        

FBR: fotobioreator; AT: água residuária antes do tratamento; DT: água residuária depois do tratamento; ET: eficiência total de remoção do parâmetro; DQO: demanda química de 

oxigênio; COT: carbono orgânico total; a,b,c,d,e  letras iguais representam valores estatisticamente iguais (p ≥ 0,05) 
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5 CONCLUSÃO 

O mix de microalgas cultivados na ARB com aplicação de ozônio e CO2 apresentou 

resultados promissores para a biofixação de CO2 e produção de biodiesel. A biorremediação da 

ARB apresentou remoções significativas para os parâmetros analisados. Ficou claro pelos 

dados obtidos que a concetração residual de ozônio inibiu o crescimento da biomassa, contudo 

também desencadeou estresse na biomassa fazendo com que houvesse um aumento no acumulo 

de lipídios.  O oposto foi observado para o caso do CO2. A disponibilidade de um nutriente 

extra proporcionou maior crescimento da biomassa, mas as concentrações de lipídios foram 

baixas comparadas com os outros reatores. Recomenda-se que estudos futuros avaliem uma 

configuração onde ambos recursos satisfaçam a produtividade de biomassa e de lipídios. A 

sugestão é que seja feita um cultivo em duas etapas; com a primeira pra aumentar a 

produtividade de biomassa utilizando CO2 e a segunda para desencadear estresse na biomassa 

com a aplicação de ozônio. O perfil de ácidos graxos demonstrou que o biodiesel produzido 

apresenta grande potencial. No mais, o conceito de biorrefinarias deve ser considerado para 

estudos futuros.  
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