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Fatores de estresse podem modificar a composição da biomassa algácea em 

termos de níveis de pigmentos, proteínas, carboidratos, lipídeos, entre outros. A 

salinidade é um fator extrínseco ao crescimento que influencia vários mecanismos 

fisiológicos e bioquímicos associados ao crescimento, sendo que muitos organismos, 

incuindo as microalgas, alteram seu metabolismo para se adaptar ao ambiente extremo. 

Tendo em vista a possibilidade de se utilizar esses organismos para alimento vivo em 

aquicultura e para produção de compostos específicos de alto valor agregado, o 

desenvolvimento de pesquisas que abordem esse tema se torna necessário. Neste 

trabalho foi avaliado o efeito do aumento da salinidade sobre o crescimento e a 

composição da biomassa da microalga marinha Pavlova lutheri nas fases exponencial e 

estacionária do crescimento. As respostas da espécie foram avaliadas em salinidades 

distintas, que variaram entre 35 e 70S. Além da determinação do volume celular médio, 

foram quantificados os carotenoides, clorofilas a e c, proteínas hidrossolúveis e 

glicídeos totais. O aumento da salinidade resultou numa diminuição de 1,5 e 2,5 vezes 

nos teores de clorofilas a e c, respectivamente, na fase exponencial do crescimento. Por 

outro lado, os teores de proteínas hidrossolúveis e glicídeos totais foram aumentados em 

1,3 e 4,0 vezes, respectivamente. O envelhecimento da cultura levou a um aumento por 

volume de cultura de todos os componentes da biomassa estudados, enquanto que o 

aumento da salinidade afetou negativamente todos os constituintes da biomassa, exceto 

os glicídeos totais. 
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1.  INTRODUÇÃO 

 

1.1. Microalgas e aplicações econômicas 

 

As microalgas constituem um dos mais eficientes sistemas biológicos de 

transformação de energia solar em compostos orgânicos através do processo 

fotossintético. Envolvem enorme diversidade de formas e funções ecológicas. Estes 

organismos desempenham um importante papel na estruturação das cadeias tróficas 

aquáticas devido as suas altas taxas de produtividade primária, além de serem de 

extrema importância nos processos de ciclagem de nutrientes. No ambiente aquático, as 

microalgas são responsáveis pela maior parte da produtividade primária (Lourenço & 

Marques Júnior, 2009). 

Além da extrema importância na natureza, as microalgas são também 

aproveitadas em atividades econômicas. Estes organismos apresentam elevadas taxas de 

crescimento em cultivos, condição que proporciona uma alta produção de biomassa em 

intervalos de tempo curtos. A produtividade de sistemas que envolvem microalgas é 

sempre muito superior a de quaisquer culturas agrícolas conhecidas (Pulz & Gross, 

2004). Além disso, apresentam vantagem em relação a outros microorganismos 

heterotróficos (leveduras, bactérias, etc), uma vez que estes últimos requerem moléculas 

orgânicas para produzir seus metabólitos (Jin & Melis, 2003). 

A capacidade de autotrofia é uma maneira direta para converter a energia solar 

em moléculas orgânicas, embora existam sistemas que funcionam a 2000-4000 metros 

de profundidade no mar. No entanto, algumas espécies de microalgas ainda têm a 

capacidade de crescer a partir de carbono orgânico de um metabolismo heterotrófico 
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e/ou mixotrófico, exibindo várias vantagens sobre aqueles que são exclusivamente 

autotróficos (Perez-Garcia e col., 2011).  

O uso de microalgas em aplicações comerciais envolve atividades bastante 

diversas. A utilização de microalgas em aquicultura constitui-se numa prática centenária 

(Lourenço, 2006), e estima-se que cerca de 30% da produção de biomassa algácea seja 

destinada a alimentação de organismos aquáticos em cultivo (Becker, 2007). Microalgas 

são necessárias direta ou indiretamente em pelo menos algum estágio do cultivo de 

animais marinhos (De Pauw e col., 1984) e são essenciais para criação comercial de 

muitos animais aquáticos, especialmente para larvas e juvenis de moluscos bivalves, 

camarões e animais do zooplâncton (Heasman e col., 2000: Muller-Feuga, 2000). 

Uma variedade de bioprodutos pode ser obtida a partir de microalgas. A partir da 

fermentação dos carboidratos presentes na biomassa algácea é possível produzir 

biossolventes como o bioetanol (Takeda e col., 2011), bioacetona, biobutanol (Ellis e 

col., 2012), e 1,3-propanodiol (Nakas e col., 1983). Lipídeos a partir de microalgas têm 

sido utilizados na produção de biodiesel (Sathish e col., 2012), e a obtenção do metano 

como biogás também já foi possível a partir da digestão anaeróbia da biomassa algácea. 

(Yuan e col., 2011). Das e col. (2012) demonstraram propriedades antibacterianas dos 

extratos orgânicos da microalga Euglena viridis. Além de bioprodutos para o setor 

energético, o betacaroteno e proteínas produzidos pelas algas também têm sido 

utilizados como suplementos nutricionais para humanos e animais (Spolaore e col., 

2006). Neste contexto, as microalgas podem ser consumidas úmidas ou secas 

(misturadas a alimentos convencionais) ou podem ser usadas para produzir 

encapsulados, que consistem essencialmente em biomassa de microalgas seca e 

prensada, com níveis variáveis de processamento industrial (Lourenço, 2006). 



3 

 

Embora a biomassa de microalgas seja considerada a próxima geração de 

matéria-prima para a produção de biocombustíveis, o seu cultivo apenas para este fim 

em escala comercial parece não ser ainda economicamente viável e sustentável (Clarens 

e col, 2010; Norsker e col, 2011; Razon e Tan, 2011; Soratana e Landis, 2011). Além 

disso, algumas espécies de microalgas cultivadas sob condições de estresse também 

podem acumular metabólitos secundários específicos como, por exemplo, pigmentos, 

vitaminas, etc., produtos de alto valor econômico, que podem ser aplicados no setor de 

cosméticos, alimentos ou fármacos (Skjånes e col., 2012). Portanto, a melhoria da 

viabilidade econômica da produção do biocombustível poderia ser alcançada pelo 

cultivo simultâneo da microalga com o objetivo de se produzir, de forma combinada, 

compostos específicos de alto valor e biocombustíveis, num conceito de biorrefinaria, 

aplicação da biomassa de microalgas que tem ganhando bastante interesse nos dias de 

hoje (Campenni’ e col, 2013.; Carriquiry e col, 2011.; Nobre e col, 2013.; Singh e col, 

2011.; Yasar, 2007).  

 

1.2. As Primnesiofíceas 

 

Pavlova lutheri é uma microalga marinha, unicelular, fitoflagelada pertencente à 

ordem das Chrysomonadales e a divisão das Primnesiofitas (Haptofitas) (Lourenço, 

2006). Essa divisão se divide em duas ordens, as Primnesiales (possuem células com 

dois flagelos lisos iguais, sem mancha ocelar e com escamas cobrindo a célula) e as 

Pavlovales (possuem células que podem apresentar mancha ocelar e são dotadas de dois 

flagelos desiguais cobertos com cerdas) (Lee, 2008). As algas pertencentes a esta 

divisão são geralmente encontradas em ambientes marinhos, embora haja registros de 

espécies de água doce e de ambientes terrestres (Barsanti & Gualtieri, 2006).  
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Figura 1. Estrutura celular de uma Prymnesiophyta; F (Flagelo), H (Haptonema), 

E (Escamas), RE (Retículo Endoplasmático), CG (Complexo de 

Golgi), C(Cloroplasto), M (Mitocôndria), N(Núcleo), REC (Retículo 

endoplasmático do cloroplasto), EC( Envelope do cloroplasto), VC 

(Vesícula de Crisolaminarina) (Fonte: Lee, 2008). 

 

 

Os pigmentos fotossintéticos deste grupo presentes nos cloroplastos das células 

incluem clorofila a, clorofila c1, clorofila c2 e carotenoides como fucoxantina 

(geralmente o mais abundante deles), β-caroteno, diadinoxantina, diatoxantina e 

derivados da fucoxantina, como 19’-hexanoilxifucoxantina e 19’-

butanoiloxifucoxantina conferindo um aspecto amarelo-dourado. A presença de 

carotenoides em grande concentração confere a algumas células uma coloração 

amarelada, dourada ou diversos tons de marrom, mascarando a cor da clorofila (Lee, 

2008; Lourenço, 2006; Barsanti & Gualtieri, 2006). O produto de reserva, característico 
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desta ordem, é um polissacarídeo derivado da glicose formado por ligações glicosídicas 

do tipo β-1,3, a crisolaminarina (Lee, 2008; Janse e col., 1996). Segundo Lourenço 

(2006), lipídeos também são acumulados no citoplasma como produto de reserva 

(Figura 1). 

A haptófita Pavlova lutheri é amplamente utilizada em aquicultura como 

alimento vivo para invertebrados marinhos (moluscos, crustáceos, zooplâncton) e 

particularmente para bivalves (larvas, juvenis e reprodutores) (Webb & Chu, 1983; 

Borowitzka 1997; Wickfors & Onho, 2001; Brown, 2002; Rico-Villa e col., 2006). 

Pavlova lutheri é uma espécie rica em ácidos graxos poli-insaturados, especialmente 

EPA (ácido eicosapentaenoico) e DHA (ácido docosaexaenoico) (Volkman e col., 

1989), essenciais para animais marinhos (Kanazawa e col., 1979). 

 

1.3. Composição da Biomassa e Salinidade 

 

Fatores intrínsecos e extrínsecos ao crescimento podem modificar a composição 

da biomassa algácea em termos de níveis de pigmentos, proteínas, carboidratos e 

lipídeos, entre outros (Reitan e col., 1994). Dentre os fatores intrínsecos podem-se 

destacar a idade da cultura e o tempo de condicionamento das células no meio de 

cultivo. Como fatores extrínsecos, são relevantes os efeitos da luz, nutrientes, 

temperatura, pH e salinidade (Richmond 1986; Henley e col., 2002). O crescimento e a 

produtividade da microalga também podem ser influenciados pela salinidade do cultivo 

(Parida & Das, 2005). Assim, em viveiros de camarões e moluscos que usam águas de 

estuários e lagoas costeiras, a salinidade pode ser alterada em função dos processos de 

evaporação ou precipitação que podem ocorrer nesses corpos d’agua. Como 

consequência, este fenômeno pode afetar a qualidade nutricional em termos de proteína, 
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lipídeos e carboidratos da microalga usada como fonte de alimento em aquicultura 

(García e col., 2012). 

A salinidade é definida como a medida do total de materiais dissolvidos presente 

na água do mar. Num senso rigoroso, designar como “sais” o conjunto de substâncias 

dissolvidas na água do mar é incorreto, uma vez que há componentes não salinos 

presentes (Lourenço, 2006). Águas costeiras, como regiões entremarés ou lagunas rasas, 

possuem elevada variação de salinidade. Nestas áreas, onde a massa d’água é mais rasa, 

os efeitos do balanço evaporação/precipitação podem ser percebidos em poucas horas 

(Pereira & Soares-Gomes, 2002). 

O estresse salino possui dois componentes, o estresse iônico e o estresse 

osmótico (Joset e col., 1996; Hasegawa e col., 2000). As células, de um modo geral, 

mantêm uma elevada concentração intracelular de potássio e uma baixa concentração de 

sódio sob condições ótimas de crescimento. A homeostase intracelular K
+
 e Na

+
 é 

importante para o funcionamento de diversas enzimas, para a geração de potencial de 

membrana e na regulação do volume celular. As células tendem a manter alta a razão 

K
+
/Na

+
 mesmo com o aumento de Na

+
 durante o estresse salino, utilizando-se, para isso, 

de transportadores de Na
+
 e/ou de K

+
 localizados na membrana plasmática 

(Karandashova & Elanskaya, 2005). A concentração de Cl
-
 no interior da célula é, em 

geral, menor do que no ambiente. Quando a concentração de Cl
-
 no ambiente torna-se 

extremamente alta, o potencial negativo de membrana dentro da célula ainda garante 

uma barreira termodinâmica à entrada de Cl
-
. Entretanto, durante o choque salino, a 

entrada de Na
+
 despolariza a membrana resultando num influxo de Cl

-
 ao longo de um 

gradiente químico (Karandashova & Elanskaya, 2005). 
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A membrana plasmática possui importante papel nas respostas ao estresse salino 

(Karandashova & Elanskaya, 2005). A ativação osmótica das proteínas de membrana 

pode ser sinalizada, principalmente, via: (i) alterações na turgência celular; (ii) 

deformações elásticas da membrana; (iii) estímulo mecânico originado à partir do exo- 

ou citoesqueleto das células; (iv) alterações nas propriedades físico-químicas da 

bicamada lipídica das membranas, alterando as forças locais entre moléculas lipídicas e 

entre lipídeos e proteínas (Poolman e col., 2002). Na cianobactéria Synechocystis sp. o 

estresse salino promove o aumento da insaturação dos lipídeos de membrana, tornando-

a mais fluida e reduzindo sua permeabilidade aos íons H
+
 e Na

+
 (Joset e col., 1996; 

Karandashova & Elanskaya, 2005), como também aumenta a atividade e a síntese de 

sistemas antiporte Na
+
/H

+
 (Allakhverdiev e col., 1999). 

A salinidade é um fator extrínseco ao crescimento que influencia vários 

mecanismos fisiológicos e bioquímicos associados ao crescimento, sendo que muitos 

organismos, incuindo as microalgas alteram seu metabolismo para se adaptar ao 

ambiente extremo.  (Kan e col., 2012). Nesse caso, as células adotam diferentes 

mecanismos, incluindo alterações nos padrões morfológicos e de desenvolvimento, bem 

como nos processos fisiológicos e bioquímicos (Bohnert e col., 1995). A habilidade das 

microalgas de sobreviverem em ambientes salinos sob influência de estresse osmótico 

tem recebido considerável atenção uma vez que pode afetar não só o crescimento 

celular, mas também a formação de lipídeos (Asulabh e col., 2012). Como as algas são 

habitantes de biótopos caracterizados por variações na salinidade, elas têm ganhado 

significância em estudos que envolvem tolerância ao sal e têm servido como 

organismos modelo para uma melhor compreensão da aclimatação salina em processos 

fisiológicos mais complexos (Talebi e col., 2013; Alkayal e col., 2011).  
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Quando as células são expostas a variações de salinidade, processos específicos 

como restauração da pressão de turgor, regulação da captura e liberação de íons através 

da membrana celular e acúmulo de solutos osmoprotetores bem como proteínas 

relacionadas ao estresse são ativados (Talebi e col., 2013; Allakhverdiev e col., 2000). 

Estes mecanismos, por sua vez, geram um estresse no interior das células da alga 

causando um aumento no conteúdo de lipídeos totais que atuam como material de 

reserva energética até que surjam condições favoráveis (Talebi e col., 2013; Asulabh e 

col., 2012). 

A espécie de microalga Dunaliella salina (Volvocales, Chlorophyceae), é o 

principal modelo unicelular eucariota fototrófico utilizado em estudos de tolerância ao 

sal (Fisher e col., 1997) devido sua habilidade de aumentar o crescimento da biomassa e 

o conteúdo de lipídeos sob estresse salino (Kalpesh e col., 2012). Esta alga é 

provavelmente o organismo eucariota mais halotolerante que se conhece, o qual, mesmo 

não possuindo parede celular, tolera uma ampla variação externa da salinidade (0,05 – 

5,0M NaCl), mantendo uma baixa concentração intracelular de íons Na
+
, através de 

inúmeros mecanismos: (1) retraindo-se ou inchando-se imediatamente; (2) sintetizando 

solutos compatíveis (glicerol); (3) mudando a composição da membrana plasmática e 

controlando o fluxo iônico através dela; e (4) otimizando a captação de CO2 em face das 

limitações severas de dióxido de carbono em meio hipersalino, utilizando-se, para tal, 

da síntese de uma anidrase carbônica associada à membrana plasmática e resistente ao 

sal (Fisher e col., 1996). 

Embora muitas espécies de microalgas, incluindo cepas marinhas heterotróficas, 

sejam tolerantes a altas variações de salinidade, sua composição química e conteúdo 

lipídico podem variar com o estresse salino (Kalpesh e col., 2012; Kirroliaa e col., 

2011). Quando organismos fotossintéticos são expostos ao estresse salino, ocorre um 
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aumento na proporção de ácidos graxos insaturados (Asulabh e col., 2012). Por outro 

lado, o aumento de ácidos graxos saturados e a diminuição dos ácidos graxos 

insaturados sob alto estresse salino também tem sido reportado (Kan e col., 2012). As 

algas produzem alguns metabólitos para se proteger contra os danos causados pelo sal e 

também para ajustar sua osmolaridade (Rao e col., 2007). 

Embora vários estudos estejam investigando o impacto da salinidade no 

crescimento e na composição da biomassa de microalgas marinhas, o efeito do estresse 

salino no crescimento e na composição da biomassa da microalga marinha Pavlova 

lutheri ainda é pouco conhecido. Nesse sentido, o desenvolvimento de pesquisas que 

abordem esse tema se torna necessário, tendo em vista a possibilidade de se utilizar essa 

espécie para finalidades econômicas, como por exemplo, como alimento vivo na 

aquicultura ou ainda visando o acúmulo de componentes da biomassa como lipídeos e 

carboidratos como substrato para a produção de bioprodutos. 

 

 

2. OBJETIVO 

 

O objetivo deste trabalho foi avaliar o efeito do aumento da salinidade sobre o 

crescimento e a composição da biomassa da microalga marinha Pavlova lutheri nas 

fases exponencial e estacionária do crescimento. 
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3. METODOLOGIA EXPERIMENTAL 

 

3.1. Organismo 

 

Utilizou-se neste estudo uma cepa da microalga marinha Pavlova lutheri 

(LEAF0301), integrante da Coleção de Microalgas do Laboratório de Estudos 

Aplicados em Fotossíntese (CMLEAF), do Instituto de Química da Universidade 

Federal do Rio de Janeiro, representada na figura 2. Originalmente esta cepa foi 

proveniente da Coleção de Microalgas “Elisabeth Aidar” (CMEA), do departamento de 

Biologia Marinha da Universidade Federal Fluminense. 

  

Figura 2. Imagem de Pavlova lutheri obtida a partir de microscopia óptica. Fonte: 

http://pinkava.asu.edu/starcentral/microscope/portal.php?pagetitle=assetfacts

heet&imageid=2622. (A); Silvia Pope de Araujo – Laboratório de Estudos 

Aplicados em Fotossíntese (IQ/UFRJ) (B) 

 

3.2.  Meio de cultura 

 

O organismo foi cultivado em meio líquido constituído de água do mar 

enriquecida com nutrientes inorgânicos e orgânicos, resultando no meio designado f/2 

(Guillard, 1975), conforme descrito na tabela I. A água do mar, coletada na Área de 

A B 



11 

 

Proteção Ambiental de Grumari (APA-Grumari), Rio de Janeiro – RJ, foi filtrada em 

filtro de acetato de celulose de 0,45 µm de poro (MFS
®
) e filtro de acetato de celulose 

de 0,22 µm de poro (MFS
®
) para a remoção de material em suspensão, fitoplâncton, 

bacterioplâncton além de cistos de resistência de fungos. Após a filtração, a água do mar 

foi autoclavada a 121ºC por 30 min. As soluções de nutrientes foram preparadas em 

água deionizada filtrada em filtro de acetato de celulose de 0,22 µm de poro (MFS
®

) e 

também autoclavadas a 121ºC por 30 min, separadamente da água do mar. A solução de 

vitaminas não foi autoclavada, tendo sido esterilizada por filtração em filtro de acetato 

de celulose de 0,22 µm de poro (MFS
®

). Os meios de cultura foram preparados através 

da adição das soluções de nutrientes à água do mar esterilizada. Para que houvesse o 

restabelecimento do equilíbrio dos gases dissolvidos, os meios de cultura somente 

foram utilizados pelo menos 24 h após a esterilização por autoclavagem. A salinidade 

média dos meios de cultura foi de 35S (35 g/L) e o pH por volta de 8,0. As demais 

salinidades foram obtidas através da adição de NaCl à água do mar antes de autoclavar. 

Os valores das salinidades foram ajustados com o auxílio de um refratômetro manual, 

Shibuya Optical Co., LTD. (modelo S-10). 
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Observação: Originalmente o meio continha Ferro Sequestreno, que foi substituído por 

FeCl3 e Na2EDTA. 

 

 

 

 

Tabela I: Concentrações finais dos constituintes do meio de cultura f/2 

modificado, tendo sido desprezadas as concentrações de nutrientes presentes na 

água do mar. 
 

Macro nutrientes µM - 

NaNO3 

NaH2PO4. 2H2O 

Na2SiO3 

880 

36,2 

97,35 

- 

- 

- 

Metais traço µM nM 

Na2EDTA.2H2O 11,7 - 

FeCl3.6H2O 11,7 - 

CoCl2. 6H2O - 47 

CuSO4. 5H2O - 40 

MnCl2. 4H2O - 910 

NaMoO4.2H2O - 26 

ZnSO4. 7H2O - 75 

Vitaminas - mg/L 

Biotina - 0,5 

Cianocobalamina (B12) - 0,5 

Tiamina HCl - 100,0 
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3.3. Condições de cultivo 

 

Os cultivos em batelada foram iniciados pela adição de 1,5x10
5
 células por mL e 

realizados em Erlenmeyers de 500 mL contendo 250 mL de meio de cultivo, em sala 

climatizada a 21 ± 2ºC e submetidos a um fotoperíodo de 12:12 h. A iluminação foi 

provida por conjuntos de lâmpadas fluorescentes dispostas lateralmente (Philips, 23 W, 

luz branca), que resultou na densidade de fluxo de fótons correspondente a 50 mol 

fótons · m
-
² · s

-1
, medida na superfície externa dos frascos de cultivo. A densidade do 

fluxo de fótons da radiação fotossinteticamente ativa (400-700 nm) foi estimada por 

meio de um sensor quântico LI-190SA (Li-Cor Inc., USA) acoplado a um integrador 

radiométrico LI-250A (Li-Cor Inc., USA). Uma cultura matriz foi mantida 

separadamente na fase exponencial do crescimento até o final dos experimentos. Cada 

experimento foi realizado em duplicata e repetido entre três e sete vezes para obtenção 

das amostras para as análises. Os cultivos em batelada foram homogeneizados 

manualmente, pelo menos cinco vezes ao dia e, diariamente, as posições dos frascos na 

bancada de cultivo foram alteradas aleatoriamente. 

 

3.4. Crescimento celular 

 

O crescimento celular foi acompanhado através de contagens do número de 

células em hemocitômetro Fuchs Rosenthal com auxílio de microscópio óptico (Zeiss, 

Primo Star). Com este propósito, alíquotas de 1 mL foram retiradas de cada cultivo, 

previamente homogeneizado, sendo fixadas e preservadas pela adição de 8 L de lugol 

acético. Em cada contagem, pelo menos 400 indivíduos foram registrados, envolvendo 

uma margem de erro de apenas 10%. A quantidade de células contadas foi multiplicada 
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pelo fator correspondente à área de contagem para obtenção do valor final, expresso em 

células/mL (Lourenço, 2006). O crescimento celular foi acompanhado diariamente, 

durante 10 dias. 

 

3.5. Preparação das amostras 

 

As amostras foram coletadas em dois estágios distintos da curva de crescimento, 

correspondentes ao final da fase exponencial do crescimento (dia 4) e ao início da fase 

estacionária do crescimento (dia 8). As membranas contendo a biomassa filtrada foram 

mantidas a -8°C  em recipientes contendo sílica gel até o momento das análises. 

Com vistas à determinação de pigmentos (clorofilas, carotenoides) e proteínas 

hidrossolúveis, 25 mL das culturas foram filtrados em membrana de acetato de celulose 

de 0,45 µm de poro (MFS
®
) no quarto dia de crescimento e 10 mL no oitavo dia. Para a 

determinação dos glicídeos totais, os mesmos volumes de amostra foram filtrados em 

membrana de fibra de vidro Whatman GF/F (2,5 cm de diâmetro e porosidade de 0,70 

m). Para cada salinidade utilizada, 2 frascos de cultivo (duplicata) foram preparados 

para a retirada das amostras. Assim, cada amostra da duplicata foi proveniente de um 

frasco de cultivo, diminuindo a redução do volume no final dos cultivos em decorrência 

das coletas das amostras.  

 

3.6. Extração e dosagem de pigmentos fotossintéticos 

 

As clorofilas a e c e os carotenoides totais foram extraídos com metanol 100% 

(Porra e col., 1989) e quantificados de acordo com as equações correspondentes para 
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clorofilas (Jeffrey & Humphrey,1975) e para carotenoides totais (Wellburn, 1994), 

abaixo descritas: 

 

Chl a = 13,8 x DO668 – 1,3 x DO635  

Chl c = 67,3 x DO635 – 14,1 x DO668 

Car.(x+c) = (1000 x DO470– 2,86 Ca –129,2 Cc) / 221 

As concentrações dos pigmentos são obtidas em g/mL de solvente. Na última equação, 

Ca e Cc correspondem às concentrações de clorofilas a e c, respectivamente. 

 

A cada tubo contendo a membrana com o concentrado celular, adicionou-se 1,0 

mL de metanol 100%. A suspensão resultante foi vigorosamente agitada em aparelho de 

agitação (tipo “Vortex”) por 30 segundos e o material transferido para tubos de 

centrífuga de vidro, encapados com papel alumínio. Este ciclo foi repetido até se 

completar um volume final de 4 mL de metanol. As amostras permaneceram no escuro 

por 30 min. à temperatura ambiente e, após nova agitação em “Vortex”, foram 

centrifugadas em centrífuga Sorvall (modelo ST 16R) por 10 min. a 22ºC e a 5182 g. As 

absorvâncias dos sobrenadantes foram estimadas em 635, 668, 470 e 750 nm em 

espectrofotômetro Shimadzu (modelo U-1800). De cada valor de absorvância utilizado 

nas equações acima descritas foi diminuída a turbidez registrada em 750 nm. 

 

3.7. Determinação dos glicídeos totais 

 

Os glicídeos totais foram extraídos de acordo com o método descrito por 

Myklestad & Haug (1972). As membranas, com a face contendo as células voltadas 

para o fundo, foram colocadas em frascos (tipo “vials”) que se encontravam em banho 
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de gelo. Após a adição de 2 ml de H2SO4 95% - 97% (v/v) e incubação a 4ºC por 16-20 

h, as amostras foram trituradas com bastão de vidro, diluídas com 6 mL de água 

deionizada e filtradas com auxílio de microfiltradores acoplados a seringas de 5 mL. De 

cada extrato filtrado, alíquotas de 1,0 mL foram transferidas para tubos de ensaio longos 

(25 cm) para a determinação de glicídeos totais de acordo com o método de Dubois e 

col. (1956). Para cada 1 ml de amostra adicionou-se 0,5 ml de fenol 5% (m/v) aquoso e, 

em seguida, 2,5 ml de H2SO4 concentrado (95 - 98%), agitando-se, vigorosamente os 

tubos, após cada adição do fenol e do ácido. Após 30 min da adição do ácido, os 

glicídeos foram determinados espectrofotometricamente a 485 nm, utilizando-se glicose 

como padrão. 

 

3.8. Determinação de proteínas hidrossolúveis 

 

As proteínas solúveis foram determinadas segundo Lowry e col. (1951). Os 

filtros contendo o concentrado celular foram colocados em frascos tipo “vials”, 

adicionando-se, em seguida, 2 mL de água deionizada a cada frasco. Em seguida, as 

amostras foram maceradas com o auxílio de um bastão de vidro até a completa remoção 

do concentrado celular da superfície da membrana. Após 24 h à temperatura ambiente, 

foram adicionados 10 mL do reagente C, constituído pela mistura de 50 volumes do 

reagente A (2,0% Na2CO3, m/v, em 0,1N NaOH) para cada 1 volume do reagente B (1 

ml de CuSO4 0,5%, m/v, + 1 ml de C4H4KNaO6.4H2O 1,0%, m/v). Dez minutos depois 

da adição do reagente C, as amostras foram filtradas com auxílio de microfiltradores 

acoplados a seringas de 5 mL e transferidas para tubos de ensaio. A cada tubo 

adicionou-se 1 mL do reagente de Folin-Ciocalteu diluído com H2O (1:2, v/v) e, após 
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30 min, foram feitas as leituras espectrofotométricas à 750 nm. Para a determinação do 

conteúdo proteico das amostras utilizou-se albumina de soro bovino como padrão. 

 

3.9. Determinação do volume celular 

 

 As medidas do volume celular foram realizadas de acordo com os padrões 

estabelecidos para esta espécie, determinados por Hillebrand e col., (1999). As amostras 

foram coletadas em estágios distintos do crescimento e as células foram fixadas com 

lugol acético. No final de cada crescimento, pelo menos 50 células foram medidas em 

microscópio óptico Zeiss (Axiovert 40C), dotado de lente ocular com escala 

micrométrica.  Segue abaixo a equação utilizada para realização da medida do volume 

celular de Pavlova lutheri. 

 

 

 

3.10. Análises estatísticas 

 

A análise de variância (ANOVA) foi aplicada nas medições realizadas ao longo 

do tempo, enquanto que o teste t de Student foi aplicado entre as médias obtidas a cada 

amostragem para os dois tipos de cultivos. Em ambos os casos foi adotado um nível de 

significância igual a 0,05 (Zar, 1996). 
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3.11. Reagentes 

 

Todos os reagentes utilizados foram de grau analítico e a água utilizada nas 

análises foi purificada por um sistema Milli-Q (Millipore, U.S.A .). 
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4.  RESULTADOS 

 

4.1. Crescimento celular 

 

A figura 3 representa o crescimento autotrófico em batelada da microalga P. 

lutheri em meio f/2, a 20ºC, sob irradiância de 50 mol fótons · m
-
² · s

-1 
em cinco 

diferentes concentrações salinas entre 35 e 70S. O aumento da salinidade resultou num 

aparecimento de fase “lag”, que durou cerca de 48h para a cultura de 70S. As culturas 

apresentaram um crescimento exponencial até o 4º dia de cultivo e, então, o crescimento 

celular entrou em fase de desaceleração, sendo a fase estacionária atingida a partir do 7º 

dia. A taxa específica máxima de crescimento (Tabela II) variou entre 0,70 ± 0,02 d
-1

 

(no cultivo realizado em 35S) e 0,66 ± 0,03 d
-1

 (no cultivo realizado em 70S) de forma 

não significativa (p > 0,05). O cálculo desta taxa correspondeu à média dos coeficientes 

angulares de três experimentos independentes. Esses coeficientes da regressão linear 

foram obtidos a partir dos valores do logaritmo da concentração celular em função do 

tempo, determinados durante a fase exponencial de crescimento de cada cultivo. 

 

Tabela II: Taxa específica máxima de crescimento de Pavlova lutheri cultivada em 

meio f/2, a 20ºC e irradiância de 50 mol fótons · m
-
² · s

-1
, e em cinco 

diferentes salinidades (35 a 70S). Os valores representam a média entre três 

experimentos independentes ± desvio padrão (n = 3). 

 

Salinidade  (d
-1

) 

35S 0,70 ± 0,02 

45S 0,68 ± 0,03 

50S 0,66 ± 0,03 

60S 0,63 ± 0,04 

70S 0,66 ± 0,03 
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Figura 3: Curvas de crescimento de Pavlova lutheri cultivadas a 20ºC em meio f/2, sob 

irradiância de 50 mol fótons · m
-
² · s

-1
 e em cinco diferentes salinidades (35 

a 70S). Cada curva representa a média de três a sete experimentos 

independentes (3 ≤ n ≤ 7) e as barras representam o desvio padrão em cada 

ponto. As setas indicam os dias de amostragem para a realização das análises 

bioquímicas. 
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4.2. Medida do volume celular 

 

A figura 4 mostra que os volumes celulares médios foram essencialmente iguais 

nas salinidades de 35, 45 e 50S, independente da fase de crescimento. Entretanto, nas 

duas maiores salinidades, o volume celular apresentou um aumento, principalmente na 

fase estacionária de crescimento. Pode-se observar que o envelhecimento da cultura 

levou a um aumento significativo de 19% do volume celular quando as células foram 

cultivadas em salinidade de 70S (t < 0,01).  
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Figura 4: Variações dos volumes celulares médios de Pavlova lutheri cultivada em 

meio f/2 contendo diferentes salinidades e em fases distintas do crescimento 

celular conforme indicado na figura. Cada ponto representa a média de 

quatro experimentos independentes ± desvio padrão (n =4). 
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4.3. Pigmentos fotossintéticos 

 

Alterações nos teores dos pigmentos fotossintéticos foram observadas tanto em 

função do tempo de cultivo, quanto da salinidade do meio. De modo geral, observou-se 

uma diminuição na concentração de todos os pigmentos (clorofilas e carotenoides) em 

função do aumento da salinidade e, contrariamente, um aumento em função do 

envelhecimento da cultura (Figuras 5-7).  

Quando o conteúdo em pigmentos fotossintéticos foi expresso por mL de cultura 

pôde-se observar uma redução progressiva desses pigmentos em função do aumento da 

salinidade (Figuras 5-7, B).   Comparativamente, na fase exponencial do crescimento, o 

aumento da salinidade de 35S para 70S levou a uma redução de aproximadamente cinco 

vezes no conteúdo de clorofila a, oito vezes no conteúdo de clorofila c e duas vezes no 

conteúdo de carotenoides totais.  Essa redução foi menos expressiva na fase estacionária 

do crescimento, quando o conteúdo em clorofila a, c e carotenoides reduziram 2,3, 4,5 

1,6 vezes respectivamente. O envelhecimento da cultura também levou a um aumento 

significativo (t < 0,05) de aproximadamente duas vezes no conteúdo em pigmentos 

fotossintéticos na cultura controle (35S) e, quando as células foram expostas a 70S, esse 

aumento foi de aproximadamente quatro vezes para o conteúdo em clorofilas e de 2,5 

vezes no conteúdo em carotenoides totais. 

Quando o conteúdo em pigmentos fotossintéticos foi expresso por células 

(Figuras 5-7, A) pode-se observar que o aumento da salinidade promoveu uma variação 

apenas no conteúdo em clorofilas a e c. Na fase exponencial do crescimento, o aumento 

da salinidade de 35S para 70S levou a uma redução significativa (p < 0,05) de 

aproximadamente 1,5 vezes no conteúdo de clorofila a e de 2,5 vezes no conteúdo em 

clorofila c. Durante a fase estacionária do crescimento, o aumento da salinidade de 35S 
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para 45S resultou num aumento significativo (p < 0,05) no conteúdo em clorofila a, que 

reduziu significativamente 1,8 vezes na maior salinidade. Para os teores de clorofila c, 

essa redução foi de 3,4 vezes quando as células foram submetidas à maior salinidade. O 

envelhecimento da cultura também levou a um aumento (t < 0,05) no conteúdo em 

pigmentos fotossintéticos na cultura controle (35S) e, quando as células foram expostas 

a 70S, esse aumento foi de aproximadamente 1,3 vezes apenas para o conteúdo em 

clorofilas. 

A comparação entre os teores das clorofilas e carotenóides presentes nas cinco 

condições de salinidade mostrou que as maiores variações foram encontradas em termos 

de clorofila c. Por outro lado, clorofila a e carotenóides parecem ter sido menos afetados 

em decorrência do aumento da salinidade conforme foi apresentado nesse estudo.       
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Figura 5: Comparação dos teores de clorofila a normalizados por número de células (A) 

e por volume de cultura (B) de Pavlova lutheri cultivada em meio f/2 

contendo diferentes salinidades, conforme indicado na figura. Cada ponto 

representa a média de três experimentos independentes ± desvio padrão (n 

=3). 
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Figura 6: Comparação dos teores de clorofila c normalizados por número de células (A) 

e por volume de cultura (B) de Pavlova lutheri cultivada em meio f/2 

contendo diferentes salinidades, conforme indicado na figura. Cada ponto 

representa a média de três experimentos independentes ± desvio padrão 

(n=3). 
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Figura 7: Comparação dos teores de carotenoides totais normalizados por número de 

células (A) e por volume de cultura (B) de Pavlova lutheri cultivada em 

meio f/2 contendo diferentes salinidades, conforme indicado na figura. Cada 

ponto representa a média de três experimentos independentes ± desvio 

padrão (n =3). 
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4.4. Proteínas hidrossolúveis 

 

As alterações observadas para os teores de proteínas hidrossolúveis ocorreram, 

de modo geral, quando as células foram submetidas às maiores salinidades e os 

resultados normalizados por número de células. 

Quando o conteúdo em proteínas foi expresso por número de células (Figura 8-

A) pode-se observar na fase exponencial do crescimento um aumento significativo de 

1,3 vezes no conteúdo deste componente da biomassa quando a salinidade foi 

aumentada de 60S para 70S. Na fase estacionária do crescimento, esse mesmo aumento 

pode ser observado a partir da salinidade de 50S, sem alterações significativas (p > 

0,05) até a maior salinidade de cultivo utilizada. De um modo geral, o envelhecimento 

da cultura não levou a alterações no conteúdo em proteínas das células em função do 

aumento da salinidade. 

Quando o conteúdo em proteínas hidrossolúveis foi normalizado por mL de 

cultura, o aumento da salinidade de 35S para 70S resultou numa diminuição (p < 0,05) 

de 2,0 vezes neste conteúdo durante a fase exponencial do crescimento (Figura 8-B). 

Por outro lado, durante a fase estacionária do crescimento, o aumento da salinidade de 

35S para 45S resultou numa redução significativa (p < 0,05) do conteúdo em proteínas, 

que não variou com o aumento da salinidade até 70S. O envelhecimento da cultura 

levou a um aumento (t < 0,05) no conteúdo em proteínas hidrossolúveis de 1,8 vezes na 

cultura controle e 2,5 vezes na cultura com a maior salinidade. 
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Figura 8: Comparação dos teores de proteínas hidrossolúveis normalizados por número 

de células (A) e por volume de cultura (B) de Pavlova lutheri cultivada em 

meio f/2 contendo diferentes salinidades conforme indicado na figura. Cada 

ponto representa a média de três experimentos independentes ± desvio 

padrão (n =3). 

 



29 

 

4.5. Glicídeos totais 

 

O aumento da salinidade do meio de cultura resultou em alterações nos teores de 

glicídeos totais, de modo geral, quando se comparou os resultados obtidos entre a menor 

e a maior salinidade e quando os resultados foram normalizados por número de células. 

Quando o conteúdo em glicídeos foi expresso por número de células (Figura 9-

A) pode-se observar na fase exponencial do crescimento um aumento significativo de 

4,0 vezes no conteúdo deste componente da biomassa quando a salinidade foi 

aumentada de 35S para 70S, sendo que este aumento foi mais acentuado quando a 

salinidade foi aumentada de 60S para 70S. Na fase estacionária do crescimento, um 

aumento progressivo dos glicídeos foi observado em função do aumento da salinidade e 

a variação obtida entre a menor e a maior salinidade foi de 1,7 vezes. O envelhecimento 

da cultura não afetou o conteúdo deste componente da biomassa nas duas maiores 

salinidades de cultivo (t > 0,05). 

Não foram observadas diferenças significativas (p > 0,05) nos teores de 

glicídeos totais em função do aumento da salinidade em nenhuma das duas fases 

estudadas quando o conteúdo em glicídeos totais foi normalizado por mL de cultura 

(Figura 9 - B). Por outro lado, o envelhecimento da cultura levou a um aumento médio 

(t < 0,05) de 2,7 vezes no conteúdo em glicídeos totais na microalga estudada.  
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Figura 9: Comparação dos teores de glicídeos totais normalizados por número de cé-

lulas (A) e por volume de cultura (B) de Pavlova lutheri cultivada em meio 

f/2 contendo diferentes salinidades conforme indicado na figura. Cada ponto 

representa a média de três experimentos independentes ± desvio padrão 

(n=3). 
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5.  DISCUSSÃO 

 

O estresse salino pode causar múltiplas alterações bioenergéticas e bioquímicas 

nos organismos fotossintéticos. Essas alterações incluem modificações no padrão de 

crescimento celular e metabolismo das biomoléculas, nas taxas do processo 

fotossintético e alterações da permeabilidade da membrana (Tarchevsky, 2002; Hahn, 

1996; De Wit e col., 1997; Neumann, 1989). O conhecimento e a avaliação dessas 

alterações são essenciais para a compreensão dos mecanismos de adaptação adotados 

pelas células quando submetidas ao estresse salino. 

O cultivo em batelada de Pavlova lutheri em meio f/2 apresentou um padrão de 

desenvolvimento bem definido, com fases de crescimento exponencial, de 

desaceleração e fase estacionária. Por outro lado, a concentração salina de 70S 

promoveu o aparecimento de uma fase “lag”. Isto acontece, porque para se adaptar ao 

estresse salino, as células adotam diferentes mecanismos, incluindo alterações nos 

padrões morfológicos e de desenvolvimento, bem como nos processos fisiológicos e 

bioquímicos (Bohnert e col., 1995). Expressão de “bombas iônicas” e alteração dos 

ácidos graxos constituintes da biomassa lipídica resultando em modificação da fluidez 

da membrana são exemplos de modificações que a célula pode adotar no sentido de se 

aclimatar a essas mudanças no ambiente. Assim, pode-se observar que o aumento da 

salinidade induziu um retardo tanto no início do crescimento quanto no início da fase 

estacionária, provavelmente porque o gasto energético despendido pela célula na 

tentativa de manter a pressão de turgor é muito alto, resultando na diminuição do 

crescimento e da produtividade (Kirst, 1989). De acordo com Sudhir & Murthy (2004) e 

Mahajan & Tuteja (2005), a redução do crescimento de organismos fotossintéticos 

quando expostos a elevadas concentrações de sal pode ser atribuída a uma 
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superprodução de espécies reativas de oxigênio, que causam estresse oxidativo, 

inativação de enzimas e redução na taxa fotossintética. Neste trabalho, o aumento da 

salinidade levou a uma redução progressiva no rendimento final das culturas, que pode 

estar relacionada ao estresse oxidativo ocasionado pelo aumento da salinidade. 

A taxa de absorção de carbono inorgânico, respiração, produtividade e a 

eficiência do crescimento celular são influenciadas pelo tamanho da célula (Blasco e 

col., 1982). De acordo com González-Del Valle (1997), células menores tendem a 

apresentar uma eficiência de crescimento maior e vice-versa. A avaliação do volume 

celular tem sido de grande importância para a determinação dos processos de 

aclimatação e variação de condições ambientais. Nesse sentido, culturas dotadas de 

menores volumes celulares geralmente apresentam maiores taxas de crescimento, ao 

passo que, aquelas que apresentam maior volume celular, apresentam taxas de 

crescimento menores. Tais resultados devem estar associados à maior eficiência na 

absorção de nutrientes por células menores, devido á maior razão superfície-volume 

destas células (Lavin & Lourenço, 2005), bem como a diferenças em atividade de 

enzimas associadas ao metabolismo de nutrientes (Lourenço, 2006). Embora esta seja 

uma observação frequente na literatura, Pavlova lutheri não apresentou este 

comportamento. As taxas específicas de crescimento desta célula não variaram 

significativamente com o aumento da salinidade, nem com o aumento significativo do 

biovolume nas duas maiores salinidades. Esse mecanismo pode apontar para um 

comportamento específico das primnesiofíceas ou ainda pode indicar uma característica 

espécie-específica. 

Em cultivos de laboratório, a quantidade de luz que atravessa uma cultura é 

muito mais determinada pela densidade celular do que pela quantidade de luz que incide 

na superfície do frasco de cultivo, ou seja, a quantidade de luz disponível para cada 
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indivíduo torna-se cada vez menor na medida em que aumenta a concentração da 

cultura (Schaefer & Golden, 1989). O aumento significativo de clorofilas a e c 

observado nesse trabalho pode ser uma confirmação desse efeito natural de 

sombreamento da cultura com o aumento da densidade celular, independente do 

aumento da salinidade (Figuras 5-A e 6-A). Assim, pode ter ocorrido um aumento no 

tamanho das antenas distais do fotossistema II nessas células, para compensar a 

diminuição da quantidade de luz disponível em decorrência do aumento da 

concentração da cultura. Por outro lado, o aumento da salinidade resulta numa 

diminuição no conteúdo em clorofilas como consequência da redução da taxa 

fotossintética devido ao estresse osmótico e do estresse iônico do sal (Moradi & Ismail, 

2007). Muitos estudos prévios reportaram a diminuição no conteúdo em clorofilas como 

resultado do cultivo realizado em altas concentrações de salinidade (Vonshak e col., 

1996). Também tem sido reportado que a clorofila é o alvo principal da toxicidade do 

sal, resultando na redução da fotossíntese e redução do crescimento (Rai, 1990; Rai & 

Abraham 1993). Neste estudo, o aumento da salinidade afetou principalmente reduzindo 

o conteúdo em clorofila c (Figura 6), dentre os pigmentos fotossintéticos analisados. 

Esse resultado sugere uma redução no tamanho das antenas distais do fotossistema II 

nessas células, em decorrência do aumento da salinidade da cultura. De forma 

semelhante ao encontrado em P. lutheri, o conteúdo em clorofilas totais de Chlorella 

vulgaris foi estimulado em baixas concentrações de NaCl (0,1 e 0,2M) quando 

comparados ao controle e, em altas concentrações (0,3 e 0,4M), esse conteúdo foi 

reduzido (Hiremath & Mathad, 2010).  

Allakhverdiev e col. (2000) mostraram que tanto o efeito osmótico quanto o 

efeito iônico do sal estão envolvidos na inativação do aparato fotossintético na 

cianobactéria Synechococcus sp. PCC 7942, submetida ao estresse salino. Para tal, eles 
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compararam os efeitos da adição de 1M de sorbitol sobre a atividade fotossintética, com 

os efeitos da adição de 0.5M de NaCl. Na medida em que a osmolaridade é influenciada 

apenas pela concentração de partículas em solução e não pela natureza das mesmas, e 

como o sorbitol não possui efeito iônico, foi possível isolar os dois efeitos e compará-

los com os resultados obtidos quando a célula foi submetida ao estresse salino. Assim, a 

partir dos resultados obtidos no presente estudo, não foi possível distinguir se as 

variações observadas em P. lutheri foram resultantes do efeito da osmolaridade ou da 

força iônica. 

Trabalhos anteriores com algas mostram, em geral, um aumento na concentração 

de carotenoides em função do estresse salino, ao contrário da concentração de clorofilas, 

que variam de diversas maneiras, dependendo da espécie estudada (Schubert & 

Hagemann, 1990; Schubert e col.,1993; Verma & Mohanty, 2000; Lu & Vonshak, 

2002). Os carotenoides exibem propriedades antioxidantes e também podem ser 

aplicados como aditivos em suplementos alimentares (Campo e col., 2007; Christaki e 

col; 2013; Yuan e col., 2011). Sua síntese é afetada pela variação das condições de 

cultivo e seu acúmulo é induzido quando a célula é exposta a algum tipo de estresse 

(Lemoine & Shoefs, 2010). A síntese de carotenoides é aumentada na presença de 

espécies reativas de oxigênio, que são produzidas em condições de estresse (Gouveia e 

col., 1996; Kobayashi, 2003). Neste trabalho, houve uma tendência ao aumento nos 

teores de carotenoides na maior salinidade utilizada, além de um aumento dos 

carotenoides em função do envelhecimento para as salinidades de 35 a 60S (Figura 7-

A). Esse aumento pode também ser observado à medida em que a razão 

carotenoides/clorofila total foi aumentada aproximadamente três vezes em função do 

aumento da salinidade de cultivo. 
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Uma característica marcante observada em cultivos de microalgas é a relação 

entre as concentrações de proteína e de carboidratos durante o crescimento. As proteínas 

são o componente da biomassa de maior importância quantitativa na fase exponencial 

de crescimento e mantêm uma relação inversa com os níveis de carboidratos (Uriarte e 

col., 1993). De maneira geral, há um aumento no conteúdo de produtos não 

nitrogenados e uma redução dos produtos nitrogenados com o envelhecimento da 

cultura. Assim, os níveis de proteína tendem a diminuir enquanto que os níveis de 

carboidratos ou de lipídeos aumentam. O estudo comparativo de acumulação de 

produtos durante o envelhecimento das culturas de Tetraselmis suecica e Isochrysis 

galbana, realizado por Utting (1985), mostrou que enquanto Tetraselmis acumulou 

glicídeo como produto não nitrogenado, Isochrysis acumulou lipídeos. Assim, pode-se 

perceber que o tipo de produto não nitrogenado acumulado com o envelhecimento da 

cultura tende a variar de acordo com cada espécie estudada. Lee (2008) relata que as 

primnesiofíceas, de um modo geral, acumulam preferencialmente glicídeos como 

produto de reserva. Assim, neste trabalho, o envelhecimento da cultura levou a um 

aumento de 2,0 vezes no conteúdo de glicídeos totais presentes nas células cultivadas na 

salinidade controle (Figura 9-A).  

Muitos estudos prévios reportaram que a síntese de glicídeos pode ser 

estimulada em condições de estresse. Gill e col. (2002) observaram que açúcares 

solúveis desempenham um importante papel na regulação osmótica das células durante 

a reprodução e condições de estresse. Dentre os diferentes solutos que se acumulam em 

resposta ao estresse, os açúcares podem desempenhar papel fundamental para a 

manutenção da regulação osmótica da célula. Assim, o aumento no conteúdo de 

açúcares pode ser uma medida de adaptação ao estresse salino. Neste trabalho, um 

aumento de até 4 vezes no conteúdo celular (Figura 9-A) em termos de glicídeos totais 
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foi observado quando a salinidade foi aumentada de 35 para 70S, na fase exponencial 

do crescimento. Verificou-se ainda que este aumento foi acompanhado pelo aumento do 

volume celular. Segundo Lee (2008), altas concentrações de glicídeos na célula podem 

se refletir em modificações que levam a um aumento nos volumes celulares. Assim, 

pode-se propor uma relação direta entre o acúmulo de glicídeos e aumento do volume 

celular devido à maior quantidade de água de hidratação decorrente do aumento do 

polissacarídeo. A Figura 9-B mostra que o estresse salino não afetou a concentração de 

glicídeos totais, expresso por mL de cultura, em nenhuma das duas fases de crescimento 

analisadas. Dessa forma, é possível dizer que o aumento da salinidade não contribui 

para o aumento da produtividade de glicídeos totais.  

Em condições de estresse, as microalgas reduzem sua capacidade de sintetizar 

proteínas e aumentam a síntese de lipídeos e carboidratos (War e col., 1985; Tomaselli e 

col., 1987). Chlorella vulgaris apresentou uma redução no conteúdo de proteínas totais 

em todas as concentrações de NaCl utilizadas (Hiremath & Mathad, 2010). Hagemann e 

col. (1990) observaram um bloqueio completo na síntese de proteínas em cianobacterias 

sob estresse salino. Por outro lado, o aumento da salinidade resultou num aumento da 

síntese de proteínas em Scenedesmus quadriculata (Kirrolia e col., 2011). Neste 

trabalho, um aumento de 1,3 vezes no conteúdo em proteínas hidrossolúveis foi 

observado na maior salinidade utilizada durante a fase exponencial do crescimento. 

Embora a literatura retrate comportamentos distintos com relação à variação desse 

componente da biomassa em resposta ao estresse salino, não foi possível identificar as 

causas que justifiquem as variações encontradas para P. lutheri. 

O efeito do aumento da salinidade em Pavlova lutheri foi avaliado e, em termos 

gerais, pode-se observar um aumento no conteúdo celular em glicídeos totais e 

proteínas. Consequentemente, o volume celular também foi aumentado. Assim, o 
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estresse salino poderia beneficiar os cultivos “outdoor”, uma vez que, em altas 

salinidades pode-se reduzir a contaminação ocasionada tanto por predadores quanto por 

competidores. Por outro lado, o aumento no conteúdo celular em níveis de proteínas e 

glicídeos pode contribuir para melhoria no valor nutricional dessa célula, na medida em 

que P. lutheri é amplamente utilizada como alimento vivo em aquicultura. 
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6.  CONCLUSÕES 

 

De modo geral, o estresse salino resultou em uma diminuição de todos os 

componentes da biomassa em termos de produtividade, exceto para os gicídeos totais, 

os quais os resultados foram essencialmente os mesmos para todas as salinidades 

analisadas. 

 Dessa forma, o cultivo de P. lutheri sob estresse salino com o intuito de super 

expressar os componentes da biomassa não é vantajoso.  

Assim, a única vantagem que o estresse salino poderia trazer, seria em relação 

aos cultivos “outdoor”, uma vez que, em altas salinidades pode-se reduzir a 

contaminação ocasionada tanto por predadores quanto por competidores.  

Por outro lado, para alcançar a viabilidade econômica destes cultivos, P. lutheri 

poderia ser cultivada simultaneamente com o objetivo de se produzir, de forma 

combinada, num conceito de biorrefinaria, compostos específicos de alto valor como 

metabólitos secundários, que podem ser aplicados no setor de cosméticos, alimentos ou 

farmacêutica. 

Além disso, esses mesmos organismos poderiam ser utilizados como alimento vivo em 

aquicultura e ainda para a produção de biocombustíveis, pois, embora a biomassa de 

microalgas seja considerada a próxima geração de matéria-prima para a produção dos 

mesmos, seu cultivo apenas para este fim em escala comercial parece não ser ainda 

economicamente viável e sustentável. 
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