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RESUMO 

A contaminação fúngica acarreta alterações na qualidade nutricional e no valor 

econômico de produtos alimentícios podendo causar danos patológicos em plantas, 

animais e humanos. A identificação da atividade antioxidante, antifúngica e 

antimicotoxinas, em extratos de microalgas com propriedade de inibir a multiplicação 

de fungos e subseqüente produção de micotoxinas abre a perspectiva de empregar 

substâncias mais eficientes e com maior ação específica contra estes micro-

organismos. Entre os compostos com propriedades inibidoras de radicais livres, de 

crescimento fúngico e produção de micotoxinas, destacam-se os compostos fenólicos, 

que podem inibir a atividade metabólica microbiana, dificultando a atividade de 

enzimas. Neste estudo foram avaliados o poder de inibição de multiplicação fúngica de 

Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus pelos extratos fenólicos de Chlorella sp. e 

Spirulina platensis, bem como sua atividade antioxidante, e a atividade antimicotoxinas 

da última microalga contra Aspergillus flavus. O conteúdo de fenóis totais foi em média 

1000 µgfenóis/g Spirulina platensis e 600 µgfenóis/g Chlorella sp., sendo que o acido 

gálico e o cafeíco foram identificados como compostos majoritários na Spirulina 

platensis. As determinações de glicosamina (parede celular) e ergosterol (membrana 

celular) mostraram-se bons indicativos do desenvolvimento microbiano permitindo uma 

boa estimativa da inibição dele. O extrato fenólico de Spirulina platensis apresentou 

capacidade de inibir cerca de 50% a formação da parede e da membrana celular para 

ambos os fungos estudados e de 100% a produção de aflatoxina B1 até o 10º dia de 

cultivo do Aspergillus flavus. Além disso, o extrato metanólico de Spirulina platensis 

inativou 53,5% o DPPH reativo, limitou o escurecimento enzimático ocasionado pela 

peroxidase em 55% e inibiu a peroxidação lipídica em 46% após 14 dias de 

armazenamento sob luz. Estes resultados mostram que a ação antifúngica, 

antimicotoxinas e antioxidante está naturalmente presente em alguns tecidos 

microbianos e que encontrar a forma de extraí-los e aplicá-los como conservantes 

alimentícios é muito promissor para substituição aos antifúngicos e outros 

conservantes químicos. 

Palavras-chave: antifúngico, Aspergillus flavus, aflatoxinas, antioxidante, Spirulina 

platensis, Chlorella sp. 
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ABSTRACT 

 

The fungal contamination leads to changes in nutritional quality and economic value of 

food may cause pathological damage in plants, animals and humans. The identification 

of antioxidant, antifungal and antimicotoxin in extracts of microalgae with property to 

inhibit the growth of fungi and subsequent mycotoxin production opens up the prospect 

of using substances more efficient and more specific action against these 

microrganism. Among the compounds with free radical inhibiting properties of fungal 

growth and production of mycotoxins, stand out phenolic compounds which can inhibit 

the metabolic activity of microbial enzyme activity difficult. This study evaluated the 

power of inhibiting the multiplication of fungal Rhizopus oryzae and Aspergillus flavus 

by phenolic extracts of Chlorella sp. and Spirulina platensis, as well as its antioxidant 

activity and the activity of the last antimicotoxin microalgae against Aspergillus flavus. 

The content of phenolics averaged 1000 μgfenóis/g Spirulina platensis and 600 μgfenóis/g Chlorella 

sp., and gallic acid and caffeic been identified as major compounds in Spirulina 

platensis. Measurements of glucosamine (cell wall) and ergosterol (membrane) 

showed to be good indicators of microbial growth allowing a good estimate of inhibiting 

it. The extract phenolic Spirulina platensis showed a significant ability to inhibit about 

50% the formation of the wall and cell membrane for both fungi studied and 100% the 

production of aflatoxin B1 until the 10th day of cultivation of Aspergillus flavus. In 

addition, the methanol extract of Spirulina platensis inactivated 53.5% the DPPH 

reactive, limited the enzymatic browning caused by peroxidase in 55% and inhibited 

lipid peroxidation by 46% after 14 days of storage under light. These results show that 

the antifungal, and antioxidant antimicotoxin is naturally present in some microbial 

tissues and find a way to extract them and apply them as food preservatives is very 

promising for replacing the antifungal preservatives and other chemicals. 

Key words: antifungal, aflatoxin, antioxidant, Spirulina platensis, Chlorella sp. 
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1. INTRODUÇÃO 

O uso de defensivos agrícolas é justificado para eliminar pragas e melhorar a 

produtividade das lavouras. Entre outros, estas substâncias químicas previnem o 

desenvolvimento fúngico, e no caso de espécies toxigênicas, a produção de 

micotoxinas em produtos agrícolas e alimentos processados. Entretanto, o uso 

intensivo dos diferentes tipos de fungicidas vem trazendo consequências para o 

homem e meio ambiente, pela seleção de espécies, por desencadear a produção de 

micotoxinas em meios de cultura, ou por ocasionar danos crônicos à população, como 

vem demonstrando a literatura técnico científica (NAIDU, 2000; YOSHIZAWA, 2001; 

GALVÃO et al., 2003; EL-NAGERABI et al., 2012; TIAN et al., 2012). 

Os órgãos públicos que regulamentam a saúde pública vem incentivando a 

disponibilização de compostos antimicrobianos que atendam as necessidades 

tecnológicas e garantam a qualidade dos alimentos. Para tal, agrotóxicos e 

conservantes mais eficientes e com menor toxicidade tem sido alvo de pesquisas, 

principalmente de agentes antifúngicos, a partir de classes químicas com mecanismos 

de ação diferentes dos atualmente disponíveis, visando limitar a seleção de espécies 

microbianas resistentes (BELEWA et al., 2011; PRAKASH et al., 2011; TIAN et al., 

2012). 

Os fungos toxigênicos podem, em qualquer período de seu desenvolvimento, 

produzir metabólitos secundários, as micotoxinas. Estas substâncias podem ser 

carcinogênicas, neurotóxicas e teratogênicas sendo sua ocorrência em alimentos 

mencionada em diferentes países, inclusive no Brasil e em muitos casos relacionadas 

com danos a saúde de humanos e animais de criação (NUNES et al., 2003; 

ABDULKADAR et al., 2004; AYCICEK et al., 2005;  BITTENCOURT et al., 2005; 

HEIDTMANN-BEMVENUTI et al., 2011). 

A utilização de substâncias de origem vegetal e microbiana para combater a 

infecção de matérias-primas e alimentos, tornam o alimento mais atrativo ao 

consumidor pela inocuidade, mesmo quando empregadas em concentrações 

relativamente elevadas. Além dos benefícios proporcionados à saúde, em especial dos 

compostos fenólicos, alcaloides, terpenos, proteínas e outros, alguns apresentam 

propriedades funcionais, estes compostos podem atuar na inibição da biossíntese de 

componentes da parede celular como o glucan, a quitina, a glicosamina, o ergosterol e 

as manoproteínas, destruindo a membrana e dificultando a entrada de nutrientes ou 

inibindo a síntese de enzimas do metabolismo primário (PUUPPONEN-PIMIA et al., 
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2001; SELVI et al., 2003; SOUZA et al., 2010; 2011; TIAN et al., 2012). O 

conhecimento da presença dos mesmos, além do impacto científico pode ser subsídio 

para o desenvolvimento de tecnologias que permitam o seu emprego para fins de 

produção de insumos alimentícios e medicamentos isentos de conservantes tóxicos. 

Dentre eles os mais conhecidos estão na classe dos compostos fenólicos que também 

podem atuar como antifúngicos e inibidores da produção de micotoxinas (OLIVEIRA & 

BADIALE-FURLONG, 2008), ou como antioxidantes naturais tornando-os uma 

alternativa para prevenir a deterioração oxidativa de alimentos (KAUR & KAPOOR, 

2002; OLIVEIRA et al., 2007)  

As microalgas têm sido objeto de numerosos estudos em países como Estados 

Unidos, Índia, China, Chile, Itália, Japão, França, Israel, Canadá, México, Austrália e 

Brasil pelo seu potencial para comercialização como nutracêuticos, onde a principal 

propriedade é a de prevenir processos oxidativos. As microalgas Spirulina e Chlorella 

são muito estudadas pois se desenvolvem em curto período de tempo, requerem 

cuidados simples de cultivo e estão associadas a uma série de alegações de 

funcionalidade comprovadas cientificamente, porém pouco se tem demonstrado sobre 

seu poder antifúngico e/ou inibidor da produção de micotoxinas por espécies 

toxigênicas (DERNER et al., 2006; PARISI et al., 2009; SOUZA et al., 2010; SOUZA et 

al., 2011). No caso do Brasil elas vêm sendo estudadas por grupos distribuídos em 

diversas regiões, e, especificamente na FURG, vêm sendo cultivadas no Laboratório 

de Engenharia Bioquímica (LEB) para uso em formulações de alimentos ou extração 

de biocompostos diversos, entre outros. 

Quando comparadas aos vegetais superiores e aos animais, como fonte de 

produtos e nutrientes imprescindíveis para a qualidade de vida do homem, as 

microalgas levam grande vantagem devido à rapidez com que se reproduzem, 

facilidade de cultivo em zonas não apropriadas para a agricultura e à possibilidade de 

direcionar a cultura para a produção de vários compostos de interesse comercial tais 

como clorofila, vitaminas e compostos fenólicos a partir do controle das condições de 

cultivo. 

O conhecimento da presença de substâncias que possuam atividade 

antifúngica, antimicotoxinas e antioxidantes nas duas microalgas mencionadas, nas 

condições de cultivo do LEB, abre a possibilidade de utilizá-las também para extração 

de compostos bioativos que possam ser empregados para substituir conservantes 
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químicos e antioxidantes sintéticos, além de reduzir os riscos de contaminação crônica 

por antifúngicos ou outros redutores sintéticos. 
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2. OBJETIVOS 

2.1 Objetivo Geral 

Estudar o potencial antifúngico e antioxidante dos extratos fenólicos de 

Chlorella sp. e Spirulina platensis e a capacidade de inibir a síntese de aflatoxinas da 

última.  

2.2 Objetivos específicos 

Padronizar metodologia para quantificar biomassa de Rhizopus oryzae e 

Aspergillus flavus. 

Padronizar metodologia de extração dos compostos fenólicos das microalgas 

Spirulina platensis e Chlorella sp. 

Estudar a ação antifúngica e antioxidante dos extratos fenólicos das microalgas 

Spirulina platensis e Chlorella sp. 

Estudar metodologia de separação e identificação dos compostos fenólicos da 

microalga Spirulina platensis além da avaliação de sua ação antimicotoxigênica. 
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3. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

3.1 Fungos 

Fungos são micro-organismos heterotróficos aeróbios, altamente disseminados 

no meio ambiente. Algumas espécies são saprófitas e atuam decompondo a matéria 

orgânica, auxiliando a fertilização do solo, outras são patogênicas e ainda há as 

toxigênicas. São versáteis quanto ao tipo de substratos onde se desenvolvem, 

ocorrendo onde outros micro-organismos não o fazem (TANAWAKI & SILVA, 1996; 

PUTZKE & PUTZKE, 2002). Assim, são ubíquos encontrados no solo, vegetação e 

águas, podendo causar efeitos indesejáveis para a agricultura, recursos hídricos, 

indústria de alimentos e outras. Os fungos podem ser inativados ou retirados durante o 

processamento e estar ausentes nos produtos manufaturados mas em caso de 

ocorrência de espécies toxigênicas as toxinas permanecem estáveis (MOSS, 1992). 

A morfologia dos fungos, sua forma e estrutura, são determinadas mediante 

observação macroscópica e microscópica. O corpo dos fungos está formado por uma 

massa de filamentos ramificados e entrelaçados, chamados hifas, cujo conjunto é 

denominado micélio. As hifas crescem rapidamente e podem atingir mais de 1 km de 

micélio em 24 horas. A partir de um pedaço de micélio transplantado podem originar-

se novos indivíduos que se reproduzem por meio de esporos assexuados, ou 

sexuados em algumas espécies (GRIFFIN, 1994; RAVEN et al., 1996). 

A reprodução dos fungos filamentos pode acontecer pelos esporos, que são 

germinados formando hifas, cujo crescimento é limitado na sua porção terminal. Um 

micélio apresenta diferentes estágios fisiológicos, uma vez que as hifas próximas a 

extremidade são as mais jovens que as do interior e a partir dela é que se dá o 

crescimento da colônia. As hifas de extremidade são proporcionalmente muito 

menores em relação á fração interna do micélio, portanto a proporção de biomassa 

nova em relação à massa total diminui com o tempo de cultura. No entanto, 

dependendo do tipo de cultivo, o crescimento dos fungos filamentos acontece de 

maneira diferenciada por crescimento radial nos cultivos em Ágar (PALMA, 2003). 

Fisiologicamente, os fungos se adaptam a sobrecargas mais severas que a 

maioria dos micro-organismos, podendo crescer em substratos com alta concentração 

de açúcar, uma vez que são pouco sensíveis a altas pressões osmóticas; toleram pH 

entre 2,0 e 9,0, enquanto o pH ótimo para a maior parte das espécies é em torno de 

5,6. A maioria das espécies fúngicas se desenvolvem numa temperatura ótima de 22- 

30 °C, porém algumas se desenvolvem entre 35 e 37 °C e os psicrófilos crescem bem 



7 

à temperatura de refrigeração (PUTZKE & PUTZKE, 2002; ESPOSITO & AZEVEDO, 

2004). 

Em vista das características para a produção de biomassa fúngica, eles podem 

ser cultivados ou empregados para degradar uma ampla variedade de componentes 

vegetais complexos, sendo que os gêneros mais promissores para a produção de 

biomassa são o Rhizopus, Aspergillus e Mucor (ANUPAMA & RAVINDRA, 2000). 

3.1.1 Gênero Aspergillus 

Os fungos deste gênero são classificados como ascomicetos, a classe mais 

numerosa do reino Fungi. Foram identificados em torno de 200 espécies de 

Aspergillus na natureza, isoladas de frutas, vegetais e outros substratos, 

especialmente os ricos em carboidratos. Neles, as hifas são septadas e os septos ou 

paredes transversais são perfurados por um poro central, por onde o citoplasma e o 

núcleo podem passar facilmente. A reprodução é realizada por meio de esporos, tanto 

na fase assexuada quanto na sexuada. Na forma assexuada, os esporos 

especializados (conídios) formam-se nas extremidades das hifas especializadas e 

denominam-se conidióforos. Os esporos, ao entrarem em contato com o meio, 

germinam e originam novos micélios (RAVEN et al., 1996; PUTZKE & PUTZKE, 2004). 

Espécies desse gênero são economicamente importantes, pois são utilizadas 

em numerosas fermentações, incluindo a produção de ácidos cítrico e glutâmico pelo 

Aspergillus niger, que também é citado como o micro-organismo mais usado para 

enriquecimento proteíco de substratos. No Japão, Aspergillus wentii é utilizado para 

produção de alimentos fermentados (GREWAL & KALRA, 1995; SCHIRICKX et al., 

1995; WAINWRIGHT, 1995; HAQ et al., 2003). 

Algumas espécies contaminam os alimentos produzindo micotoxinas, como é 

caso do Aspergillus flavus e Aspergillus parasiticus. Com relação ao crescimento 

fúngico e formação de micotoxinas, estes são dependentes de uma série de fatores, 

como a umidade, temperatura, presença de oxigênio, tempo para o crescimento 

fúngico, constituição do substrato, lesões à integridade dos grãos causados por 

insetos ou dano mecânico/térmico, quantidade de inóculo fúngico, bem como a 

interação/competição entre as linhagens fúngicas. 

Os fungos da espécie Aspergillus, principalmente o A. flavus, produzem grande 

quantidade de esporos vegetativos, que rapidamente são dissipados por correntes de 

ar. O A.flavus é cosmopolita na natureza, podendo ser isolado de qualquer lugar, tanto 
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de ambientes internos como ao ar livre. Também é suspeito de ser um dos agentes 

responsáveis por uma variedade de reações alérgicas incluindo asma alérgica, rinite e 

aspergilose broncopulmonar (ADHIKARI et al., 2004). Os esporos de fungos são 

pequenos (menor que 10 mm), leves, podendo ser inalados e se estabelecer em 

espaços aéreos pequenos nas vias aéreas inferiores dos pulmões (BELEWA et al. 

2011). A espécie A. flavus apresenta colônias caracteristicamente verdes a amarelo-

oliva, eventualmente pode se apresentar amarelo puro ou acinzentadas com o tempo 

de cultivo.  

A grande importância do Aspergillus flavus se deve ao fato deste ser produtor 

de micotoxinas sendo conhecidas como aflatoxinas. O A. flavus pode se desenvolver 

em um amplo espectro de temperatura, entre 6 a 45 °C. O crescimento deste fungo 

pode acontecer com umidade relativa de 86-87%, e atividade de água (Aa) mínima de 

0,78 a 0,80, sendo a ideal entre 0,95-0,97 (RAMAKRISHNA et al., 1993). Para a 

produção de micotoxinas, a Aa ideal é em torno de 0,83 a 0,87 e temperatura de 27 

°C, estes fatores o tornam um contaminante típico de armazenamento. Estas 

condições abióticas são comuns em países tropicais, o que favorece a contaminação 

de grãos no Brasil, América Central, África Equatorial, Países da Ásia e outros. 

3.1.2 Gênero Rhizopus  

Estes fungos são classificados como zigomicetos, da ordem dos Mucorales e 

são considerados os mais primitivos dentro do reino (ESPOSITO & AZEVEDO, 2004).  

As hifas são contínuas, formando uma massa citoplasmática multinucleada (hifas 

cenocíticas) e sem corpo de frutificação. Durante a reprodução assexuada algumas 

hifas crescem na vertical e se diferenciam na extremidade, formando esporângios, 

estruturas constituintes dos esporos. Os esporângios são grandes e negros; quando 

maduros se desintegram liberando os esporos que germinam e formam novas massas 

de hifas (RAVEN et al., 1996). As colônias possuem aparência de algodão, tornando-

se escuras com o tempo, possuindo um micélio vegetativo contínuo ramificado, em 

parte imerso no substrato, em parte aéreo. O micélio encontra-se conectado às 

estruturas de reprodução assexuada (ALBUQUERQUE, 2003). 

O gênero Rhizopus apresenta crescimento rápido em diversos ambientes como 

solos e vegetais, especialmente naqueles contendo açúcares solúveis e amido, o que 

os caracteriza como glicófilos e os associa ao apodrecimento de frutas.  

A reprodução sexuada, menos frequente ocorre com a aproximação de duas 

hifas de indivíduos diferentes. As extremidades dessas hifas se encostam e se 



9 

fundem, originando um zigoto de parede espessa e resistente, denominado zigospóro. 

Este, passado o período de dormência, sofre meiose e germina, originando um novo 

micélio (RAVEN et al., 1996). Este gênero não possui espécies toxigênicas, fato que 

pode justificar a grande facilidade de contaminação de materiais onde eles se 

desenvolvem por outras espécies fúngicas (ALBUQUERQUE, 2003). 

Historicamente, o gênero Rhizopus, tem sido empregado na fermentação do 

Tempeh fabricado a partir de soja. Este fungo também é usado para produção de 

queijos e ácidos orgânicos (RUENGRNGUGLIKIT & HANG, 2003). Algumas espécies, 

como Rhizopus oryzae, Rhizopus oligosporus e Rhizopus stolonifer também podem 

produzir enzimas como fitases, lipases e glicoamilases entre outras, principalmente 

utilizando resíduos agroindustriais como substrato sólido para seu desenvolvimento.  

3.2 Contaminação dos alimentos por fungos e micotoxinas 

Apesar das utilidades e benefícios do emprego dos fungos, em processos 

industriais diversos, quando estes contaminam os produtos alimentícios podem 

representar perigo à saúde pública, pois além de diminuir a disponibilidade de 

nutrientes, alteram as características sensoriais e podem produzir substâncias tóxicas 

(MENEZES, 1992; KUMAR et al., 2010). 

Os fungos são agentes biológicos oportunistas, de natureza ubíqua que 

colonizam os alimentos por causa de sua capacidade de produzir enzimas hidrolíticas 

que degradam os componentes dos alimentos levando a perdas nutricionais e 

econômicas (DE SOUZA et al., 2005). Dentre as espécies fúngicas toxigênicas 

encontradas nos alimentos destacam-se os gêneros: Aspergillus, Penicillium e 

Fusarium. Estes três grupos são classificados em função do habitat e substrato 

preferencial para o seu desenvolvimento. Enquanto as espécies de Fusarium são 

patógenas destrutivas das plantas, produzindo micotoxinas antes ou imediatamente 

após a colheita, espécies de Aspergillus e Penicillium são mais comumente 

encontradas como contaminantes de equipamentos e alimentos durante a secagem e 

posterior estocagem (SWEENEY & DOBSON, 1998). 

O Aspergillus flavus, por exemplo, é um dos grandes responsáveis por diminuir 

a vida útil de produtos alimentícios, além de ser produtor de aflatoxinas. Assim, a 

contaminação dos alimentos, com fungos e a presença de aflatoxina é uma grande 

preocupação, que tem recebido atenção mundial devido aos seus efeitos deletérios 

sobre a saúde humana e animal, bem como sua importância no comércio internacional 

de alimentos (SOUBRA et al., 2009). 
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Muitos autores destacam o fato de que os aspectos relacionados a 

deterioração de matérias-primas e produtos, e a produção de toxinas justificam a 

necessidade de detectar, quantificar e identificar fungos em alimentos para garantir a 

qualidade e diminuir o risco de deterioração ou de produção de toxinas fúngicas 

(TANAWAKI et al., 1999). Porém a quantificação da multiplicação fúngica é bastante 

complexa, considerando que os fungos se desenvolvem através de hifas e não como 

células simples, e que o micélio pode penetrar nos substratos sólidos fazendo com 

que as tendam a se espalhar, tornando difícil a quantificação em placas.  

O potencial toxigênico de produção de micotoxinas pode ser estimado pelo 

isolamento de espécies de gêneros suspeitos inoculados em meios contendo 

nutrientes e condições de temperatura e umidade adequadas para a sua produção ou 

pela detecção da micotoxina na matriz onde o micro-organismo é cultivado 

(OSBORNE, 1982).  

Em estudo da micota e de espécies aflatoxigênicas em derivados de arroz, 

Lima et al. (2000), avaliaram a capacidade de produção de micotoxinas por cepas de 

Aspergillus flavus, isoladas de arroz e derivados. Os micro-organismos foram 

inoculados em ágar contendo leite de coco e incubados por 7 dias a 25 ºC. A 

determinação das micotoxinas realizadas em cromatografia líquida de alta eficiência 

(CLAE) revelou que 53% das cepas foram aflatoxigênicas e produziram aflatoxinas B1 

e B2. Nunes et al. (2003) avaliaram o potencial toxigênico de espécies de Aspergillus e 

Penicillium isoladas de amostras de arroz, produtoras de aflatoxina B1 e ocratoxina A, 

respectivamente, sendo a última produzida quando o farelo de arroz foi utilizado como 

substrato. 

3.3 Micotoxinas 

A contaminação dos alimentos por fungos depende da infestação que os 

mesmos podem ocasionar no campo, durante e após a colheita, transporte, 

processamento e armazenamento do produto (SABINO, 1996). O estresse, o 

desbalanço de nutrientes e as condições ambientais propiciam a seleção de espécies 

toxigênicas que em condições específicas produzem micotoxinas, metabólitos 

secundários produzidos em alguma etapa do desenvolvimento microbiano, 

consideradas tóxicos aos animais e ao homem (SWEENEY & DOBSON, 1998). 

Pode-se assumir que aproximadamente 20% dos produtos alimentícios 

(principalmente de origem vegetal) estão substancialmente contaminados por 

micotoxinas. Algumas das mais frequentes micotoxinas detectadas em produtos 
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alimentícios e rações animais originários de diferentes países são a aflatoxina B1 e a 

ocratoxina A. Do total de 300 micotoxinas que vem sendo descritas, produzidas por 

cerca de 200 espécies de fungos, apenas 20 são normalmente encontradas em 

alimentos e rações em níveis considerados de risco para a saúde humana e animal 

(ANKLAM et al., 2002). 

A comprovada natureza tóxica das micotoxinas torna necessária a prevenção 

da contaminação de alimentos por fungos toxigênicos, além do controle do 

crescimento fúngico mediante a manipulação do ambiente em que se encontra o 

alimento. Técnicas de controle são utilizadas para reduzir a concentração de 

micotoxinas a níveis seguros, ou a utilização de produtos de degradação não tóxicos, 

sem que promovam a diminuição do valor nutritivo dos alimentos descontaminados. 

Os métodos de controle podem ser classificados dentro de duas categorias principais: 

prevenção da contaminação e do crescimento fúngico e detoxificação dos compostos 

produzidos pelos fungos. 

A maioria das micotoxinas são tóxicas em pequenas concentrações e 

requerem métodos sensíveis e confiáveis para a sua detecção. Os métodos analíticos 

para a determinação de micotoxinas normalmente são constituídos por etapas de 

extração, limpeza, separação, detecção, quantificação e confirmação. As etapas 

diferem quanto os tipos de equipamentos utilizados, reagentes disponíveis e dos 

requerimentos analíticos (sensibilidade, exatidão, precisão, tempo e custo operacional) 

(WELKE et al.,  2010). 

Vários métodos podem ser utilizados para detecção e quantificação de 

micotoxinas, dentre esses se destacam os cromatográficos (cromatografia em camada 

delgada, cromatografia líquida de alta eficiência e cromatografia gasosa) além dos 

métodos imunoensaios (ELISA e radioimunoensaio) (MALLOZZI & CORRÊA, 1998).  

O método oficial descrito na Association of Official Analytical Chemists (AOAC) 

para análise quantitativa de micotoxinas envolve a determinação por CLAE acoplada a 

diferentes tipos de detectores que permitem determinar uma extensa variedade de 

compostos químicos e biológicos, além de ser aplicada na análise de rotina em muitas 

áreas do conhecimento (GUIMARÃES & COLLINS, 1993; FURLANI et al., 1999; 

POPPI et al., 2007).  

O uso de CLAE oferece como vantagens a versatilidade, ter como único 

requisito a solubilidade da amostra na fase móvel, alta resolução, boa detectabilidade 

com desvios de detecção menores que 5%. As desvantagens são alto custo do 
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equipamento e manutenção interface entre os diferentes componentes e experiência 

do operador (SYDENHAM & THIEL, 1996).  

3.3.1 Aflatoxinas 

 São conhecidas 18 diferentes moléculas do grupo das aflatoxinas, sendo a 

aflatoxina B1 (AFB1) considerada a mais tóxica, seguida da aflatoxina G1 (AFG1), 

aflatoxina B2 (AFB2) e aflatoxina G2 (AFG2). As aflatoxinas são biossinteticamente 

consideradas bisfurano cumarinas derivadas de decacetídeos. São compostos 

heterocíclicos distinguíveis cromatograficamente por apresentarem fluorescência azul 

(série B) ou verde (série G) quando submetidas a radiação ultravioleta de comprimento 

de onda longo. Estas moléculas apresentam baixo peso molecular, de 312 a 330 

g/mol, sendo altamente solúveis em compostos de polaridade intermediária e pouco 

solúveis em água. 

Na saúde pública as aflatoxinas são identificadas como fatores envolvidos na 

etiologia do câncer hepático no homem, como conseqüência da ingestão de alimentos 

contaminados. Uma das causas da extrema toxicidade da AFAB1 é a sua rápida 

absorção pelo sistema gastrointestinal, o que facilita a entrada na circulação 

sanguínea e seu transporte para o fígado, principal sítio de biotransformação. 

Os efeitos tóxicos das aflatoxinas são dependentes da dose e do tempo de 

exposição, determinando se a intoxicação será aguda ou crônica. A síndrome tóxica 

aguda ocorre pela ingestão de alimentos com alta concentração de aflatoxina, sendo 

os efeitos observados em curto intervalo de tempo.  

3.4 Determinação da atividade antifúngica  

Rotineiramente para medir a atividade antimicrobiana de alimentos, os testes 

são classificados em dois tipos: in vitro e de aplicação. Os primeiros também são 

chamados de métodos de triagem, amplamente utilizados onde os compostos são 

aplicados para produzir informações preliminares para estimar o potencial de uso do 

composto teste. O segundo tipo inclui testes, onde um antimicrobiano é aplicado 

diretamente em um produto alimentício (DAVIDSON & PARISH, 1989). Nos testes 

descritivos, o micro-organismo também é submetido ao antimicrobiano, mas amostras 

periódicas são conduzidas para determinar mudanças no número de células viáveis 

com o passar do tempo. Os testes descritivos fornecem informação sobre o efeito do 

composto na dinâmica de crescimento do micro-organismo. 
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Existem também os ensaios bioautográficos que são aqueles que empregam 

placas de cromatografia de camada delgada (CCD) para a análise. Os compostos 

separados por CCD são colocados em placas de ágar previamente inoculadas com o 

micro-organismo teste. Zonas de inibição de crescimento microbiano indicam a 

presença de substâncias antimicrobianas (RASOOLI & ABYANEH, 2004). 

A avaliação da atividade antifúngica de compostos extraídos de fontes naturais 

como ervas, plantas medicinais, especiarias, frutas e vegetais tem sido realizada 

utilizando o teste de ágar difusão, onde discos de papéis são impregnados com o 

extrato teste e colocados sobre um meio de crescimento já inoculado com o micro-

organismo. O tempo de incubação depende do fungo que está sendo submetido 

(VENTURINI et al., 2002; ARAÚJO et al., 2003; RASOOLI & ABYANEH, 2004) ou 

também bactéria (RAUHA et al., 2000). O teste de ágar diluído pode ser realizado com 

o extrato natural ou composto ao meio de crescimento, adicionando ao meio o fungo, 

inoculado a partir de uma solução de esporos ou um disco de meio com um micélio de 

fungo para avaliar o crescimento radial (QUIROGA et al., 2001; VÁSQUEZ et al., 2001; 

DEL RÍO et al., 2003; NGUEFACK et al., 2004). O inóculo pode ser espalhado no meio 

de crescimento, sendo a avaliação realizada a partir do número e tamanho das 

colônias desenvolvidas. Este teste é usado para determinar a concentração mínima de 

inibição, na qual o crescimento visual não é detectado, ou a concentração mínima 

fungicida, na qual a inibição é permanente (SÁNCHEZ et al., 2004; YIN & TSAO, 

1999). 

A substância a ser testada pode ser incorporada ao meio de cultura nas 

concentrações a serem pesquisadas e os micro-organismos, no caso fungos, são 

inoculados no meio solidificado no centro de cada placa de Petri em discos de material 

micelial de 0,5 cm (culturas de sete dias). São feitos controles negativos contendo 

somente a substância teste e o meio sem presença de microrganismo. As placas são 

incubadas à temperatura de 22 ± 1 ºC por sete dias. A efetividade é avaliada pela 

medida do diâmetro de crescimento das colônias. A porcentagem de inibição é 

calculada pela equação: I = 100 (C - T) / C, sendo I = inibição, C = medida do diâmetro 

de crescimento do fungo no meio controle e T = medida do diâmetro de crescimento 

do fungo no meio contendo a substância (RICCI et al., 2005; TUBEROSO et al., 2005). 

O método de diluição em meio líquido é o que apresenta procedimento mais 

complicado, entretanto é o mais sensível. Este método é recomendado na 

determinação da MIC. A MIC é a menor concentração do agente antimicrobiano capaz 

de inibir completamente o crescimento do micro-organismo em tubos ou placas de 
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microdiluição. Concentrações decrescentes do agente antimicrobiano são colocadas 

em tubos ou placas de microtítulo com poços contendo meio de cultura, com o inóculo 

padronizado, sendo em seguida, incubados. As placas de microtítulo têm a vantagem 

de nelas poderem ser testadas três ou mais concentrações de uma mesma substância 

e diferentes micro-organismos (RIOS et al., 1988). 

3.5 Quantificação de biomassa fúngica 

 Os métodos acurados e confiáveis para medida de biomassa fúngica são 

essenciais para funções que dependem do aspecto quantitativo tais como: 

decomposição, ciclos de nutrientes, cadeia alimentar e agregação do solo. O 

monitoramento do desenvolvimento fúngico pode ser feito por métodos biológicos, 

químicos ou imunológicos. Os métodos para estimativa de biomassa fúngica incluem o 

uso de componentes bioquímicos específicos das células fúngicas, tais como: quitina, 

ergosterol, ácidos fosfolipídicos, medidas de atividade metabólicas (inibição seletiva de 

respiração), contagem direta e contagem por microscopia. Existem ainda técnicas 

como a coloração de hifas ativas por diacetato de fluoresceína (GRANT & HARVEY, 

1982) e o método de detecção de enzimas extracelulares ligadas ao crescimento. 

Ruzicka et al. (2000) afirmam que a medida da concentração do ergosterol em 

substratos naturais é, sem dúvida, o mais eficiente método para estimar a biomassa 

fúngica. 

Segundo Ooijkaas et al. (1998) todos os métodos para quantificação de 

biomassa fúngica, utilizados com mais frequência nas fermentações em estado sólido 

(FES), apresentam suas próprias limitações. Além disso, o conteúdo dos diferentes 

componentes celulares dos micro-organismos, especialmente os fungos, pode mudar 

significativamente dependendo da espécie, condições de crescimento e do intervalo 

de cultivo. 

Muitas técnicas foram desenvolvidas para quantificação da biomassa fúngica, 

dentre elas utilizou-se a quantificação do biovolume fúngico através de microscopia 

direta para medição das hifas. Apesar de largamente utilizada, esta técnica pode 

subestimar ou superestimar a análise, uma vez que se avalia o biovolume fúngico 

através da fragmentação do substrato e do micélio por diferentes métodos, como 

centrifugação, que pode liberar apenas partes do micélio ou pode liberá-lo com 

pedaços de hifas inviáveis que, ao serem visualizadas em microscópio, podem ser 

medidas e quantificadas junto ao volume total de micélio viável (NEWELL et al., 1988). 
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3.5.1 Uso do ergosterol como Medida de Biomassa Fúngica 

O ergosterol, principal esterol fúngico, é um dos componentes da membrana 

plasmática dos fungos. O principal caminho para a produção do ergosterol é seu 

precursor, a Acetil-CoA. Todos os esteróis são produzidos pela mesma via básica: 

com o ácido mevalônico condensando em unidades de isopreno, várias delas 

reunindo-se e sofrendo ciclização e diferentes substituições. A importante etapa da via 

de produção do ergosterol é a remoção de um grupamento metil de um carbono na 

posição C-14. Essa etapa é catalisada por uma enzima, C-14 demetilase, a qual 

apresenta um citocromo, como grupo prostético, contendo um átomo de ferro, 

(DEACON, 1998). 

Diferente dos esteróis das plantas superiores, como o sitosterol, o ergosterol 

pode ser identificado e quantitativamente estimado, tanto por espectrofotometria 

(MARTIN et al.,1990), quanto por CLAE, utilizando um detector de ultravioleta em 

comprimento de onda de 282 nm (GALVÃO et al., 2003). 

O ergosterol é considerado um bom indicador de crescimento fúngico, pois 

proporciona uma boa correlação com a biomassa metabolicamente ativa do fungo, 

uma vez que é um componente da membrana citoplasmática, o que vem motivando 

vários autores a utilizarem a quantificação do ergosterol como medida de biomassa 

fúngica (DAVIS & LAMAR, 1992; RUZICKA et al., 2000; GALVÃO et al., 2003) 

A técnica de quantificação da molécula de ergosterol para determinação da 

biomassa fúngica foi desenvolvida para avaliar a contaminação de grãos armazenados 

(SEITZ et al., 1979), posteriormente foi aplicada em solos e lodo ativado (GESSNER & 

SCHWORBEL, 1991). 

Os principais métodos de determinação do ergosterol envolvem três estágios: 

extração da amostra, separação do extrato e análise por cromatografia líquida ou por 

espectrofotometria. Dependendo do substrato, diferentes processos podem ser usados 

para a extração do ergosterol, ele pode, por exemplo, ser extraído de grãos de cereais 

invadidos por fungos pela homogeneização em metanol, sendo esse método aplicado 

em cereais, milho e soja. Outro exemplo é a extração por saponificação direta em 

solução alcoólica de hidróxido de potássio, sendo esse método aplicado para extração 

do ergosterol em raízes e solos contaminados com fungos (DAVIS & LAMAR, 1992; 

GALVÃO et al., 2003). 
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3.5.2 Uso da glicosamina como Medida de Biomassa Fúngica 

O método de dosagem do conteúdo de glicosamina tem por princípio a 

quantificação de um constituinte majoritário da parede celular dos fungos, a quitina, 

um polímero linear insolúvel, constituído por ligações α-1,4 de acetilglicosamina. O 

método de dosagem do monômero baseia-se na despolimerização da molécula de 

quitina, seguida pelo ensaio, por espectrofotometria, da quantidade de glicosamina 

liberada (AIDOO et al., 1981; DEGRANGES et al., 1991; TOMASELLI-SCOTTI et al., 

2001). A glicosamina é um bom indicador do desenvolvimento da biomassa fúngica, 

porém a concentração de nutrientes nos meios deve ser otimizada de acordo com 

cada caso. Além disso, a glicosamina é utilizada como um indicador de crescimento, 

uma vez que está presente nos fungos e não é encontrada em materiais vegetais 

comumente utilizados como substratos na FES. 

Em seu trabalho experimental Degranges et al. (1991) avaliaram o teor de 

biomassa pela análise da glicosamina como constituinte celular. A análise foi efetuada 

em duas etapas: hidrólise e extração. Os dados mostraram que a glicosamina 

apresentou comportamento constante, mas a análise deste constituinte foi influenciada 

pelo meio de cultivo.  

Scotti et al. (2001) estudaram a medida da glicosamina como método indireto 

para determinação do crescimento de Cunninghamella elegans, cultivada em FES, e 

concluíram que esta metodologia é adequada para a estimativa da biomassa fúngica. 

Os autores constataram que o conteúdo de glicosamina manteve-se constante, 

independentemente do intervalo e das condições de cultivo, mas pareceu ser 

dependente da composição do meio, especialmente da natureza da fonte de carbono. 

Os trabalhos produzidos por Gelmi et al. (2000; 2002) mostram a validade da 

dosagem de glicosamina como método indireto para a estimativa da biomassa 

microbiana de Gibberella fujikoroi, na produção de ácido giberélico em FES. 

3.6 Compostos fenólicos 

Quimicamente, os fenóis são definidos como substâncias que possuem anel 

aromático, com um ou mais grupos substituintes hidroxílicos, incluindo seus derivados 

funcionais (ésteres, metil ésteres, glicosídeos, etc). A natureza dos polifenóis varia 

desde moléculas simples como os ácidos fenólicos até compostos altamente 

polimerizados, como os taninos. Nas plantas se apresentam na forma conjugada com 

um ou mais resíduos de açúcar unidos aos grupos hidroxílicos, ainda que em alguns 
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casos possam ser produzidas uniões diretas entre uma molécula de açúcar e um 

carbono aromático. A forma mais comum de encontrá-los na natureza é na forma de 

glicosídeos, sendo solúveis em água e solventes orgânicos (MARTINEZ-VALVERDE 

et al., 2000; ANGELO & JORGE, 2007).   

Estes compostos são classificados em três categorias, aqueles pouco 

distribuídos na natureza, polímeros e largamente distribuídos na natureza. Na família 

dos compostos fenólicos pouco distribuídos na natureza, encontra-se um número bem 

reduzido, embora com certa frequencia. Neste grupo estão os fenóis simples, o 

pirocatecol, a hidroquinona e o resorcinol. Pertencem ainda a esta família os aldeídos 

derivados dos ácidos benzoicos, que são constituintes dos óleos essenciais, como a 

vanilina (SOARES, 2002). Os polímeros são alguns fenólicos que não se apresentam 

na forma livre nos tecidos vegetais, esta família engloba os taninos e as ligninas. Os 

fenólicos largamente distribuídos na natureza podem se dividir em flavonóides 

(antocianinas, flavonóis e seus derivados), ácidos fenólicos (ácidos benzoico, cinâmico 

e seus derivados) e cumarinas (KING & YOUNG; 1999). 

As principais fontes de compostos fenólicos são frutas cítricas, como limão, 

laranja e tangerina, além de outras frutas a exemplo da cereja, uva, ameixa, pêra, 

maçã e mamão, sendo encontrados em maiores quantidades na polpa que no suco da 

fruta. Pimenta verde, brócolis, repolho roxo, cebola, alho e tomate também são 

excelentes fontes destes compostos (PIMENTEL et al., 2005). 

Sob a denominação "compostos fenólicos" há mais de 4000 compostos 

divididos em 12 subclasses. Os compostos fenólicos constituem um grupo de 

substâncias químicas, considerados metabólitos secundários das plantas, com 

diferentes estruturas químicas e atividades. A distribuição dos compostos fenólicos 

nos tecidos e células vegetais varia de acordo com espécie e tipo de função a exercer, 

situando-se no interior de células ou na parede celular (MARTINEZ-VALVERDE et al., 

2000). Alguns deles são muito importantes para suas funções fisiológicas, outros são 

usados para defesa em situações de estresse ou para atrair ou inativar outros 

organismos. No início de 1960, compostos fenólicos foram considerados como 

produtos metabólicos que ficavam armazenados no vacúolo de plantas. 

As funções bioativas são exercidas por estruturas fenólicas variadas, como os 

ácidos fenólicos, derivados da cumarina, ligninas, taninos, flavonoides, alcaloides e 

terpenoides (SANTOS & FREITAS, 2003), que podem atuar como agentes redutores, 

sequestrantes de radicais livres, quelantes de metais ou desativadores do oxigênio 
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singlete e/ou exibir, simultaneamente, mais de uma destas funções (MELO e 

GUERRA, 2002). 

Em alimentos, este tipo de estrutura pode constituir a base de pigmentos, 

antioxidantes, precursores de aromas. E, além destes efeitos físicos, atualmente se 

associa sua presença à promoção da saúde por sua capacidade de diminiur os níveis 

de açúcar no sangue, redução do peso corporal, anticarcinogenicidade, 

antiinflamatórios (BERNAL et al., 2011) antifúngica (SOUZA et al., 2010; 2011). No 

entanto, a grande maioria dos estudos envolvendo atividade biológica de compostos 

fenólicos enfatizam as ações antioxidantes (BERNAL et al., 2011). 

Alguns compostos fenólicos de origem vegetal podem estar envolvidos no 

metabolismo primário durante o desenvolvimento normal da planta ou em resposta a 

condições de estresse para proteção dos constituintes das células contra radiação UV, 

injúrias e infecções (NACZK & SHAHIDI, 2004). Também contribuem para a 

resistência mecânica da parede celular, exercem papel regulatório no crescimento do 

vegetal e atuam durante a morfogêneses em resposta ao estresse e a ação de 

patôgenos. A atividade antimicrobiana dos compostos fenólicos é indicada pelo seu 

papel na promoção da resistência das plantas a doenças, quando atuam interferindo 

com a integridade da membrana celular microbiana ou inibindo a germinação dos 

esporos (ANTOLOVICH et al., 2002; MARTINEZ-VALVERDE et al., 2000; NACZK & 

SHAHIDI, 2004). 

Os compostos fenólicos presentes nas microalgas são os ácidos fenólicos, que 

estão reunidos em dois grupos: derivados do ácido hidroxicinâmico e derivados do 

ácido hidroxibenzóico. Os derivados do ácido hidroxicinâmico são compostos fenólicos 

de ocorrência natural que possuem um anel aromático com uma cadeia carbônica, 

constituída por 3 carbonos ligada ao anel. Os ácidos p-cumárico, ferúlico, cafeico e 

sináptico são os hidroxicinâmicos mais comuns na natureza. Estes ácidos existem nas 

plantas, usualmente na forma de ésteres, a exemplo do ácido clorogênico, éster do 

ácido quínico, cuja molécula é constituída pelo ácido quínico esterificado ao ácido 

cafeico. Tambérn são encontrados na forma de glicosídeos ou ligados a proteínas e a 

outros polímeros da parede celular e, raramente, como ácidos livres. lsômeros do 

ácido clorogênico e do ácido cafeico são descritos como antioxidantes (BELITZ & 

GROSCH, 1988; DEGÁSPARI & WASZCZYNSKYJ, 2004) 

Os ácidos fenólicos, encontrados nas microalgas e nas plantas, podem 

apresentar várias atividades biológicas, dentre elas, antioxidante, antiinflamatória, 
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anticarcinogênica, antibacteriana e antifúngica (SOUZA et al., 2011). Além disso, 

estudos têm indicado um efeito inibitório dos compostos fenólicos no crescimento de 

fungos e produção de micotoxinas. Os ácidos fenólicos como o ferúlico, cinâmico e 

vanílico e seus derivados presentes em plantas são inibidores do crescimento fúngico 

e desenvolvimento dos esporos fúngicos. Os ácidos ρ-hidroxibenzoico, vanílico e 

protocatequínico são inibidores somente em concentrações relativamente altas. No 

entanto, o metil éster ácido cis-ferúlico e o metil éster ácido cis-3,4-dimetoxicinâmico, 

derivados do ácido cinâmico, são encontrados como inibidores em pequenas 

concentrações na faixa de 1nM a 10nM, evidenciando que a atividade inibitória 

depende não só da concentração, mas também da estrutura do composto. O 

composto metil éster ácido cis-3,4-dimetoxicinâmico parece afetar particularmente o 

estágio de germinação dos esporos fúngicos (GRIFFIN, 1994). Porém, cabe salientar 

que os estudos foram conduzidos com compostos provenientes de outras fontes que 

não microalgas. 

3.6.1 Métodos de ánalise 

A separação, identificação, quantificação e aplicação dos compostos fenólicos 

em alimentos, acarreta problemas metodológicos, por tratar-se de uma família 

constituída por substâncias na maioria das vezes, de grande polaridade, muito reativos 

e susceptíveis à ação de enzimas, além de sua diversidade (AGUIAR et al., 2007; 

KING & YOUNG; 1999; SOUZA et al., 2009). Cabe lembrar também que suas 

propriedades absorventes e redutoras são semelhantes a outros constituintes das 

matrizes alimentares. 

A análise de compostos fenólicos como a de outros compostos traços é 

influenciada pela natureza do composto, o método de extração empregado, o tamanho 

da amostra, o tempo e as condições de estocagem, o padrão utilizado e a presença de 

interferentes tais como ceras, gorduras, terpenos e clorofilas. Ainda não se 

desenvolveu um método satisfatório para a extração de todos ou de uma classe 

específica de fenólicos presentes em matrizes diversas. A solubilidade deles varia com 

os substituintes das cadeias carbonadas cíclicas, o grau de polimerização e suas 

interações com outros constituintes dos tecidos onde se encontram. Os solventes mais 

utilizados para a extração são: metanol, etanol, acetona, água, acetato de etila, 

propanol, dimetilformaldeído e suas combinações (NACZK & SHAHIDI, 2004). 

Outro aspecto importante no desenvolvimento de métodos de quantificação de 

compostos fenólicos é a dificuldade de se encontrar um padrão específico e 
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conveniente, devido à complexidade das substâncias fenólicas presentes nas 

diferentes fontes destes e as reatividades distintas entre estas substâncias e os 

reagentes derivatizantes são outro fator de variabilidade (ANGELO & JORGE, 2007). 

As metodologias utilizadas na quantificação destes compostos podem ser 

divididas em análises espectrofotométricas e análises cromatográficas. As análises 

espectrofotométricas baseiam-se em diversos princípios e podem ser empregadas 

para quantificação de vários grupos estruturais. De acordo com Naczk e Shahidi 

(2004), a análise que emprega o reagente de Folin-Denis foi uma das primeiras a ser 

utilizada (SINGLETON & ROSSI, 1965) e foi sofrendo modificações ao longo do 

tempo, utilizando-se, atualmente, o reagente de Folin-Ciocalteu. 

A quantificação dos compostos fenólicos totais pela metodologia que emprega 

o reagente de Folin-Ciocalteu baseia-se na redução dos ácidos fosfotúngstico 

(H3PW12O40) e fosfomolíbdico (H3PMo12O40), presentes no reagente de Folin-Ciocalteu, 

pelos fenólicos presentes na amostra a óxido de tungstênio (W8O23) e óxido de 

molibdênio (Mo8O23) em meio alcalino (Equação 1). Estes óxidos formados 

apresentam coloração azulada, sendo possível a quantificação da absorvância da 

solução na região do visível (750 nm). Através de uma curva de calibração de ácido 

gálico é possível correlacionar a intensidade da cor à concentração de fenóis 

presentes na amostra, sendo o resultado expresso em equivalente de ácido gálico 

(GAE). 

H3PW12O40 + H3Mo12O40+ FENOL  W3O23 + Mo3O23         (1) 

Na identificação e quantificação de compostos fenólicos, principalmente ácidos 

fenólicos, são empregadas técnicas como eletroforese capilar com detecção 

eletroquímica, e detecção fotométrica no ultra-violeta, cromatografia a gás (CG) com 

espectrômetro de massas, cromatografia líquida de ultra eficiência com detecção UV 

(CLAE-UV) e cromatografia líquida de alta eficiência com detectores MS e UV-Vis, 

onde CG e CLAE são as técnicas mais utilizadas. A vantagem da análise destes 

compostos por CLAE em relação a CG é que na primeira não há necessidade de 

derivação química dos analitos. 

Na CLAE, as colunas de fase reversa são as mais comumente 

utilizadas, principalmente C18, variando de 150 a 250 mm de comprimento, com 

diâmetro interno variando de 4,6 mm e tamanhos de partículas de 5 µm. A eluição das 

fases móveis são normalmente binárias, com uma solução acidificada (solvente A) 

como o ácido acético aquoso, ácido perclórico, ou ácido fórmico e um solvente 
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orgânico, como metanol ou acetonitrila (solvente B). Compostos fenólicos simples 

apresentam uma única banda de absorção na faixa de 240 nm a 290 nm (BERNAL et 

al., 2011). 

As separações cromatográficas em gel, papel e camada delgada, têm sido 

bastante utilizadas, porém, atualmente, a CLAE é a técnica mais utilizada para a 

identificação e quantificação de compostos fenólicos bem como para avaliação das 

interações destes com outros componentes da matriz (NAZCK & SHAHIDI, 2004). 

Estas técnicas têm sido modificadas quer seja na etapa de preparo da amostra ou 

extração dos compostos, tanto na fase móvel e ou estacionária, para uma melhor 

separação dos compostos. 

3.7 Agentes antifúngicos 

As primeiras descrições sobre o uso de antimicrobianos datam de 3.000 anos 

atrás, quando os médicos chineses usavam fungos para o tratamento de feridas 

infeccionadas. Assim o faziam também os índios norte-americanos, e os médicos 

indianos, que recomendavam a ingestão de certos fungos para a cura de diarreias. 

Embora utilizados de maneira empírica na época, vários destes produtos indicados na 

antiguidade e na Idade Média apresentam propriedades terapêuticas anti-infecciosas 

graças a compostos sintetizados pelos micro-organismos. 

Rotineiramente, a indústria de alimentos vêm empregando agentes 

antimicrobianos para aumentar a vida útil e preservar produtos processados, de forma 

controlada por normas legais em diferentes países (DAVIDSON & PARISH, 1989; 

PRAKASH et al., 2011). 

Os agentes fungistáticos (que inibem a multiplicação de fungos) e os fungicidas 

(eliminam os fungos) se diferenciam na magnitude da taxa de mortalidade, ou seja, na 

velocidade de destruição dos micro-organismos.  

Agentes antifúngicos de baixa toxicidade podem ser utilizados no controle do 

crescimento fúngico e formação de micotoxinas, são eles os ácidos orgânicos 

(acetatos, propianatos, sorbatos e benzoatos para alimentos), antibióticos, ervas, 

especiarias, óleos essenciais, antioxidantes e metilxantinas (FONSECA & PICCOLI, 

2006).  

Segundo Belitz & Grosch (1988), desde muito tempo tem-se conservado os 

alimentos com ácidos, especialmente o ácido acético (CH3COOH) sob a forma de 

vinagre e seus sais, como o acetato de sódio (CH3COONa), acetato de potássio 
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(CH3COOK), acetato de cálcio [(CH3-COO)2Ca] e o diacetato de sódio (CH3-COONa . 

CH3-COOH . 1/2H2O). Estes sais são usados em panificação para inibir o crescimento 

fúngico sem afetar as leveduras fermentadoras. A atividade antimicrobiana do ácido 

acético, igual aos demais ácidos graxos alifáticos, aumenta ao diminuir o pH. 

O ácido propiônico (CH3-CH2-COOH) e seus sais de sódio e cálcio tem 

atividade antimicrobiana frente aos fungos e a um número reduzido de bactérias. Este 

composto se produz de forma natural no queijo suíço por ação do Propionibacterium 

shermanii. O ácido propiônico tem ampla utilização em panificação, inibindo com 

eficiência o desenvolvimento de bolores e leveduras. A toxicidade do ácido propiônico 

para os mofos e certas bactérias está relacionada com a incapacidade dos organismos 

afetados de metabolizar a cadeia de três átomos de carbono na sua forma ácida 

(BELITZ & GROSCH, 1988). 

Os extratos de alguns condimentos, ervas de importância medicinal e outros 

vegetais também possuem propriedades antifúngicas, agentes antifúngicos naturais 

que vêm sendo explorados por seu potencial no controle do crescimento de fungos e 

consequente inibição da produção de micotoxinas (SELVI et al., 2003). 

Outras medidas clássicas para prevenir danos fúngicos e estender a vida-de-

prateleira dos produtos alimentícios envolvem, por exemplo, a associação de 

aquecimento a altas temperaturas para inativar os esporos, e emprego de ácidos 

fracos como conservantes (ácido ascórbico). Apesar dos fungos serem controlados 

por estes métodos, existem várias razões para a necessidade de novas estratégias 

para evitar a infecção por fungos. Por exemplo, o aquecimento envolve efeitos 

negativos na qualidade sensorial e nutricional de alguns produtos alimentícios, que o 

mercado exige frescos com pouco ou nada de conservantes químicos (BRUL & KLIS, 

1999). 

Cada vez mais ao longo dos anos, tem havido grande interesse no uso de 

produtos naturais como agentes fungicidas também para controlar patógenos de 

plantas. Comercialmente, estão disponíveis fungicidas sintéticos que têm se mostrado 

prejudiciais ao meio ambiente, aos seres humanos e animais. Por causa do uso 

prolongado ou excessivo de alguns fungicidas, alguns micro-organismos tornam-se 

resistentes e em consequencia ineficazes (BELEWA et al., 2011; SOUZA et al., 2011, 

TIAN et al., 2012). 

A utilização de substâncias naturais, de origem vegetal nas diferentes etapas 

de cultivo até o consumo, mesmo quando empregadas em concentrações 
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relativamente elevadas, tornam o produto acabado mais atrativo. Além dos benefícios 

proporcionados à saúde, diversos estudos têm demonstrado o efeito inibidor de 

compostos de origem vegetal no desenvolvimento de micro-organismos deteriorantes 

e patogênicos, veiculados por alimentos. Existe também a perspectiva de substituir os 

aditivos sintéticos por conservantes naturais presentes nos vegetais (PUUPPONEN-

PIMIA et al., 2001; SELVI et al., 2003) 

Para minimizar os riscos para a segurança alimentar, através do retardamento 

das ações microbianas e considerando a toxicidade ou suspeita de toxicidade de 

alguns aditivos químicos e o abuso de utilização deles, os órgãos legislativos e de 

saúde pública tem recomendado uma diminuição nos índices de utilização de aditivos 

químicos na indústria de alimentos. A investigação da potencialidade antimicrobiana 

de produtos naturais com propriedades antifúngicas também é impulsionada pelo 

progressivo surgimento de cepas microbianas resistentes decorrentes do abuso ao 

longo de anos de utilização de compostos antimicrobianos (BRULL & COOTE, 1999; 

MELO & GUERRA, 2002; KUMAR et al., 2010). 

Vários estudos têm comprovado que o efeito de compostos isolados extraídos 

de matrizes vegetais e microbianas atuam como fungicidas naturais inibindo a 

atividade fúngica e, um número significativo destes constituintes tem se mostrado 

eficaz. Em estudos de cunho científico as especiarias e seus produtos derivados 

(extratos, óleos essenciais e outros) tem sempre mostrado resultados satisfatórios na 

inibição de micro-organismos patógenos( oportunista e primários) deteriorantes, e/ou 

na inibição da produção de toxinas microbianas (ARORA & KAUR, 1999; AL-JEDAH et 

al., 2000; CHAO & YOUNG, 2000; JUGLAL et al., 2002; KIZIL & SOGUT, 2003; 

PEREIRA et al., 2006; KUMAR et al., 2010; SOUZA et al., 2010; 2011, TIAN et al., 

2012). 

A atividade inibitória de extrato alcoólico de cebola foi testada contra o 

crescimento de Aspergillus flavus e Aspergillus parasiticus e a produção de 

aflatoxinas, sendo verificado que 10 mg extrato/mL de cultura inibiram o crescimento 

fúngico e a produção de micotoxinas (FAN & CHEN, 1999). A atividade antifúngica de 

três espécies de alho, cebolinha, cebola e escarola foram testadas contra os fungos 

Aspergillus flavus, Aspergillus niger e Aspergillus fumigatos, sendo o alho e a 

cebolinha os melhores inibidores do crescimento fúngico (YIN & TSAO, 1999). 

Quiroga et al. (2001) verificaram a atividade antifúngica de metabólitos 

secundários extraídos de 10 espécies de plantas medicinais da Argentina e 
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observaram, através de crescimento radial dos fungos, discos de difusão e 

crescimento em ágar contendo os extratos das plantas, que alguns extratos alcoólicos 

estudados inibiram o desenvolvimento de fungos e leveduras. A concentração mínima 

de extratos necessária contra leveduras variou de 100 a 400 g extrato seco/mL de ágar. 

Os óleos essenciais de alho, canela, cravo, tomilho e orégano foram testados 

sobre o desenvolvimento micelial dos fungos Rhizopus sp., Penicillium sp., Aspergillus 

niger e Fusarium proliferatum sendo constatada uma inibição total da multiplicação dos 

fungos testados, com o óleo de canela e uma redução de produção de fumonisina B1 

no tratamento com óleo essencial de orégano (VELLUTI et al. 2003; CHALFOUN et 

al., 2004). 

Compostos fenólicos extraídos do óleo essencial das frutas cítricas e da planta 

da oliveira apresentaram atividade antifúngica sobre espécies de Phytophthora, 

Penicillium e Geotrichum (DEL RÍO et al., 2003). Vasquez et al. (2001) utilizaram o 

eugenol e o timol, principais componentes dos óleos essenciais do cravo para inibir o 

desenvolvimento do Penicillium citrium em queijo. O óleo essencial de tomilho, o qual 

possui vários compostos fenólicos na sua composição, apresentou forte efeito 

fungicida sobre o Aspegillus parasiticus (RASOOLI & ABYANEH, 2004). 

Souza et al. (2010) estudaram a atividade antifúngica de compostos fenólicos 

extraídos de cebola, farelo de arroz e da microalga comercial Chlorella phyrenoidosa, 

pelo método de ágar diluído contra o fungo Rhizopus oryzae, e concluíram que os 

extratos fenólicos da cebola extraídos com metanol e acetato de etila, e o extrato de 

farelo de arroz apresentaram atividade antifúngica, atingindo no 5° dia 38, 30 e 17% 

de inibição para o extrato metanólico de cebola, acetoetílico de cebola e metanólico de 

farelo de arroz, respectivamente. Os extratos aquosos de cebola e metanólico de 

Chlorella phyrenoidosa nas concentrações testadas (3,0 a 3,7 µgfenóis/mLmeio) não 

apresentaram atividade antifúngica contra o fungo testado. 

Tantawy (2011) estudou o potencial de inibição das cianobactérias Nostoc 

muscorum, Spirulina platensis e Anabaena flos-aquae contra os fungos Fusarium 

oxysporum e Rhizoctonia solani. Os resultados revelaram alta eficiência dos extratos 

das algas em inibir o crescimento do diâmetro micelial de fungos. Os melhores 

resultados foram obtidos por Spirulina platensis, apresentando até 51% de inibição do 

diâmetro do halo. 
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3.8 Mecanismo de ação dos compostos inibidores do crescimento fúngico 

A célula microbiana é uma estrutura altamente organizada, contendo sistemas 

sintéticos controlados e integrados para se reproduzir. Porém, quando são 

danificados, ocorre desorganização e morte do organismo. Este dano pode surgir da 

interferência sobre a síntese ou função de uma proteína simples, ácido nucleico, ou 

particular complexo lipoproteico. 

As plantas podem produzir compostos antifúngicos para se proteger de 

ataques por fungos resistentes. O entendimento do mecanismo inibitório pode 

subsidiar ao desenvolvimento de tecnologia de produção e aplicação eficiente destes 

antifúngicos naturais produzidos por vegetais ou espécies microbianas (QUIROGA et 

al., 2001). 

Os compostos antifúngicos de ocorrência natural exercem diferentes 

mecanismos de defesa nos vegetais. Os compostos fenólicos, proteínas, óleos 

essenciais e outros compostos podem atuar na inibição da biossíntese de 

componentes da parede celular como a quitina, o ergosterol e as manoproteínas, 

destruindo a membrana e afetando o controle da entrada de nutrientes. Ainda podem 

atuar inibindo a síntese de proteínas, aminoácidos fúngicos, esfingolipídios e interferir 

no transporte de elétrons, inviabilizando a integridade da célula (BRUL & KLIS, 1999; 

MARINO et al., 2001). Por exemplo, algumas ações específicas de antifúngicos 

ocasionam danos à membrana pela inibição da síntese de ergosterol. Os óleos 

essenciais que possuem compostos com núcleo aromático e um grupo OH fenólico 

reativo, são capazes de formar pontes de hidrogênio com os sítios ativos de enzimas 

microbianas alvo, inibindo-as (VELLUTI et al., 2003). Os antifúngicos químicos 

exercem mecanismos similares, porém estes tendem a estar em quantidades 

excedentes produzindo resíduos tóxicos, em vista de que a adição nem sempre gera 

uma atuação específica e eficiente. 

3.9 Atividade antioxidante 

Uma substância antioxidante pode ser definida como um composto ou 

substância química que inibe a oxidação, quando presente em baixa concentração 

comparada a do substrato oxidável, diminui ou inibe significativamente a oxidação do 

mesmo. Do ponto de vista biológico, pode se definir antioxidantes como compostos 

que protegem sistemas biológicos contra os efeitos potencialmente danosos de 

processos ou reações que promovem a oxidação de macromoléculas ou estruturas 

celulares (ROGINSKY & LISSI, 2005). 
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 A atividade antioxidante de compostos fenólicos é principalmente devida às 

suas propriedades de óxido-redução, as quais podem desempenhar um importante 

papel na absorção e neutralização de radicais livres, quelando o oxigênio triplete e 

singlete ou decompondo peróxidos (DEGÁSPARI & WASZCZYNSKY, 2004). 

A partir do início dos anos 80, teve início o interesse em disponibilizar 

antioxidantes naturais para uso em produtos alimentícios ou farmacêuticos 

substituindo antioxidantes sintéticos. Estes têm sido associados a danos de várias 

ordens incluindo o seu potencial carcinogênico, aumento do peso do fígado e 

significativa proliferação do retículo endoplasmático (MELO & GUERRA, 2002; 

YILDRIM et al., 2002; DEGÁSPARI & WASZCZYNSKY, 2004). Os antioxidantes 

naturais, tais como os compostos fenólicos, apresentam-se como uma alternativa para 

prevenir a deterioração oxidativa dos alimentos e minimizar os danos oxidativos aos 

seres vivos quando ingeridos com a dieta (PESCHEL et al., 2006). 

Vários métodos são utilizados para determinar a atividade antioxidante em 

extratos e substâncias isoladas; um dos mais usados consiste em avaliar a atividade 

sequestradora do radical livre 2,2- difenil-1-picril-hidrazila - DPPH•, de coloração 

púrpura que absorve radiação a 515 nm (ROGINSKY e LISSI, 2005). Por ação de um 

antioxidante (AH) ou uma espécie radicalar (R•), o DPPH• é reduzido formando difenil-

picril-hidrazina, de coloração amarela, com consequente desaparecimento da 

absorção, podendo a mesma ser monitorada pelo decréscimo da absorvância. A partir 

dos resultados obtidos é determinada a porcentagem de atividade antioxidante ou 

sequestradora de radicais livres e/ou a porcentagem de DPPH• remanescente no meio 

reacional (SOUSA et al., 2007). 

Os radicais livres de DPPH, que inicialmente apresentam cor roxa por 

possuírem elétron livre, perdem esta cor quando um radical hidrogênio doado por uma 

molécula antioxidante entra em ressonância com a molécula de DPPH, diminuindo a 

absorvância. O DPPH é um radical estável, com baixa taxa de deterioração e possui 

reatividade com a maioria dos compostos. Apenas reagentes redutores fortes são 

capazes de reagir com estes radicais estáveis estequiometricamente. A baixa 

absorvância indica atividade sequestrante de radicais livres (SANTOS et al., 2007). 

A atividade antioxidante também pode se manifestar na inibição dos efeitos de 

oxidorredutases de escurecimento, particularmente com respeito à peroxidase, que é 

uma enzima que tem por função oxidar compostos doadores de elétrons, tais como os 

compostos fenólicos, tendo como agente doador de oxigênio a água oxigenada. 
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Poucos estudos são realizados para avaliar o efeito inibidor de compostos fenólicos 

em sistemas enzimáticos, particularmente com respeito à peroxidase. Esta é uma 

enzima que aparece em células de diferentes seres vivos e tem como agente doador 

de oxigênio a água oxigenada.  

Bioquimicamente a função desta enzima é proteger as células de possíveis 

danos, e sua atividade se manifesta, principalmente, em situações de desequilíbrios 

físico-químicos do sistema. O excesso da ação desta enzima pode resultar em danos 

indesejáveis nas células. No caso dos alimentos, as principais alterações são perdas 

do flavor, da cor e dos nutrientes. A atuação da peroxidase sobre compostos doadores 

de elétrons a torna atrativa para se estimar a atividade antioxidante de diferentes 

compostos, como por exemplo, os fenóis (OLIVEIRA et al., 2007).  

Os lipídios podem ser oxidados por diferentes caminhos e usualmente o início 

são as reações hidrolíticas catalisadas pelas enzimas lípases ou pela ação de calor e 

umidade, com formação de ácidos graxos livres. A autoxidação é o principal 

mecanismo de oxidação dos óleos e gorduras e está associada à reação do oxigênio 

com ácidos graxos insaturados ocorrendo em três etapas, conforme Ramalho & Jorge 

(2006). 

- Iniciação: etapa onde ocorre a formação dos radicais livres devido à retirada 

de um hidrogênio do carbono alílico na molécula do ácido graxo, em condições 

favorecidas por luz e calor.  

- Propagação: Os radicais livres são susceptíveis ao ataque do oxigênio 

atmosférico, sendo convertidos em outros radicais, gerando produtos primários de 

oxidação (peróxidos e hidroperóxidos) cuja estrutura depende da natureza dos ácidos 

graxos presentes. Os radicais livres formados atuam como propagadores da reação, 

resultando em um processo autocatalítico. 

- Terminação: etapa onde dois radicais se combinam, com a formação de 

produtos estáveis (produtos secundários de oxidação) obtidos por cisão e rearranjo 

dos peróxidos (epóxidos, compostos voláteis e não voláteis). 

Dentre os ensaios que utilizam lipídios como substratos destaca-se o do 

tiocianato férrico, índice de peróxido e dienos conjugados. O método tiocianato férrico 

é utilizado para medir a quantidade de peróxido gerado durante a oxidação de uma 

solução de ácido linoleico incubada sob aquecimento (50 ºC). Os peróxidos formados 

reagem com Fe2+ dando origem ao Fe3+ que complexa com íons tiocianato (SCN-), 
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tornando a solução avermelhada. A intensidade da cor vermelha é monitorada em 

espectrofotômetro no comprimento de onda de 500 nm (LIU & YAO, 2007). 

O índice de peróxido (IP) é o método mais comum para determinar o estado 

oxidativo de sistemas lipídicos. A quantificação dos peróxidos gerados tem como base 

duas de suas propriedades: a) liberar iodo da solução de iodeto de potássio, b) oxidar 

íons Fe2+ a Fe3+. O IP é geralmente expresso em termos de miliequivalentes de 

peróxidos por kilograma do óleo (OLIVEIRA et al., 2009). As principais fontes de erro 

do método iodométrico são a absorção de I2 pelas duplas ligações e a liberação de I2 

do iodeto de potássio (KI) pelo O2 atmosférico (ANTOLOVICH et al., 2002). 

3.10 Microalgas 

O termo microalgas não tem valor taxonômico, engloba micro-organismos 

algais com clorofila e outros pigmentos fotossintéticos e sua caracterização 

(sistemática) implica a consideração de uma série de critérios (DERNER et al., 2006). 

As microalgas estão entre os sistemas biológicos mais eficientes para 

transformação de energia solar em compostos orgânicos, através da fotossíntese 

(VONSHAK, 1997). Acredita-se que tenham surgido a mais de 3 milhões de anos e 

formaram a atual atmosfera, e desde então regulam a biosfera do planeta retirando 

CO2 e produzindo O2 (ROMANO et al., 2000). Podem ser cultivadas em ambientes 

inaptos, tais como lagos salinos adjacentes a desertos. Elas possuem um enorme 

potencial de aproveitamento, como por exemplo, fonte de diversos compostos 

químicos de interesse (HENRIKSON, 1994). 

As microalgas representam os micro-organismos fotossintéticos procarióticos 

(cianobactérias) antigamente chamadas de algas azul-esverdeadas, e eucarióticos 

(algas verdadeiras). São geralmente unicelulares, gram-negativas, coloridas devido a 

presença dos pigmentos fotossintéticos, e vivem, em sua maioria, em ambientes 

aquáticos (OLAIZOLA, 2003; TOMASELLI, 1997). Sua importância na natureza refere-

se principalmente a elevada participação no balanco global da fotossíntese, 

contribuindo com grande parcela da produção primária do planeta. No mar, cerca de 

90% da fotossíntese é realizada pelas diversas microalgas que constituem o 

fitoplâncton (LOURENCO, 2006). 

As culturas comerciais de microalgas em grande escala iniciaram por volta de 

1960 no Japão, com a Chlorella, seguida pela cultura de Spirulina em 1970 no México, 

ambas para emprego como suplemento alimentar; Dunaliella salina para produção de 
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β-caroteno na Austrália em 1986, Haematococcus pluvialis para produção de caroteno 

e várias outras espécies para a aquicultura. Após, o cultivo de microalgas se espalhou 

pelo mundo, em países como Israel, EUA e Índia. Nos anos 80, cerca de 46 fábricas 

na Ásia produziam mais de 1000 kg de microalgas por mês e em 1996 cerca de 2000 

toneladas de Chlorella foram produzidas comercialmente somente no Japão 

(BOROWITZKA, 1999). 

Muitos estudos vêm sendo realizados com relação às aplicações relacionadas 

ao emprego das microalgas e dos produtos extraídos destas na indústria de alimentos 

tais como: no tratamento de águas residuais de inúmeros processos industriais, para a 

detoxificação biológica e remoção de metais pesados, como bioindicadores, na 

detecção de nutrientes e substâncias tóxicas e também como suplemento alimentar. 

As microalgas podem produzir uma gama de moléculas bioativas com propriedades 

antibióticas, anticâncer, anti-inflamatórias, antivirais, redutoras do colesterol, 

enzimáticas e com outras propriedades farmacêuticas. O conteúdo lipídico confere 

potencial para seu emprego na produção de biocombustíveis (biodiesel, por exemplo) 

(DERNER et al., 2006). Muitas espécies de microalgas e cianobactérias podem ser 

estimuladas a acumular diferentes tipos de reservas que podem ser usadas como 

pigmentos, fonte de lipídios, vitaminas e/ou proteínas (OLVERA-RAMIREZ et al., 

2000). 

As microalgas são comercializadas como alimento natural ou suplemento 

alimentar e são encontradas formulações em pó, tabletes, cápsulas ou extratos. São 

também incorporadas em massas, petiscos, doces, bebidas, etc, tanto como 

suplemento alimentar quanto como corantes naturais, no entanto sua atividade como 

conservante não vem sendo explorada (COLLA et al., 2004; PULZ & GROSS, 2004). 

Os cultivos de microalgas, em comparação aos cultivos vegetais, além de 

utilizar menores áreas, independem da qualidade do solo, podendo ser desenvolvidos 

em solos estéreis, inutilizáveis para a agricultura e até mesmo no deserto; ou em solos 

férteis, sem causar impacto. Microalgas necessitam 3 vezes menos água que a soja e 

utilizam apenas 2% da água necessária para o gado, podendo esta ser, para a maioria 

destes micro-organismos fotossintéticos, salina, alcalina, ou até mesmo residual, 

impróprias para a agricultura. Para produzir a mesma quantidade de proteínas as 

microalgas necessitam 20 vezes menos área que a soja e 200 vezes menos área que 

o gado (HENRIKSON, 1994). 
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3.10.1 Chlorella 

A Chlorella ou (clorella - clorela), é uma microalga unicelular esférica e seu 

diâmetro varia de 5-10 m, dependendo da espécie (ILLMAN et al., 2000). Há 15 

espécies conhecidas, sendo a Chlorella vulgaris a mais extensamente estudada. Esta 

espécie tem uma conformação esférica com 2 a 10 m de diâmetro, pertencente a 

classe Chlorophyceae, ordem Chlorococcales e família Oocystaceae (QUEIROZ et al., 

2002; TANAKA et al., 1997; YASUKAWA et al., 1996). A Chlorella e uma microalga 

encontrada espontaneamente em tanques e lagos, com grande habilidade de realizar 

a fotossíntese. É rica em proteínas (53%), carboidratos (23%), lipídios (9%) e minerais 

(5%), contendo ainda mais de 2% de clorofila, o que lhe permite rápido crescimento 

(HENRIKSON, 1994; VONSHAK, 1997). 

A microalga Chlorella, é de grande interesse comercial, pois além da rápida 

velocidade de crescimento, pode ser cultivada em tanques ao ar livre, como os 

tanques localizados na estação de Cultivo de Chlorela da Ilha de Ishigaki, Okinawa. 

Esta ilha possui recifes de corais de clima subtropical, propício ao cultivo de clorela de 

qualidade superior. A radiação solar durante o ano todo também estimula os altos 

níveis de clorofila (RADMANN, 2004). 

A microalga Chlorella é a alga unicelular mais completa em termos de 

aminoácidos, contém mais de 20 tipos de vitaminas e minerais, com destaque para β-

caroteno (precursor da vitamina A) e vitamina B12, difícil de ser obtida por meio de 

outros alimentos. Promove a desintoxicação orgânica, inclusive de metais pesados 

como o chumbo e cádmio. Elimina toxinas retidas nos tecidos orgânicos, provenientes 

de alimentação industrializada, tem ação protetora contra agentes tóxicos, poluentes e 

contra diversos tipos de radiação, principalmente atômica e solar (raios ultravioletas). 

Sua alta concentração em clorofila indica que possui capacidade desintoxicante, e 

auxiliar no sistema digestivo. Pode ainda auxiliar no controle da obesidade, 

promovendo uma sensação de saciedade quando ingerida antes das refeições, além 

de fornecer elementos normalmente ausentes nos regimes de emagrecimento. 

A microalga Chlorella possui certificado GRAS (Generally Recognized As Safe) 

emitido pelo FDA (Food and Drug Administration), podendo ser utilizada como 

alimento sem oferecer risco à saúde humana. Também tem demonstrado excelentes 

resultados no combate à hipertensão, na redução dos níveis de colesterol e pelo bom 

funcionamento do organismo. No entanto, há poucos estudos na literatura sobre sua 

atividade antimicrobiana e antifúngica (SOUZA et al., 2010). 
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Espécies do gênero Chlorella são estudadas há mais tempo quanto a produção 

em massa para alimentação humana, sendo atualmente produzidas por mais de 70 

empresas no mundo todo, sendo que a maior produtora mundial gera 400 t de 

biomassa seca ao ano. Esta produção é inteiramente dedicada ao consumo humano, 

sendo comercializada nas formas de pílulas, pó (para misturas em alimentos), sucos, 

extratos concentrados líquidos e barras gelatinosas. A produção mundial anual de 

Chlorella atinge mais de 2.000 t ao ano. Foi a primeira microalga comercializada como 

pílulas formadas por alga em pó prensada para consumo humano, tendo ocorrido no 

Japão, em 1964 (LOURENÇO, 2006). 

3.10.2 Spirulina platensis 

A Spirulina pertence ao gênero bacteriano Cyanobacterium o qual era 

anteriormente classificado como Cyanophyta ou grupo das algas verde-azuladas. 

Descende dos primeiros seres fotossintetizantes e apresenta os maiores índices de 

produção de biomassa dentre as espécies do planeta. Quando comparadas aos 

vegetais superiores e aos animais, como fonte de produtos e nutrientes 

imprescindíveis para a qualidade de vida do homem, estes levam grande vantagem 

devido à rapidez com que se reproduzem e facilidade de cultivo em zonas não 

apropriadas para a agricultura (AMBROSI et al., 2008). 

A Spirulina é uma cianobactéria filamentosa, formada por células dispostas ao 

longo de um filamento em espiral com até 1,0 mm de comprimento. Assim como as 

plantas verdes superiores, seu metabolismo principal é a fotossíntese, e a fonte 

principal de energia é a luz solar. O componente em maior concentração na biomassa 

da Spirulina é a proteína, que apresenta quantidades variando de 64 a 74%. Lipídeos 

e carboidratos variam entre 6 a 13% e 12 a 20%, respectivamente (VONSHAK, 1997). 

É considerada uma excelente fonte de pró-vitamina A (β-caroteno) além de ferro 

biodisponível e outros minerais, compostos fenólicos, ficocianina, ácido gama linoléico 

e ácido linolênico (VON DER WEID et al., 2000; BELAY et al., 2002). 

Os estudos científicos não documentam nenhuma toxicidade da microalga 

Spirulina, daí seu uso seguro e nutritivo. Entretanto esta toxicidade pode ocorrer 

através da contaminação do cultivo com o contato da cultura de Spirulina com outras 

microalgas tóxicas (HENRIKSON, 1994; MULITERNO et al., 2005). 

 Em função de sua composição a Spirulina platensis apresenta propriedades 

antioxidantes e antimutagênicas, devido a presença de compostos fenólicos, 

favorecendo o seu uso como alimento funcional (ABEDIN & TAHA, 2008; SOUZA et 
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al., 2011; TANTAWY, 2011), fato que tem motivado a sua comercialização em vários 

países para formulação de alimentos diversos e com finalidades terapêuticas. No 

entanto, há poucas evidências na literatura sobre sua atividade antifúngica 

A ingestão de Spirulina tem mostrado efeito preventivo contra estresse 

oxidativo induzido. Além disso, tem sido demonstrado seus efeitos protetores contra o 

estresse oxidativo induzido pelo acetato de chumbo no fígado e rins de ratos. A 

alimentação a base de Spirulina platensis também reduz a hepatotoxicidade induzida 

pelo cádmio em ratos e o efeito é sugerido para ser mediada através de suas 

propriedades antioxidantes. A Spirulina também é conhecida por ter efeitos protetores 

contra a nefrotoxicidade devido ao dano oxidativo induzido por gentamicina 

(KARADENIZ et al., 2009). 

Os compostos fenólicos existentes na Spirulina spp. são ácidos orgânicos 

como os ácidos cafêico, clorogênico, salicílico, sináptico e trans-cinâmico, os quais 

agem individualmente ou sinergicamente como compostos antifúngicos e antioxidantes 

em sistemas in vivo e in vitro (MIRANDA et al., 1998; ESTRADA et al., 2001; SOUZA 

et al., 2011). A implementação na concentração de compostos fenólicos foi relatada 

por Colla et al. (2007) quando a biomassa foi produzida a 35 °C com concentrações de 

nitrato de sódio no meio de cultivo de 1,875 a 2,5 g/L. 

O constante interesse em estudar os fatores físico-químicos e nutricionais 

limitantes do seu crescimento, bem como a aplicação de condições de estresse no 

meio de cultivo justificam-se pelos resultados econômicos que resultam em maior 

rendimento de biomassa e produção de compostos de interesse específicos. Os 

constituintes necessários para o crescimento celular são: água, fonte de carbono, 

nitrogênio, fósforo, potássio, magnésio. 

O meio padrão para cultivo de Spirulina foi desenvolvido por Zarrouk (1996) e 

fornece entre outros nutrientes, carbono inorgânico na forma de CO3
-2 e HCO3

- que se 

convertem em CO2 utilizado na fotossíntese. A fonte de carbono constitui um dos 

maiores componentes de custo para produção de Spirulina e estudos concluíram estar 

o meio Zarrouk concentrado em nutrientes, de modo que se abre uma possibilidade de 

redução de custos de produção de cianobactérias. A Spirulina, ao contrário de outras 

cianobactérias, apresenta baixa susceptibilidade a contaminação de seus cultivos por 

outros micro-organismos devido ao alto pH, em que se desenvolve, de modo que os 

fotobiorreatores (FBRs) para o cultivo podem ser abertos, sendo geralmente na forma 
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retangular com cantos arredondados. A temperatura ótima de crescimento oscila em 

torno de 35 °C (VONSHAK, 1997). 

A Figura 1 mostra os fotobiorreatores construídos para a produção de Spirulina 

platensis pelo laboratório de Engenharia Bioquimica da Universidade Federal do Rio 

Grande com água da Lagoa Mangueira. 

 

Figura 1: Fotobiorreatores onde é realizado o cultivo de Spirulina platensis na planta 

de Santa Vitória do Palmar (Rio Grande do Sul). 

 

O cultivo comercial de Spirulina é realizado com diversas finalidades, onde esta 

cianobactéria utilizada como alimento, suplemento alimentar ou dietético, ração animal 

em piscicultura, produtos farmacêuticos, alimento nutracêutico e no tratamento de 

efluentes industriais. 
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4. DESENVOLVIMENTO DO TRABALHO 

Para melhor entendimento, o trabalho foi dividido em cinco artigos: 

Artigo 1: Determinação de ergosterol e glicosamina para estimativa de 

biomassa Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus 

Artigo 2: Inibição da biomassa de Rhizopus oryae na presença de extratos 

fenólicos de Spirulina platensis e Chlorella sp. 

Artigo 3: Avaliação da atividade antifúngica de extrato fenólico de Spirulina 

platensis contra Aspergillus flavus  

Artigo 4: Atividade antioxidante in vitro de extratos fenólicos das microalgas 

Spirulina platensis e Chlorella sp. 

Artigo 5: Atividade antiaflatoxina de compostos fenólicos naturais da Spirulina 

platensis. 

O artigo 3 foi publicado na revista Ciência e Agrotecnologia conforme Anexo 1.  
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Determinação de ergosterol e glicosamina para estimativa de biomassa de 

Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus 

Michele Moraes de Souza, Eliana Badiale-Furlong 

RESUMO 

Métodos acurados e confiáveis para a medida da biomassa fúngica são essenciais na 

quantificação do crescimento fúngico, sendo os mais promissores os que determinam 

componentes químicos específicos das células fúngicas, tais como a glicosamina 

(quitina) e o ergosterol. O objetivo deste estudo foi estabelecer correlações entre o 

desenvolvimento fúngico e componentes celulares de forma a quantificar a biomassa 

em diferentes estágios de desenvolvimento. O crescimento micelial do Rhizopus 

oryzae CCT 7560 e do Aspergillus flavus CCT 1217 foi avaliado pela determinação da 

biomassa seca, de ergosterol e de glicosamina. A correlação obtida foi de 0,9912 entre 

a biomassa e o conteúdo de glicosamina e de 0,9797 entre a biomassa e o conteúdo 

de ergosterol para o  Rhizopus oryzae, para o Aspergillus flavus foi de  0,9688 entre a 

biomassa e o conteúdo de glicosamina e de 0,9859 entre a biomassa e o conteúdo de 

ergosterol, entre a produção de ergosterol e glicosamina foi de 0,9962 para o 

Aspergillus flavus e de 0,9926 para o Rhizopus oryzae, mostrando que a determinação 

em conjunto destes dois componentes permite uma  quantificação confiável da 

biomassa fúngica.  

Palavras-chave: biomassa, crescimento fúngico, célula fúngica, ergosterol, 

glicosamina. 
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ABSTRACT 

Methods for accurate and reliable measure of the fungal biomass is essential in the 

quantification of fungal growth, and the most promising determining the specific 

chemical components of fungal cells, such as glucosamine (chitin) and ergosterol. The 

objective of this study was to establish correlations between fungal growth and cellular 

components in order to quantify the biomass at different stages of development. The 

mycelial growth of Rhizopus oryzae CCT 7560 and CCT 1217 Aspergillus flavus was 

evaluated by determination of dry biomass, ergosterol and glucosamine. The 

correlation was found between the biomass and 0.9912 glucosamine content between 

0.9797 and biomass and ergosterol content to Rhizopus oryzae, to Aspergillus flavus 

0.9688 was between biomass and the content of glucosamine and 0.9859 between 

biomass and ergosterol content, between the production of ergosterol and glucosamine 

was 0.9962 to 0.9926 and Aspergillus flavus to Rhizopus oryzae, showing that the 

determination of these two components together allows for reliable quantification fungal 

biomass. 

Keywords: biomass, ergosterol, fungal growth, fungal cell, glucosamine. 
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1. INTRODUÇÃO 

Os fungos, devido a sua grande versatilidade, podem crescer em substratos de 

composição variada, onde, outros micro-organismos não mostrariam multiplicação 

(PUTZKE & PUTZKE, 2002; TANAWAKI & SILVA, 1996). Estes micro-organismos são 

ubíquos em decorrência de possuírem fases esporuladas, que possibilita a 

disseminação no solo, água, no ar e em tecidos vegetais. Embora os micro-

organismos possam ser inativados ou retirados durante o processamento e estar 

ausentes em produtos manufaturados, se houver a produção de toxinas por espécies 

toxigênicas, estas permanecem estáveis (MOSS, 1992). 

Os fungos são organismos microbianos que se desenvolvem num sistema de 

associação através de hifas, o que lhes confere a condição de modelos de sucesso de 

adaptação a diferentes condições do meio ambiente (GUTAROWSKA & ZAKOWSKA, 

2009). No entanto, métodos e técnicas para manusear e mensurar biomassa fúngica 

são um desafio. Assim, desenvolver metodologias confiáveis para avaliar sua 

multiplicação é indispensável para estudar seu papel no processamento de matérias 

orgânicas e na dinâmica trófica dos diferentes ecossistemas (GESSNER & 

SCHWOERBEL, 1991, GESSNER & CHAUVET, 1997).  

Os métodos indiretos de determinação da biomassa monitoram componentes 

específicos do metabolismo fúngico, de forma relativamente simples, mas podem 

apresentar limitações, pelo fato dos teores dos diferentes componentes celulares 

sofrerem modificações significativas ao longo do ciclo biológico destes micro-

organismos (OOIJKAAS et al., 1998). A glicosamina, o ergosterol, as proteínas e os 

ácidos nucléicos, ou medidas da atividade biológica, como por exemplo a respiração, 

são muito empregadas para esta avaliação, pela rapidez, resposta e menor número de 

experimentos de cultivo necessários. 

A vantagem da determinação da glicosamina como um indicador de 

crescimento, é o fato de estar restrita ao reino fungi tornando a medida especialmente 

útil quando o fungo se desenvolve em materiais vegetais (SPARRINGA & OWENS, 

1999). Ela é a unidade monomérica da quitina, polímero constituinte da parede celular 

dos fungos. Sua determinação quantitativa envolve a despolimerização da molécula de 

quitina seguida da quantificação da glicosamina liberada. Os níveis produzidos podem 

variar com a composição do meio, condições de cultivo e espécie fúngica 

(DESGRANGES et al., 1991; TOMASELLI-SCOTTI et al., 2001).  
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O ergosterol é um lipídio da classe dos esteróis, constituinte da membrana 

plasmática dos fungos. Este composto é um bom indicador de crescimento fúngico, 

pois pode proporcionar uma boa correlação com a biomassa metabolicamente ativa do 

fungo, permitindo monitorar as alterações durante a multiplicação fúngica (TIAN et al., 

2012). Os principais métodos de extração envolvem três estágios: extração da 

amostra, separação do extrato e quantificação, como ele tem em sua estrutura 

capacidade de interagir com a radiação eletromagnética na região do ultravioleta (283 

nm), permite que ele seja identificado e quantitativamente estimado, tanto por 

espectrofotometria (MARTIN et al.,1990, TIAN et al., 2012), quanto por cromatografia 

líquida de alta eficiência (CLAE) (GALVÃO et al., 2003). 

Na produção de biomassa os gêneros de maior destaque são: Rhizopus, 

Aspergillus e Mucor (ANUPAMA & RAVINDRA, 2000). As espécies do gênero 

Aspergillus são economicamente importantes, pois são utilizadas em numerosas 

fermentações, incluindo a produção de ácidos cítrico e glutâmico e para 

enriquecimento proteíco de matérias lignocelulósicas (GREWAL & KALRA, 1995; HAQ 

et al., 2003). Para a produção de enzimas, Aspergillus oryzae vem sendo utilizado 

principalmente para a produção de  – amilase, mas também de outras enzimas, 

como poligalacturonase e polimetilgalacturonase (NEMEC et al., 1997). Algumas  

espécies também se destacam por contaminar os alimentos produzindo micotoxinas, 

como é caso do Aspergillus flavus e Aspergillus parasiticus. 

As espécies de Rhizopus apresentam rápido crescimento em diversos 

ambientes, como solos e vegetais, especialmente naqueles contendo açúcares 

solúveis e amido, o que justifica sua associação ao apodrecimento de frutas. São 

interessantes para a fermentação em estado sólido na produção de enzimas como 

fitases, lipases e glicoamilases, além disso são usados para a produção de queijos e 

ácidos orgânicos.  

O objetivo do trabalho foi estabelecer correlações entre o desenvolvimento 

fúngico e componentes celulares de forma a possibilitar a quantificação da biomassa 

de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus através da determinação de ergosterol e 

glicosamina em diferentes intervalos de crescimento, visando disponibilizar 

procedimento confiável para avaliar a multiplicação da biomassa nos diferentes 

estágios do ciclo de desenvolvimento fúngico. 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Micro-organismos 

Os micro-organismos utilizados neste trabalho foram os fungos filamentosos 

Rhizopus oryzae CCT 7560 e Aspergillus flavus CCT 1217 depositados na coleção de 

culturas da Fundação Tropical de Pesquisa André Tosello, Campinas – SP, Brasil. As 

culturas foram mantidas em Ágar Batata Dextrose (BDA) a 30 ºC durante 7 dias para o 

primeiro e a 24 ºC durante 12 dias para o segundo, até a completa esporulação.   

As suspensões de esporos utilizadas foram obtidas após a propagação em 

meio BDA, seguida de recuperação dos esporos do meio com solução 0,2% Tween 

80, filtração e enumeração de esporos em câmara de Neubauer, padronizando a 

solução de trabalho para 4 x 107 esporos/mL. 

2.2 Determinação da temperatura ótima de crescimento através da medida do 

crescimento radial de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus  

As placas de Petri contendo meio BDA 4% foram inoculadas no centro com a 

suspensão de esporos, sendo a leitura do crescimento do halo realizada em 3 

direções. As placas foram incubadas em condições isotérmicas nas temperaturas de 

20 ºC, 25 °C, 30 °C, 34 °C e 40 °C para o Rhizopus oryzae e 20 ºC, 22 ºC, 24 ºC e 28 

°C e 33 ºC para o Aspergillus flavus. 

A medida do crescimento radial foi realizada diariamente até que o micélio 

alcançasse a extremidade da placa ou por um período não superior a 96 horas para o 

Rhizopus oryzae e 168 horas para o Aspergillus flavus. 

2.3 Determinação da biomassa seca do micélio 

As placas de Petri contendo o meio BDA (4%) foram inoculadas com a solução 

de esporos de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus no centro, sendo no 2°, 4°, 8°, 10° 

e 12° dias de incubação retiradas 3 placas e congeladas a -18 °C. O micélio foi 

separado do meio de cultura e a massa seca foi determinada em estufa a 70 ºC até 

peso constante. O experimento foi realizado em triplicata. 

2.4 Determinação de ergosterol 

A solução padrão continha 0,3 mg de ergosterol/mL de metanol (Sigma, 

Estados Unidos, pureza mínima de 90%) que foi diluída para obter as concentrações 

entre 1,5 e 16,5 µg de ergosterol/mL de metanol. As absorvâncias das soluções foram 
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medidas a 283 nm em espectrofotômetro de feixe duplo Varian 100, obtendo-se uma 

curva de calibração para estimativa do analito. 

Foi empregado o método de Gutarowska & Zakowska (2009) adaptado para 

determinar o conteúdo de ergosterol na biomassa seca e homogeneizada. O 

procedimento consistiu em homogeneizar 0,2 g de biomassa fúngica com 10 mL de 

metanol sob agitação orbital a 200 rpm por 30 minutos. A fração metanólica foi 

separada, e ao resíduo da biomassa fúngica foram adicionados mais 10 mL de 

metanol seguindo-se mais 20 minutos de agitação. Os sobrenadantes metanólicos 

foram homogeneizados e centrifugados a 3000 g a 20 °C por 10 minutos. Ao 

sobrenadante da mistura centrifugada foram adicionados 20 mL de KOH/metanol, 

aquecido sob refluxo por 30 min e resfriado a 4 ºC. A mistura refluxada foi submetida a 

quatro partições com 20 mL de hexano cada uma. As frações hexânicas foram 

homogeneizadas e evaporadas em rotaevaporador a 60 ºC e 40 rpm . O resíduo foi 

dissolvido com 10 mL de metanol e a absorvância determinada a 283 nm em 

espectrofotômetro. O conteúdo de ergosterol foi estimado a partir de uma curva de 

calibração de ergosterol e expresso em mg/g de biomassa seca. Também foi avaliada 

a recuperação do método com fortificação dos cultivos com ergosterol em níveis que 

variaram de 0,5 a 2,0 mg de ergosterol por grama de micélio seco, sendo estes níveis 

escolhidos conforme o limite de detecção do método. 

2.5 Determinação de glicosamina 

A solução padrão de glicosamina (Sigma, pureza mínima de 95%) continha 0,1 

mg de glicosamina/mL de água, que foi diluída para obter as concentrações entre 3,0 

e 20,0 µg de glicosamina/mL. As absorvâncias das soluções foram medidas a 530 nm 

em espectrofotômetro, e a absortividade da glicosamina dada pela declividade da 

curva padrão. 

A 0,2 g de biomassa seca, foram adicionados 5 mL de HCl 6M seguido de 

autoclavagem a 121 °C e 1,1 atm, durante 8 minutos. A mistura foi resfriada e filtrada 

para balão volumétrico de 5 mL e o volume completado com água destilada, sendo 1 

mL transferido para balão volumétrico de 25 mL e neutralizado com solução de NaOH 

3M, tendo fenolftaleína 0,5% como indicador. Foi realizada a titulação reversa com 

KHSO4 1% (m/v), até o desaparecimento da coloração rosa, seguido por elevação do 

volume do balão com água destilada.  

Após a extração, 1 mL da solução foi transferida para tubos de ensaio, aos 

quais foram adicionados 1 mL da solução de acetil-cetona em 50 mL de Na2CO3 0,5N, 
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seguido por aquecimento em banho de água fervente por 20 minutos. As amostras 

foram resfriadas e adicionados 6 mL de etanol e 1 mL de reagente de Erlich (2,67 g 

DAB - p_dimetilaminobenzaldeído - dissolvido em 15 mL de etanol e 15 mL de ácido 

clorídrico).  

Os tubos reatores foram incubados a 65 °C em estufa durante 10 minutos. A 

absorvância foi lida em espectrofotômetro a 530 nm e o teor de glicosamina estimado 

através da absortividade da curva padrão. A recuperação do método foi determinada 

em níveis de fortificação que variaram de 1 a 3 mg de glicosamina/g micélio seco. Os 

níveis foram escolhidos conforme o limite de detecção do composto nas condições do 

método (AIDDO et al.,1981). 

2.6 Análise estatística 

Os resultados da biomassa seca de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus foram 

analisados utilizando análise de variância (ANOVA) e teste de Tukey para comparação 

das médias, ao nível de 95% de confiança (p<0,05), utilizando o programa Statística 

7.0. 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A avaliação da multiplicação dos micro-organismos foi realizada em placas de 

Petri, pois esta técnica permite o desenvolvimento fisiológico de forma similar ao que 

ocorreria tendo material vegetal como substrato, porém sem a presença dos 

interferentes da matriz. Além de possibilitar estudos cinéticos de crescimento e 

consequentemente a modelagem matemática para o aumento de escala em 

fermentação em estado sólido (FES) ou avaliação de contaminação em condições 

naturais, muito necessária na indústria de alimentos para produção de insumos ou 

controle de contaminação.  

Foram conduzidos experimentos para estabelecer a melhor temperatura de 

multiplicação dos fungos Rhizopus oryzae CCT 7560 e Aspergillus flavus CCT 1217, 

visando propiciar a avaliação dos indicativos de crescimento de biomassa na melhor 

condição específica para as cepas empregadas, tomando a velocidade de crescimento 

radial dos fungos para avaliar o efeito da variável. 

Na Figura 1 está demonstrado o efeito da variação de temperatura no intervalo 

de 20 °C a 40 °C na velocidade de multiplicação radial do Rhizopus oryzae CCT 7560 

e do Aspergillus flavus CCT 1217. 
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Figura 1: Variação da temperatura e a multiplicação radial de Rhizopus oryzae e 

Aspergillus flavus em meio BDA. 

  A maior velocidade de crescimento radial do Rhizopus oryzae, 4,9 cm/dia, 

ocorreu a 30 °C. A 40 °C o crescimento da biomassa foi inibido significativamente, 

conforme esperado, visto que este é um processo exotérmico e o calor gerado deve 

ser dissipado, pois altas temperaturas não são favoráveis para o crescimento dos 

micro-organismos estudados. Ficou estabelecido que a temperatura ideal para o 

cultivo de Rhizopus oryzae no meio BDA foi 30 °C, também empregada em vários 

trabalhos com cepas desta espécie que vêm sendo cultivadas na faixa entre 30 °C e 

37 °C (AIKAT & BHATTACHARYYA, 2000; NOPHARATANA et al., 2003). Também no 

caso do Aspergillus flavus, a temperatura influenciou a velocidade de crescimento 

radial, sendo que a 24 ºC propiciou 2,8cm/dia de crescimento da biomassa, 

considerada a maior velocidade.  

A maioria dos estudos considerando a influência da temperatura sobre a 

atividade microbiana avalia o efeito desta variável sobre a fase lag de crescimento, 

especialmente quando é necessário inibir a multiplicação microbiana, para prevenir 

danos à qualidade de diversos produtos. No caso do interesse em utilizar micro-

organismo como agente transformador, a temperatura ótima de desenvolvimento é 

desejável, pois neste caso, por exemplo, o Rhizopus oryzae se desenvolveu cerca de 

duas vezes mais rápido que o Aspergillus flavus, o qual foi mais susceptível ao efeito 

de aumento da temperatura. Portanto, o estudo destes micro-organismos deve ser 

conduzido em temperaturas e intervalos distintos de tempo para acompanhar o ciclo 

de desenvolvimento de forma mais adequada. 
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Após determinada a temperatura ótima de crescimento dos fungos Rhizopus 

oryzae e Aspergillus flavus, placas com solução de esporos foram incubadas e foi 

avaliada a biomassa seca no 2°, 4°, 8°, 10° e 12° dias para ambos. A Tabela 1 

apresenta os níveis de biomassa seca resultante da multiplicação até o 12º dia de 

experimento e a significância de suas diferenças, nas respectivas temperaturas ótimas 

de desenvolvimento, de 30 °C para o Rhizopus oryzae e 24 °C para o Aspergillus 

flavus. 

Tabela 1: Biomassa seca (gramas) de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus. 

        2° 4° 6° 8° 10° 12° 

Rhizopus oryzae 0,11a,A 0,17b,A 0,26c,A 0,32d,A 0,36e,A 0,38e,A 

Aspergillus flavus 0,08a,B 0,24b,B 0,39c,B 0,48d,B 0,56e,B 0,59e,B 

Letras minúsculas iguais na linha não diferem estatisticamente (p < 0,05). 
Letras maiúsculas iguais na coluna não diferem estatisticamente (p < 0,05). 

  A biomassa seca foi determinada até o 12° dia de incubação, pois foi verificado 

que após este intervalo não havia diferença significativa em sua produção, por ambos 

os micro-organismos. Nesta fase o crescimento vegetativo pode ter cessado, 

seguindo-se o processo de diferenciação, com o desenvolvimento de hifas aéreas ou 

de estruturas de reprodução. Cabe salientar que apesar do Rhizopus oryzae ter 

apresentado maior velocidade de crescimento, apresentou menor biomassa em 

relação ao Aspergillus flavus, isto se deve às diferenças nas características que cada 

classe fúngica apresenta, sendo o primeiro do tipo zigomiceto e o segundo 

ascomiceto. 

  Os métodos analíticos para determinar ergosterol e glicosamina foram 

padronizados para atender os indicativos de eficiência adequados para a 

confiabilidade dos resultados, visando empregá-los para determinação quantitativa 

durante a multiplicação da biomassa fúngica. Na Tabela 2 estão os valores dos limites 

de quantificação, percentuais de recuperação e repetibilidade dos métodos aplicados a 

biomassa fúngica. 
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Tabela 2: Indicativos de eficiência dos métodos de determinação de glicosamina e 

ergosterol.  

Indicativos Glicosamina Ergosterol 

LOQ (mg/g) 2,3 0,1 

Recuperação (%) 102 71 

Repetibilidade n CV (%) 8 9 

n = média de 3 repetições; CV = coeficiente de variação; LOQ = limite de quantificação 

  Cabe salientar que são poucos os relatos sobre os indicativos de confiabilidade 

analítica para estes compostos aplicados a biomassa fúngica. No entanto, Carvalho et 

al. (2006) apresentaram resultados de recuperação na faixa de 10 a 55% como 

aceitáveis para a metodologia de extração de ergosterol, o que confirma a eficiência 

do proposto visto pelos teores mais elevados de recuperação alcançados. 

  Na Figura 2 está demonstrada a evolução do conteúdo de glicosamina (mg/g 

de biomassa) no cultivo de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus acompanhadas entre 

o 2º e o 12º dia de incubação. 

 

Figura 2: Evolução do conteúdo de glicosamina (mg/g de biomassa seca) de Rhizopus 

oryzae e Aspergillus flavus durante o intervalo de cultivo. 

  A observação das curvas permite verificar um comportamento linear e 

crescente até o 12° dia. Este comportamento pode ser descrito matematicamente 
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pelas equações y = 12,886x + 43,4, sendo y o conteúdo de glicosamina e r = 0,9642 

para o Rhizopus oryzae e y = 9,3429x + 44,467 e r = 0,9873, para o Aspergillus flavus, 

sendo y o conteúdo de glicosamina, ou seja o coeficiente de correlação para o 

Aspergillus flavus foi maior.   

  As taxas de produção média de glicosamina estimada a partir das curvas são 

de 19,5 µg glicosamina/hora para o Rhizopus oryzae e de 20,5 µg glicosamina/hora para o 

Aspergillus flavus, portanto ocorreu uma pequena diferença nas taxas de produção de 

componentes celulares nos micro-organismos no intervalo estudado. 

  O aumento no teor de glicosamina foi crescente ao longo de 12 dias de cultivo, 

conforme o relato de Desgranges et al. (1991) para o cultivo de Beauveria bassiana; 

de Ooijkaas et al. (1998) para o cultivo de Coniothyrium minitans; de Gelmi et al. 

(2000) para o cultivo de Gibberella fujikuroi e Nopharatana et al. (2003) para o cultivo 

de Rhizopus oligosporus. No entanto, difere daqueles alcançados por Roche & Durand 

(1996) para o cultivo de Thermoascus aurantiacus, onde o teor de glicosamina foi 

constante no fungo ao longo do tempo de estudo.  

Fenice et al. (2003) encontraram em média 69 mg glicosamina/g biomassa 

seca para o Panus tigrinus, Kalogeris et al. (2003) em média 61 mg/g para o 

Thermoascus aurantiacus e Scotti et al. (2001) encontraram em média 170 mg 

glicosamina/g biomassa seca para o Cunninghamella elegans. Estes estudos reforçam 

que o conteúdo de glicosamina depende do micro-organismo em estudo. Nagel et al. 

(2001) utilizaram a glicosamina como um indicador de crescimento de Aspergillus 

oryzae cultivado em grãos de trigo. Para isto, os autores utilizaram o sistema 

overculture no qual a glicosamina e a massa seca da biomassa fúngica puderam ser 

medidas simultaneamente, verificando também que o conteúdo de glicosamina foi 

crescente ao decorrer do período de avaliação. 

  Cabe salientar que os textos clássicos também enfatizam que cada espécie 

fúngica apresenta uma característica própria durante o ciclo de desenvolvimento. No 

caso dos que foram estudados neste trabalho, eles pertencem a classe zigomicetos 

(Phicomycetes), o Rhizopus oryzae apresenta hifas e ascomiceto (Ascomycetes) para 

o Aspergillus flavus apresenta hifas septadas e tem o processo de reprodução 

sexuada formando sacos  (PANDEY et al., 2000). No entanto, para o componente 

glicosamina não se observou diferença na produção, pois em qualquer caso o 

aumento, provavelmente seja causado pela produção da quitina, que pode 
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permanecer nas hifas “fantasmas” mesmo após a inviabilidade das células 

(OOIKJAAS et al., 1998). 

O teor de ergosterol também varia para diferentes espécies de fungos, na faixa 

de 1 a 24 mg/g biomassa seca (MONTGOMERY et al., 2000; MATILLA et  al., 2002; 

KLAMER & BAATH, 2004), e como mostra a Figura 3, isto também ocorreu neste 

trabalho para as duas cepas estudadas entre o 2° e o 12° dia. Os valores encontrados 

(1 a 3,7 mg/g biomassa seca) estão dentro da faixa esperada para estes tipos de 

micro-organismos. 

Figura 3: Evolução do conteúdo de ergosterol (mg/g de biomassa seca) de Rhizopus 

oryzae e Aspergillus flavus durante o intervalo de cultivo. 

  As equações para as curvas de produção de ergosterol em relação ao tempo 

de cultivo para o Rhizopus oryzae foi y = 0,36x + 1,7733 e r = 0,9734 e para o 

Aspergillus flavus y = 0,1429x + 0,9 e r = 0,9449, sendo y o conteúdo de ergosterol, ou 

seja, o maior coeficiente de correlação foi para o Rhizopus oryzae. A taxa de produção 

média de ergosterol estimada a partir das curvas são de 19,8 µg ergosterol/hora para o 

Rhizopus oryzae e de 19,5 µg ergosterol/hora para o Aspergillus flavus, portanto neste 

caso também as taxas de produção de ergosterol não difere para os fungos 

estudados. 

O uso de ergosterol como biomarcador para fungos específicos ainda é 

controverso em decorrência da variação de conteúdo diferente entre espécies 

decorrente do estado nutricional e estágio de crescimento, podendo resultar em  

estimativas da biomassa fúngica incorreta, além disso, um possível efeito de poluentes 

em locais contaminados pode afetar o metabolismo do ergosterol e com isso a 
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precisão do método. Características estas que não são diferentes de outros 

indicadores bioquímicos de multiplicação. 

Barajas-Aceves et al. (2002) testaram a influência de metais pesados (Cu, Zn e 

Cd) e uso de fungicidas na massa fúngica formada, e o conteúdo de ergosterol e 

verificaram que em concentrações que reduzem a atividade metabólica entre 18 a 

53%, o conteúdo de ergosterol não foi alterado, com exceção do fungicida zineb que 

reduziu em 57% o conteúdo de ergosterol na biomassa seca comparado ao grupo 

controle. Em experimentos de solo com Cobre (80 ppm) e o fungicida Thiram (10 ppm) 

após 15 e 30 dias de incubação, o teor de ergosterol no solo foi linearmente 

correlacionado com a biomassa fúngica nele presente, tanto na contaminada como na 

controle, e verificaram que o conteúdo de ergosterol foi independente da presença ou 

ausência de poluentes. Desta maneira, os autores concluíram que estes resultados 

indicam que o ergosterol é um indicador útil para a biomassa fúngica em solos 

contaminados e além disso, pode ser um indicador aplicado para monitoramento de 

processos de biorremediação. 

  As correlações e as equações matemáticas que relacionam a biomassa de 

cada espécie (x) e a produção dos componentes de parede e membranas celulares 

(y), estão demonstradas na Tabela 3. Já que não estão disponíveis dados na literatura 

que correlacionem a produção dos micro-organismos estudados simultaneamente com 

o conteúdo de glicosamina e ergosterol para estimativa de multiplicação fúngica ou 

inibição pela utilização de fungicidas. Em vista dos dados, foi calculada uma relação 

equacionando o conteúdo de glicosamina e ergosterol para os fungos de interesse 

conforme apresentado na Tabela 3. 
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Tabela 3: Correlações entre massas secas (g) e os conteúdos de ergosterol e 

glicosamina (mg) para o Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus. 

 r Equação 

Massa x glicosamina Rhizopus oryzae 0,9912 Y = 139,9486x– 11,4763 

Massa x glicosamina Aspergillus flavus 0,9688 Y = 104,7669x – 7,9191 

Massa x ergosterol Rhizopus oryzae 0,9797 Y = 4,4564x – 0,3185 

Massa x ergosterol Aspergillus flavus 0,9857 Y = 1,8063x – 0,1131 

Glicosamina x ergosterol Rhizopus oryzae 0,9926 Y = 0,0318x + 0,0482 

Glicosamina x ergosterol Aspergillus 

flavus 

0,9962 Y = 0,017x + 0,0304 

X = glicosamina (mg);  Y = ergosterol (mg); 

  Para o Rhizopus oryzae, a glicosamina apresentou uma relação maior com a 

massa fúngica comparado ao Aspergillus flavus que foi melhor com o conteúdo de 

ergosterol. No entanto, os coeficientes de correlações encontrados sugerem uma 

proporcionalidade confiável entre ambas as variáveis, massa (x) e 

glicosamina/ergosterol (y).  

  Esta mesma correlação, entre conteúdo de glicosamina e biomassa seca foi 

estabelecida por outros autores em cultivo líquido usando a estimativa para 

determinação da massa celular nos cultivos em meio sólido (AIDOO et al., 1981; 

BANDELIER et al., 1997; GELMI et al., 2000; SCOTTI et al., 2001; KALOGERIS et al., 

2003; FENICE et al., 2003). Outro parâmetro, entretanto, foi utilizado por Gutierrez-

Correa & Tengerdy (1998), que correlacionaram o conteúdo de glicosamina com a 

porcentagem de proteína do micélio seco.  

  A correlação promissora entre componentes da membrana e parede celular 

para estas espécies sugerem que a determinação dos mesmos simultaneamente 

propiciaram a avaliação objetiva da atividade antifúngica de compostos naturais, e a 

identificação do mecanismo de inibição fúngica por extratos ou óleos essenciais, pois 

sabe-se que alguns compostos antifúngicos podem exercer seu efeito diretamente 

sobre a membrana citoplasmática, sem qualquer dano evidente na parede celular e 



51 

vice-versa, ou até mesmo, exercer efeito em ambos componentes (SOUZA et al., 

2011; TIAN et al., 2012). 

4. CONCLUSÃO 

 A correlação matemática entre a glicosamina e o ergosterol foi de 0,9926 e 0,9962 

com a biomassa seca, e 0,9688 e 0,9912 produzidas pela biomassa Rhizopus oryzae 

e Aspergillus flavus, respectivamente, possibilitam medida confiável para avaliação 

objetiva da multiplicação da biomassa fúngica através de suas quantificações. 
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Inibição da produção de biomassa Rhizopus oryzae na presença de extratos 

fenólicos de Spirulina platensis e Chlorella sp. 

Michele Moraes de Souza, Eliana Badiale-Furlong 

RESUMO 

 Os compostos fenólicos vêm sendo estudados pelo seu possível uso na indústria de 

alimentos como conservadores naturais, também para evitar a contaminação fúngica. 

Diante disto, o objetivo deste trabalho foi estudar metodologia de extração de 

compostos fenólicos das microalgas Spirulina platensis e Chlorella sp. e relacionar 

com a atividade antifúngica testada contra o fungo Rhizopus oryzae. Os compostos 

fenólicos foram extraídos com metanol e quantificados colorimetricamente com 

reagente de Folin-Ciocalteau. O método para avaliar a atividade antifúngica empregou 

a técnica de ágar diluído e quantificação da biomassa fúngica formada pelas 

determinações de glicosamina e ergosterol. A Spirulina platensis apresentou maior 

aporte fenólico em relação a Chlorella sp. O Rhizopus oryzae teve seu 

desenvolvimento inibido em presença de extratos metanólicos de Chlorella sp. e de 

Spirulina platensis. Houve inibição do conteúdo de ergosterol e glicosamina do 

Rhizopus oryzae de 20% usando extrato de Chlorella sp. e de 50% usando o extrato 

de Spirulina platensis. Ficou demonstrada a inibição da produção de parede e 

membrana celular na biomassa Rhizopus oryzae pelos extratos. 

Palavras-chave: ergosterol, fenóis, glicosamina, inibição fúngica, Rhizopus oryzae 
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ABSTRACT 

Phenolic compounds have been studied for its possible use in the food industry as a 

natural conservative, also to avoid fungal contamination. Given this, the aim was to 

study methods of extraction of phenolic compounds from microalgae Spirulina platensis 

and Chlorella sp. and relate the antifungal activity tested against the fungus Rhyzopus 

oryzae. Phenolic compounds were extracted with methanol and quantified 

colorimetrically with Folin-Ciocalteau. The method to evaluate the antifungal activity 

employed the technique of agar diluted and quantification of fungal biomass formed by 

the determination of glucosamine and ergosterol. Spirulina platensis showed a higher 

phenolic intake in relation to Chlorella sp.. The development Rhyzopus oryzae was 

inhibited in the presence of methanol extracts of Chlorella sp. and Spirulina platensis, 

inhibiting an average of 20% content of ergosterol and glucosamine using microalgae 

extract of the first and second in average 20%. Been shown to inhibit the production of 

wall and cell membrane in biomass by Rhizopus oryzae extracts. 

Keywords: ergosterol, phenols, glucosamine, inhibit fungal, Rhizopus oryzae. 
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1. INTRODUÇÃO 

Os fungos são agentes biológicos oportunistas de natureza ubíqua que 

colonizam os alimentos por causa de seu poderoso arsenal de enzimas hidrolíticas, 

que podem causar deterioração dos alimentos e consequentemente perdas 

nutricionais, sensoriais e econômicas (KUMAR et al., 2010). 

Os efeitos indesejáveis de conservantes químicos e as restrições das indústrias 

de alimentos sobre a sua aplicação como aditivos alimentares têm aumentado o 

interesse em buscar alternativas de agentes antimicrobianos e antifúngicos naturais 

para as diferentes etapas da produção, desde o cultivo até a distribuição e consumo. 

Além disso, ao longo dos últimas décadas, tem havido uma crescente demanda dos 

consumidores por alimentos desprovidos de conservantes sintéticos, abrindo espaço 

para emprego de princípios ativos de origem vegetal ou microbiana, sendo 

reconhecidos mundialmente como aditivos alimentares seguros denominados GRAS 

(Generally Recognized As Safe) em diferentes países desenvolvidos (MELO & 

GUERRA, 2002; KUMAR et al., 2010; TIAN et al., 2012), 

Apesar da abundante literatura sobre conteúdo fenólico em matrizes vegetais e 

microbianas (COLLA et al., 2007;  LI et al., 2007; OLIVEIRA et al., 2007; SOUZA et al., 

2010; 2011), poucos são os trabalhos que descrevem adaptações do procedimento 

para extração em matrizes específicas e/ou condições críticas de preparo de amostra 

para a quantificação. Cabe ressaltar que o processo de extração para distintas 

matrizes e analitos é fundamental para a estimativa mais exata de compostos 

fenólicos para diferentes fins (BADIALE-FURLONG et al., 2003; SOUZA et al., 2009). 

Espécies de Spirulina e Chlorella têm sido utilizadas mundialmente na 

alimentação humana e animal, por serem micro-organismos (GRAS). Suas 

propriedades nutricionais têm sido relacionadas com possíveis atividades terapêuticas, 

principalmente pelo seu aporte fenólico, caracterizando-as no âmbito dos alimentos 

funcionais e nutracêuticos. Alguns pesquisadores tem estudado também seu potencial 

como antimicrobiano e antifúngico (SOUZA et al., 2011; TANTAWY, 2011; ABEDIN & 

TAHA, 2008). 

À microalga Chlorella são atribuídas ações biológicas identificadas, mas às 

suas propriedades como conservante são pouco exploradas (DERNER et al., 2006). 

Considerando que os recursos hídricos naturais da região Sul do Rio Grande do Sul 

são adequados para o cultivo das microalgas, a demonstração deste potencial poderá 
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vir a ser mais um subsídio para a consolidação do cultivo das mesmas em larga escala 

no ecossistema costeiro local (SOUZA et al., 2010). 

A Spirulina platensis apresenta propriedades antioxidantes e antimutagênicas, 

devido a presença de compostos fenólicos, favorecendo o seu uso como alimento 

funcional, porém há poucas evidências na literatura sobre sua atividade antifúngica 

(ABEDIN & TAHA, 2008; SOUZA et al., 2011; TANTAWY, 2011). 

Para acompanhar a contaminação fúngica ou sua inibição a partir de diferentes 

tecnologias, são empregados métodos indiretos que monitoram componentes 

específicos do metabolismo fúngico, de forma relativamente simples. No entanto estas 

apresentam limitações, pelo fato dos teores dos diferentes componentes celulares 

sofrerem modificações significativas ao longo do ciclo biológico destes micro-

organismos (OOIJKAAS et al., 1998). A glicosamina, o ergosterol, as proteínas e os 

ácidos nucleicos, ou medidas da atividade biológica, como por exemplo a respiração, 

são muito empregadas para esta avaliação. Estas técnicas propiciam rapidez e menor 

número de experimentos se comparadas aos métodos microbiológicos de enumeração 

quando aplicadas na fase exponencial do crescimento fúngico.  

Neste trabalho, o objetivo foi estudar a extração de compostos fenólicos da 

Spirulina platensis e de Chlorella sp. utilizando planejamento experimental, e desta 

forma subsidiar estudos de atividade antifúngica destes compostos sobre a produção 

de biomassa  por Rhizopus oryzae.  

2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Procedimentos experimentais gerais 

Todos os solventes e reagentes utilizados durante os testes foram 

analiticamente puros (P.A). O reagente Folin-Ciocalteau foi adquirido da Polipur (Pró-

análise Química e Diagnóstico Ltda) e o padrão de ácido gálico da Sigma-Aldrich 

Chemical. As medidas de absorvância foram realizadas em espectrofotômetro modelo 

VARIAN CARY/100 UV-VISIBLE. 

2.2 Micro-organismos 

O micro-organismo utilizado neste trabalho foi o fungo filamentoso Rhizopus 

oryzae CCT 7560 depositado na coleção de culturas da Fundação Tropical de 

Pesquisa André Tosello, Campinas – SP, Brasil. A cultura foi mantida em Agar Batata 

Dextrose (BDA) a 30 ºC durante 7 dias até a completa esporulação.   
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As suspensões de esporos utilizadas foram obtidas após a propagação em 

meio BDA, seguida de recuperação dos esporos do meio com solução 0,2% Tween 

80, filtração e enumeração de esporos em câmara de Neubauer, padronizando a 

solução de trabalho para 4 x 106 esporos/mL. 

A cianobactéria Spirulina platensis foi fornecida pelo Laboratório de Engenharia 

Bioquímica da Universidade Federal do Rio Grande (FURG) e armazenada durante 60 

dias em recipientes plásticos sob refrigeração, até o momento da extração dos 

compostos fenólicos. A Spirulina platensis foi isolada da Lagoa Mangueira e cultivada 

em uma planta piloto localizada perto da costa dessa lagoa, constituída por três 

tanques revestidos com fibra, agitados por pás, localizados no interior de uma estufa 

de filme de polietileno transparente. A cultura foi adicionada aos tanques de produção, 

em quantidade suficiente para uma produção inicial de 10.000 L em cada tanque. O 

cultivo foi sob luz natural no tanque por 387 dias. A biomassa de Spirulina platensis foi 

retirada dos tanques, seca em estufa a 90 °C e triturada em moinho de facas (COSTA 

et al., 2002; COSTA et al., 2004; MORAIS et al., 2009). 

A microalga Chlorella sp., foi fornecida pelo Laboratório de Engenharia 

Bioquímica da FURG, mantida e cultivada em meio BG-11, contendo (g/L): NaNO3 

(1,50); K2HPO4.3H2O (0,04); MgSO4.7H2O (0,075); CaCl2.2H2O (0,036); Citrato Férrico 

(0,006); EDTA (0,001); Na2CO3 (0,02); Ácido Cítrico (0,006) e micronutrientes 

(HENRARD, 2009). Os cultivos foram realizados em fotobiorreatores abertos tipo 

raceway de 6 L com 5 L de volume útil e concentração celular inicial 0,20 g/L.  A 

agitação dos cultivos foi realizada através de bombas submersas com vazão de 60 L/h 

fixadas nos fotobiorreatores. A iluminância foi de 3200 Lux fornecida por lâmpadas 

fluorescentes tipo luz do dia (40 Watts). O aparato experimental foi mantido durante 40 

dias em câmara termostatizada não estéril a 30 °C, com fotoperíodo de 12 h 

claro/escuro (REICHERT et al., 2006). 

2.3 Estudo das condições de extração dos compostos fenólicos totais (CFT) das 

microalgas 

A partir de condições estudadas por Colla et al. (2007), Li et al. (2007) e Souza 

et al. (2009), foi utlizado um planejamento fatorial 23 com pontos centrais onde foram 

avaliados os efeitos das variáveis: intervalo de extração (120, 135 e 150 minutos), 

rotação (100, 150 e 200 rpm) e extração com e sem interrupções na etapa de agitação 

(0, 15 e 30 minutos), resultando em 11 experimentos para cada microalga, tendo-se 

como resposta o CFT. 



61 

Foram pesados 2 gramas de microalga seca e adicionados 10 mL de metanol 

seguido de agitação em mesa agitadora orbital TE - 141 (TECNAL) sob temperatura 

ambiente. Os extratos foram filtrados e clarificados com 5 mL de hidróxido de bário 

0,1M e 5 mL de sulfato de zinco 5%. As soluções foram filtradas e transferidas 

quantitativamente para um balão volumétrico de 25 mL, sendo o volume final 

completado com o metanol. 

A determinação quantitativa dos compostos fenólicos nos extratos foi realizada 

por espectrofotometria de UV/VIS utilizando o reagente de Folin-Ciocalteau. O 

procedimento consistiu em tomar alíquotas de 500 μL de cada extrato, agitar com 500 

μL de água destilada e 4,5 mL de Na2CO3 4% por 1 min, colocado em banho-maria a 

37 °C por 15 min. As misturas foram agitadas por 30 segundos em banho ultra-som 

com 500 μL do reagente de Folin-Ciocalteau diluído 1:2 com água destilada. Após 10 

min, foi medida a absorvância das soluções em comprimento de onda de 750 nm. O 

conteúdo de fenóis totais foi determinado por interpolação da absorvância das 

amostras a partir de uma curva analítica construída com uma solução padrão de ácido 

gálico contendo 100 μg/mL da qual foram preparadas diluições variando entre 2 e 30 

μg/mL. Os resultados dos conteúdos fenólicos das amostras foram expressos como μg 

de equivalente de ácido gálico (GAE)/g de microalga. 

2.4 Teste de atividade antifúngica 

A atividade antifúngica foi determinada pelo método bioanalítico in vitro 

acompanhando o desenvolvimento do micro-organismo em presença e ausência dos 

extratos fenólicos das microlagas. O meio de cultura (BDA) foi preparado com os 

cuidados assépticos e em cada placa foram adicionados os extratos fenólicos, sendo 

adicionados para o extrato metanólico de Spirulina platensis e Chlorella sp., 100 μg 

fenóis/mL de meio. Em seguida, foram acrescentados em todas as placas 15 mL do 

meio (BDA), homogeneizando para distribuir os extratos fenólicos no meio (BDA), 

sempre observando as condições assépticas (Câmara de Fluxo Laminar LABCONCO 

modelo 36210, tipo B2). Nas placas controle, os extratos foram substituídos pela 

mesma quantidade de água estéril, adicionada antes do meio de cultura. Após a 

solidificação, foram adicionados ao centro das placas 26 μL da solução de esporos 

contendo 4x106 esporos/mL. A incubação ocorreu em câmara de germinação modelo 

Tecnal TE – 403, a temperatura de 30 °C durante 10 dias. Todas as condições foram 

estudadas em triplicata. 
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2.5 Quantificação da biomassa fúngica  

2.5.1 Determinação da biomassa seca do micélio 

As placas de Petri inoculadas com Rhizopus oryzae foram retiradas no 2°, 4°, 

6º, 8° e 10° dias de incubação e congeladas a -18 °C. O micélio foi separado do meio 

de cultura e a massa seca foi determinada em estufa a 70 ºC até peso constante.  

2.5.2 Determinação de ergosterol 

A solução padrão de ergosterol foi preparada a partir de uma solução contendo 

0,3 mg de ergosterol em 1 mL de metanol (Sigma, Estados Unidos, pureza mínima de 

90%). Esta foi diluída para obter as soluções de trabalho nas concentrações entre 1,5 

e 16,5 µg de ergosterol/mL metanol. As absorvâncias das soluções foram medidas a 

283 nm em espectrofotômetro de feixe duplo modelo Varian 100, obtendo-se uma 

curva de calibração para estimativa do analito. 

Foi empregado o método modificado de Gutarowska e Zakowska (2009) para 

determinar o conteúdo de ergosterol na biomassa seca e homogeneizada. O 

procedimento consistiu em homogeneizar 0,2 g da biomassa fúngica com 10 mL de 

metanol sob agitação orbital a 200 rpm por 30 minutos. A fração metanólica foi 

separada e ao resíduo da biomassa fúngica foram adicionados mais 10 mL de metanol 

seguindo-se mais 20 minutos de agitação. Os sobrenadantes metanólicos foram 

homogeneizados e centrifugados a 3000 g a 20 °C por 10 min. Ao sobrenadante da 

mistura centrifugada foram adicionados 20 mL de KOH/metanol, aquecido sob refluxo 

por 30 minutos e resfriado a 4 ºC. A mistura refluxada foi submetida a quatro partições 

com 20 mL de hexano cada uma. As frações hexânicas foram homogeneizadas e 

evaporadas em rotaevaporador a 60 ºC e 40 rpm. O resíduo foi dissolvido com 10 mL 

de metanol e a absorvância determinada a 283 nm em espectrofotômetro. O conteúdo 

de ergosterol foi estimado a partir da curva de calibração e expresso em mg/g de 

biomassa seca.  

2.5.3 Determinação de glicosamina 

A solução padrão de glicosamina apresentou 0,1 mg de glicosamina/mL de 

água. Esta foi diluída para obter as concentrações entre 3,0 e 20,0 µg de glicosamina 

por mL. As absorvâncias das soluções foram medidas a 530 nm em 

espectrofotômetro, e a absortividade da glicosamina dada pela declividade da curva 

padrão. 
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A 0,2 g de biomassa seca, foram adicionados 5 mL de HCl 6M seguido de 

autoclavagem a 121 °C e 1,1 atm, durante 8 min. A mistura foi resfriada e filtrada para 

balão volumétrico de 5 mL e o volume completado com água destilada sendo 1 mL 

transferido para balão volumétrico de 25 mL e neutralizando com solução de NaOH 

3M, usando fenolftaleína 0,5% como indicador. Foi realizada a titulação reversa com 

KHSO4 1% (m/v), até o desaparecimento da coloração rosa completando o volume do 

balão com água destilada.  

Após a extração, 1 mL da solução foi transferida para tubos de ensaio, aos 

quais foram adicionados 1 mL da solução de acetil-cetona em 50 mL de Na2CO3 0,5N, 

seguido por aquecimento em banho de água fervente por 20 min. As amostras foram 

resfriadas e adicionados 6 mL de etanol e 1 mL de reagente de Erlich (2,67g DAB - 

p_dimetilaminobenzaldeído - dissolvido em 15 mL de etanol e 15 mL de ácido 

clorídrico). Os tubos reatores foram incubados a 65 °C em estufa durante 10 min. A 

absorvância foi lida em espectrofotômetro a 530nm e o teor de glicosamina 

determinado através da absortividade da glicosamina estimada pela curva padrão 

(AIDDO et al.,1981). 

2.6 Análise estatistica 

Para análise estatística dos dados foi utilizado o programa Statistica 7.0, 

considerando o conteúdo de fenóis totais (μg ácido gálico/g microalga) como resposta das 

variáveis em estudo, utilizando um intervalo de confiança de 95%. 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Para estudo das melhores condições de extração dos compostos fenólicos das 

microalgas foi utilizado o planejamento experimental para possibilitar a inferência 

estatística e fornecer informações sobre o comportamento das respostas entre os 

níveis das variáveis em estudo, evidenciando a repetibilidade e minimizando custos e 

tempo ao não se repetir todos os experimentos, demanda e desgaste de equipamento, 

menor exposição do analista e menor volume de descarte (NETO et al., 2003; 

RODRIGUES & IEMMA, 2005). 

As variáveis tempo de extração, rotação e tempo com e sem interrupções de 

processo, foram estudadas em um planejamento completo 23 com três pontos centrais 

para obtenção da melhor combinação das variáveis para extração dos compostos 

fenólicos (Tabela 1). O comportamento verificado permitiu conhecer as melhores 

condições nas faixas estudadas para extração dos fenóis. Estas são conhecidas como 

as que mais afetam a recuperação dos compostos fenólicos totais ou para posterior 
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separação das diferentes famílias deles, a partir de matrizes vegetais e microbianas 

(SOUZA et al., 2009). 

Tabela 1: Matriz do planejamento fatorial (DCC) com valores codificados (reais) e 

respostas obtidas para o conteúdo de fenóis totais (µg GAE/g microalga). 

Ensaios 

Interrupções na 

agitação (X1) 

(min) 

Rotação 

(X2)(rpm) 

Tempo (X3) 

(min) 

CFT 

Spirulina 

platensis 

CFT 

Chlorella sp. 

1 0(-1) 100(-1) 120(-1) 647,04 473,92 

2 30(+1) 100(-1) 120(-1) 625,79 488,15 

3 0(-1) 200(+1) 120(-1) 891,59 680,12 

4 30(+1) 200(+1) 120(-1) 626,50 410,11 

5 0(-1) 100(-1) 150(+1) 1052,1 399,65 

6 30(+1) 100(-1) 150(+1) 998,82 422,67 

7 0(-1) 200(+1) 150(+1) 1174,03 590,54 

8 30(+1) 200(+1) 150(+1) 759,93 532,77 

9 15(0) 150(0) 135(0) 754,41 473,98 

10 15(0) 150(0) 135(0) 723,97 499,01 

11 15(0) 150(0) 135(0) 765,87 480,15 

CFT: Compostos fenólicos totais 

Com relação ao conteúdo de CFT, ambas as microalgas estudadas 

apresentaram diferença significativa nos seus resultados em função das variáveis 

testadas, variando de 647 a 1174 µg GAE/g microalga na Spirulina platensis e de 399 a 680 

µg GAE/g microalga na Chlorella sp confirmando a importância de se estudar as variáveis 

determinantes na extração dos CFT. 

A Tabela 2 apresenta os resultados da análise estatística dos efeitos estudados 

no planejamento 23, que confirmaram o efeito das associações de condições de 

extração demonstrada pelos conteúdos obtidos em fenóis totais nos diferentes 
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experimentos. Outros autores também mencionaram estas variações e atribuíram a 

formas químicas distintas de fenóis presentes na matriz (LIMA et al., 2004; OLIVEIRA 

& BADIALE-FURLONG, 2008; SOUZA et al., 2009). 

Tabela 2: Efeitos e coeficientes para as variáveis obtidas pelo tratamento estatístico 

para a Spirulina platensis e Chlorella sp. 

                              Spirulina platensis Chlorella sp. 

 Efeito  
Desvio 

padrão 
p 

Efeito Desvio 

padrão 

 p   

Média/Interação 820,005 6,52911 0,000063 495,5518 3,931746  0,000063   

(1)INTERVALO(L) -188,430 15,31213 0,006539* -72,6325 9,220762  0,015737*   

(2)ROTAÇÃO (L) 32,075 15,31213 0,171199 107,2875 9,220762  0,007306*   

(3)TEMPO(L) 298,490 15,31213 0,002621* -26,6675 9,220762  0,101651   

1L com 2L -151,165 15,31213 0,010105* -91,2575 9,220762  0,010056*   

1L com 3L -45,260 15,31213 0,097932 55,2575 9,220762  0,026734*   

2L com 3L -90,555 15,31213 0,027422* 43,2075 9,220762  0,042650*   

*Valores significativos quando p<0,05 

 

Com relação ao conteúdo de fenóis totais na Spirulina platensis, a variável 

interrupção na agitação (p = 0,006539) apresentou efeito negativo ao passar de 0 para 

30 min, tempo de agitação apresentou efeito positivo ao aumentar de 120 para 150 

minutos (p = 0,002621), ou seja o maior tempo resulta em maior recuperação de CFT 

e ambas foram estatisticamente significativas ao nível de confiança de 95%. Para a 

microalga Chlorella sp., o intervalo de repouso apresentou efeito negativo ao passar 

de 0 a 30 min, a rotação apresentou efeito positivo na média ao passar de 100 para 

200 rpm, o tempo não foi significativo ao nível de confiança de 95%. Assim 

demonstrado, pode-se concluir que os compostos de interesse estão 

compartimentalizados na célula. 

As variáveis interrupções na etapa de agitação (min), tempo de extração (min), 

interação do intervalo de interrupções de processo com a rotação foram significativas 
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no intervalo de confiança de 95%, sendo utilizadas para análise da extração de CFT 

da Spirulina platensis. Com relação a Chlorella sp., todas as interações e variáveis 

foram significativas, com exceção do tempo de extração. 

A Tabela 3 apresenta as variáveis que foram significativas ao nível de 

confiança de 95% por meio de análise de variância (ANOVA) para o extrato fenólico de 

Spirulina platensis e a Tabela 4 para o extrato de Chlorella sp. 

Tabela 3: ANOVA do planejamento experimental para o extrato fenólico de Spirulina 

platensis. 

Fonte de 

variação 

Soma 

quadrática 

Grau 

Liberdade 

Média 

quadrática 
Teste F F tab (95%) Fcalc/Ftab 

Regressão 30140,1 6 5023,3 15,49 4,53 3,41 

Resíduo 311306,5 4 77826,6    

Falta de ajuste 29202,3      

Erro puro 937,8      

Total 341446,6 10     

 

Tabela 4: ANOVA para planejamento experimental para o extrato fenólico de Chlorella 

sp. 

Fonte de 

variação 

Soma 

quadrática 

Grau 

Liberdade 

Média 

quadrática 
Teste F F tab (95%) Fcalc/Ftab 

Regressão 7451,23 5 1490,2 8,06 5,05 1,59 

Resíduo 60068,59 5 12013,7    

Falta de ajuste 7111,14      

Erro puro 340,09      

Total 67519,82 10     
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Os resultados do teste F para o extrato de Spirulina platensis, mostraram que o 

F calculado foi 3 vezes maior que o F tabelado (modelo preditivo), permitindo que o 

modelo da Equação 1 fosse utilizado para gerar superfície de resposta (Figura 1), em 

função deste ser preditivo e significativo (coeficiente de correlação = 0,9548). 

Conteúdo de fenóis (μgGAE/gS.platensis) = 820–94,2X1+149,2X3–75,5X1.X2–45,2X2.X3  (1) 

Sendo: X1 = intervalo de descanso (min); X2 = rotação (rpm), X3 = tempo (min) 

Para o extrato fenólico da microalga Chlorella sp., apesar do F calculado ter 

sido 1,59  foi gerada superfície de resposta para melhor estudo da combinação das 

variáveis (Figura 2), sendo o modelo significativo (coeficiente de correlação = 0,9432). 

Figura 1: Curva de contorno para CFT da Spirulina platensis 

 1000 

 900 

 800 

 700 

0 15 30

Interrupções de agitação (min)

100

150

200

R
o

ta
ç
ã

o
 (

rp
m

)



68 

Figura 2: Curvas de contorno para CFT da Chlorella sp. 
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A Figura 1 mostra que o rendimento da extração dos CFT da Spirulina platensis 

foi maior quando foi utilizada a máxima rotação (200 rpm) e o menor intervalo de 

interrupções no processo de extração (0 minutos), sendo extraídos até 900 µg CFT/g 

Spirulina platensis. 

A Figura 2 mostra que o rendimento da extração dos CFT da Spirulina platensis 

foi maior quando foi utilizada a máxima rotação (200 rpm), o menor intervalo de 

interrupções no processo de extração (0 minutos) e o menor tempo de extração (120 

min),sendo extraídos até 5700 µg CFT/g Chlorella sp. 

As microalgas estudadas apresentaram comportamentos diferentes no estudo 

de suas variáveis. Estes resultados confirmam a importância de se estudar as 

variáveis da extração de compostos fenólicos em diferentes matrizes. 

Após padronização da metodologia de extração dos CFT das microalgas, os 

extratos foram aplicados para estudo de seus potenciais como inibidores do 

desenvolvimento de Rhizopus oryzae. 

A Tabela 5 apresenta os níveis de biomassa seca resultante do 

desenvolvimento dos fungos até o 10º dia de experimento e a significância de suas 

diferenças, no tratamento controle e no tratamento com a presença dos extratos 

fenólicos.  

Tabela 5: Biomassa (gramas) de Rhizopus oryzae durante os experimentos. 

 Dias   

Extrato 2º 4º 6º 8º 10º 

Controle 0,10a,A 0,13b,C 0,20c,D 0,28d,D 0,30d,F 

S.platensis 0,04a,B 0,06a,A 0,10b,A 0,16c,E 0,19c,G 

Chlorella sp. 0,08a,A 0,11b,C 0,21c,D 0,25d,E 0,27d,F 

Letras minúsculas na mesma linha não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada biomassa.  
Letras maiúsculas na mesma coluna não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada dia. 

 

O extrato da Spirulina platensis ocasionou uma produção de biomassa fúngica 

menor significativamente em relação ao tratamento controle e a Chlorella sp., em 

todos os dias de experimento, mostrando a sua eficácia em inibir o desenvolvimento 

da biomassa de Rhizopus oryzae. Este mesmo efeito foi verificado por Souza et al. 

(2010) quando estudaram a inibição da multiplicação do micélio de Rhizopus oryzae 
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por extrato de Chlorella phyrenoidosa e também não encontraram inibição fúngica com 

a adição do extrato da microalga deste gênero. 

A quantificação da biomassa de Rhizopus oryzae, foi determinada através da 

medida dos teores de glicosamina e ergosterol formados no decorrer do intervalo de 

incubação da cultura. As Figuras 3 e 4 ilustram a evolução do conteúdo de 

componentes estruturais em presença e ausência dos extratos das microalgas. 

 

 

Figura 3: Conteúdo de glicosamina dos tratamentos com e sem a adição dos extratos 

fenólicos das microalgas. 

 

 

Figura 4: Conteúdo de ergosterol dos tratamentos com e sem a adição dos extratos 

fenólicos das microalgas. 
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Houve uma diminuição no conteúdo de glicosamina e ergosterol na presença 

dos extratos de ambas as microalgas. Isto foi confirmado ao calcular a taxa de 

produção de glicosamina e ergosterol na presença e ausência dos extratos fenólicos 

das microalgas. Esta taxa foi calculada pela derivada do conteúdo de glicosamina (mg) 

pelo intervalo de cultivo (dias). O CFT de Spirulina platensis apresentou uma taxa de 

produção de glicosamina de 2,75 mg/dia e a Chlorella sp. de 2,88 mg/dia, enquanto 

que o grupo controle apresentou uma taxa de 3,75 mg/dia. Para o conteúdo de 

ergosterol a taxa dos CFT de ambas microalgas foi a mesma, 0,0625 mg/dia e para o 

grupo controle foi de 0,1mg/dia. Estes resultados permitem estimar a diminuição da 

velocidade de contaminação quando estes extratos forem aplicados como antifúngicos 

naturais para estabelecer a vida-de-prateleira produtos onde eles sejam empregados. 

As porcentagens de inibição fúngica levando em conta o conteúdo de 

ergosterol e glicosamina, nos tratamentos com e sem a adição dos CFT estão 

apresentadas na Tabela 6. 

Tabela 6: Inibição do Rhizopus oryzae (%) pelo conteúdo de glicosamina e ergosterol. 

Extrato 2º 4º 6º 8º 10º 

 G E G E G E G E G E 

S.platensis 65 50 58 50 52 52 54 46 49 46 

Chlorella sp. 23 13 27 10 19 13 17 17 23 21 

G = conteúdo de glicosamina; E = conteúdo de ergosterol 

A estimativa de porcentagem de inibição da produção de biomassa pelos 

compostos fenólicos de Spirulina platensis e Chlorella sp., confirma a maior eficiência 

do extrato de Spirulina platensis. No entanto é interessante observar que afeta em 

percentual semelhante a diminuição da produção de glicosamina e ergosterol 

resultando numa média de 50% para ambos. O extrato fenólico de Chlorella por sua 

vez inicialmente afeta mais a produção de ergosterol, o que mostra que eles atuam de 

forma diferente sobre o metabolismo fúngico, possivelmente em decorrência do tipo de 

composto fenólico presente na microalga. Cabe observar também que aparentemente 

o micro-organismo supera esta inibição no 8° dia de cultivo, mesmo não atingindo seu 

potencial de desenvolvimento. Tal comportamento permite classificar os CFT dos 

extratos como fungiostáticos. 

Ficou demonstrado que a determinação de glicosamina e ergosterol são 

indicadores para monitorar o desenvolvimento da biomassa de Rhizopus oryzae, pois 

a evolução deles ao longo do cultivo mostrou variação semelhante a determinação 

gravimétrica da biomassa. 
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4.  CONCLUSÃO 

O planejamento experimental realizado mostrou que a melhor combinação das 

variáveis tempo, rotação e continuidade do processo podem ser previstas por um 

modelo matemático confiável e significativo. Os extratos fenólicos das microalgas 

Spirulina platensis e Chlorella sp. podem inibir a produção de biomassa por Rhizopus 

oryzae sendo o primeiro mais eficiente como inibidor de produção de membrana em 

até 58% de inibição e parede celular em aproximadamente 60%. 
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Avaliação da atividade antifúngica de extrato fenólico de Spirulina platensis 

contra Aspergillus flavus  

Michele Moraes de Souza, Luciana Prietto, Anelise Christ Ribeiro, Taiana Denardi de 

Souza, Eliana Badiale-Furlong 

RESUMO 

O objetivo deste estudo foi avaliar o efeito do extrato fenólico de Spirulina platensis na 

produção de componentes estruturais em culturas de Aspergillus flavus, a fim de 

identificar seu mecanismo de ação sobre a multiplicação fúngica. O extrato metanólico 

de Spirulina platensis, 1,15 mg compostos fenólicos/g Spirulina platensis, mostrou um 

efeito antifúngico contra Aspergillus flavus, demonstrado pela inibição da produção de 

glicosamina em até 56%. Desta forma, pode ser empregado como antifúngico natural 

para inibir a infecção de alimentos por Aspergillus flavus.  

Palavras-chave: Inibidores fenólicos, propriedades antifúngicas, glicosamina, proteína, 

ergosterol 
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ABSTRACT 

The objective of this study was to evaluate the effect of phenolic extract of Spirulina 

platensis in the production of structural components in cultures of Aspergillus flavus, in 

order to identify its action mechanism on fungal multiplication. The Spirulina platensis 

methanol extracts 1.15 mg phenols/ g Spirulina platensis, showed an antifungal effect 

against Aspergillus flavus, demonstrated by inhibiting the production of glucosamine by 

up to 56%. Thus, it can be used as a natural antifungal to inhibit infection by 

Aspergillus flavus in foods.  

Keywords: Phenolic inhibitors, antifungal property, glucosamine, protein, ergostero



1. INTRODUÇÃO 

Nas condições de aplicação os princípios ativos de fungicidas, apresentam 

baixo potencial de inibição da infecção fúngica funcionando muitas vezes como uma 

fonte de poluição química através dos seus resíduos tóxicos em frutas, legumes e no 

próprio ambiente (TANTAWY, 2011). Além disso, o uso prolongado de alguns 

fungicidas promoveram a resistência de muitos patógenos de plantas contribuindo 

ainda mais para a ineficácia deles e acelerando a demanda por tecnologias e 

alternativas para evitar a contaminação fúngica (BELEWA et al., 2011). 

Em vários tecidos vegetais e microbianos estão presentes compostos químicos 

que atuam como defensivos naturais e entre esses estão incluídos compostos 

fenólicos, alcalóides, terpenos e proteínas e no caso de culturas microbianas, 

antibióticos (HARUTA et al., 2001, HOLMES et al., 2008; OLIVEIRA & BADIALE-

FURLONG, 2008; AHMADI et al., 2010; SOUZA et al., 2010; SOUZA et al., 2011).  Os 

compostos fenólicos podem se difundir através da membrana microbiana e penetrar 

dentro da célula, onde podem interferir com mecanismos metabólicos, tais como: 

dificultar a síntese de ergosterol, glucanas, quitina, proteínas e glicosamina em fungos, 

por exemplo (BRUL & KLIS, 1999; MARINO et al., 2001).  

 Para a extração dos compostos fenólicos vêm sendo usadas soluções 

aquosas, alcoólicas, aceto-etílicas e hexânicas sob diferentes condições de interação 

entre solventes exatratores e matriz. O conhecimento da presença destes compostos 

em um determinado tipo de tecido e de seu mecanismo de atuação, além da 

contribuição científica pode ser subsídio para desenvolvimento de tecnologias que 

permitam o emprego destas substâncias para fins de produção de insumos 

alimentícios e medicamentos. 

A cianobacteria Spirulina (Arthrospira) é utilizada como alimento pelo homem 

devido sua composição química, que apresenta elevada qualidade e quantidade 

protéica, aminoácidos essenciais, minerais, ácidos graxos poliinsaturados e vitaminas. 

Além disso, possui compostos fenólicos (ácidos caféico, clorogênico, salicílico, 

sináptico e trans-cinâmico), tocoferol e pigmentos como carotenóides, ficocianina e 

clorofila, entre seus compostos com alegação de efeito funcional (COLLA et al., 2009). 

No entanto, pouco se tem avaliado sobre a ação destes componentes no 

desenvolvimento de outros micro-organismos, em especial os fungos. Dentre eles, um 

que tem desafiado as tecnologias de controle, esta o Aspergillus flavus, que contamina 

grãos e seus derivados e que sob condições aleatórias pode manisfestar potencial 
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toxigênico produzindo aflatoxina B1 e outras do metabolismo intermediário desta 

família de toxinas. 

Para avaliar o efeito de compostos diversos sobre o desenvolvimento fúngico 

podem ser usados indicativos metabólicos de produção de biomassa tais como o 

ergosterol e a glicosamina. O primeiro é um lipídio constituinte das membranas 

celulares e pode funcionar como um marcador do Reino Fungi, visto que só nele é 

produzido (GESSNER & CHAUVET, 1993; BEHALOVÁ et al., 1994). A glicosamina é a 

unidade monomérica de um polímero de carboidrato constituinte da parede da célula 

fúngica, a quitina (DESGRANGES et al., 1991; TOMASELLI-SCOTTI et al., 2001). 

O objetivo do estudo foi avaliar o efeito do extrato fenólico de Spirulina 

platensis, na produção de componentes estruturais em Aspergillus flavus para estimar 

sua atividade antifúngica. 

2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Spirulina platensis e preparação dos extratos fenólicos 

Foi utilizada a cepa da cianobactéria Spirulina isolada da Lagoa Mangueira, 

situada na região sul do Rio Grande do Sul, e a água da Lagoa Mangueira foi 

suplementada com 20% (v/v) meio Zarrouk (Costa et al., 2004), referido como MLW-S 

médio foi empregada para manutenção do inóculo e produção da biomassa. A planta 

piloto para produção de Spirulina está localizado próxima da costa da Lagoa 

Mangueira (33 ° 30 '13 "S, 53 ° 08' 59" W) e consiste de tanques de diferentes 

dimensões e volumes em função da sua finalidade. Para este experimento foi utilizado 

um tanque de inóculo, (4,0 m de comprimento x 1,0 m de largura x 0,50 m de altura) 

com uma superfície de 3,87 m2 e um volume de trabalho de 1000 L e três tanques de 

produção (13,0 m comprimento × 3,0 m largura × 0,50 m altura), cada um com uma 

superfície de 37,10 m2 e um volume de trabalho de 10.000 L. Todos os tanques foram 

revestidos com fibra de vidro e cobertos por uma estrutura de filme de polietileno 

transparente para simular efeito estufa. Todas as culturas do tanque foram agitados 

por uma roda de pás girando a 18 rpm 24 h por dia. O volume de meios de cultura foi 

mantida pela adição periódica de MLW para compensar a evaporação, cerca de 12 

L/dia, para o tanque de 10.000 L, adicionados ao longo do experimento (MORAIS et 

al., 2009). 

Para a extração dos compostos fenólicos foram utilizados 2 g de Spirulina 

platensis homogeneizados com 10 mL de metanol em agitador horizontal a 25 °C por 
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60 min a 100 rpm. A agitação foi interrompida durante 15 min, após a adição de mais 

10 mL de metanol a agitação foi retomada por mais 60 min. O extrato foi filtrado e 

lavado com 20 mL de hexano, sendo o procedimento repetido 3 vezes. O extrato 

clarificado foi evaporado em evaporador rotatório a 50 °C e a massa foi ressuspensa 

em 25 mL de água destilada, e clarificado com 5 mL de hidróxido de bário 0,1M e 5 mL 

de sulfato de zinco 5%. 

 Os compostos fenólicos (CF) do extrato foram determinados por 

espectrofotometria usando o reagente de Folin-Ciocalteau estimados a partir de uma 

curva de padrão de ácido gálico cujas concentrações variaram de 2 to 30 g/mL 

(SOUZA et al., 2009).  Os valores dos CF das amostras foram expressos como mg de 

fenóis/g de amostras. 

2.2 Micro-organismo 

O micro-organismo que foi utilizado neste estudo foi o fungo patogênico 

Aspergillus flavus CCT 1217 adquirido da Coleção de culturas da Fundação André 

Tosello. A cultura foi mantida  em ágar batata dextrose (PDA) a 24 °C por 12 dias até 

completa esporulação. 

A solução de esporos foi obtida com solução de Tween 80 0,2%, filtração e 

contagem de esporos em câmara de Neubauer. A solução de esporos foi padronizada 

para 4 x 106 esporos/mL. 

2.3 Efeito in vitro dos extratos fenólicos no desenvolvimento fúngico  

A inibição do micro-organismo na presença dos CF foi estudada em meio BDA. 

O extrato fenólico da Spirulina platensis foi diluído diretamente no meio autoclavado 

após o resfriamento, e vertido em placas de Petri (9 cm de diâmetro). Estes 

procedimentos foram realizados sob condições assépticas (capela de fluxo laminar). A 

solução de esporos (42 µL) contendo 4 x 106 esporos/mL foi adicionada ao centro das 

placas. A incubação ocorreu em câmara de crescimento, a 24 ºC por 21 dias  (Oliveira 

et al., 2010). 

O desenvolvimento do fungo foi estimado no 3°, 5°, 7°, 10°, 14° e 21° dias, 

tendo como referência o grupo controle (sem extrato fenólico). A porcentagem de 

inibição fúngica (NGUEFACK et al, 2004) foi calculada de acordo com a fórmula 

descrita na Equação 1: 

 
C

T - C x I 100
       (1) 
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Onde: 

 I = porcentagem de inibição fúngica 

C = teor de componente de fungos no meio controle 

 T= teor de componente do fungo contendo o inibidor. 

O crescimento da biomassa fúngica, foi interrompido por congelamento a -18°C 

nos intervalos escolhidos. Foram determinados como indicativos de crescimento a 

massa seca do micélio, ergosterol, glicosamina e a proteína empregando a Equação 1 

para estimativa da inibição.  

2.4 Determinação da biomassa seca do micélio  

O micélio foi separado do meio de cultura por filtração a vácuo e a quente e a 

massa seca foi determinada em estufa a 70 ºC até peso constante. Para cada medida 

foram realizadas três repetições. 

2.5 Determinação da glicosamina 

Os teores de glicosamina da biomassa foram avaliados pela adição de 5 mL de 

HCl 6M a 0,2 g de biomassa seca seguido por autoclavagem a 121 °C por 8 min. A 

mistura foi resfriada, filtrada e avolumada em balão volumétrico de 5 mL com água 

destilada. Um mL do sobrenadante foi transferido para um balão volumétrico de 25 

mL, e uma gota de solução alcoólica de fenolftaleína (0,5% m/v) foi adicionado, 

seguido por neutralização com solução de NaOH 3M. A titulação reversa foi realizada 

com KHSO4 1% (p/v) até o desaparecimento da cor rosa. O volume do balão foi 

completado com água destilada e dela 1 mL foi transferido para tubos de ensaio, ao 

qual foram acrescentados 1 mL de acetil acetona, a mistura foi então diluída em 50 mL 

de Na2CO3 0,5 M, seguido de aquecimento em água fervente por 20 min. Após o 

resfriamento, 6 mL de etanol e 1 mL de reagente de Erlich (2.67 g DAB - p-

dimetilaminobenzaldeido dissolvido em 15 mL de etanol e 15 mL de ácido clorídrico) 

foram adicionados. Os tubos foram incubados em estufa a 65 °C por 10 min. A 

absorvância foi lida em espectrofotômetro a 530 nm e o conteúdo de glicosamina foi 

estimado com uma curva padrão variando de 1 a 25 µg/mL. A recuperação do método 

foi determinada em níveis de fortificação, que variaram de 1 a 3 mg de glicosamina por 

grama de peso seco (AIDDO et al., 1981). 
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2.6 Determinação do conteúdo de ergosterol 

O método modificado de Gutarowska e Zakowska (2009) foi utilizado para 

determinar o teor de ergosterol na biomassa seca e consistiu em agitar 0,2 g das 

amostras com 10 mL de metanol em agitador horizontal a 200 rpm por 30 min, 

repetindo-se três vezes a extração. O extrato metanólico total foi centrifugado a 3200 g 

a 20 °C por 10 min, 20 mL de KOH/metanol foram adicionados ao sobrenadante, que 

foi então aquecido sob refluxo, durante 30 min e resfriado a 4 °C. O material refluxado 

foi submetido a quatro partições com 20 mL de hexano. A fração hexano foi seco em 

evaporador rotativo a 60 °C. O resíduo foi dissolvido em 10 mL de metanol e a 

absorvância foi determinada a 283 nm.  

O conteúdo de ergosterol foi estimado usando uma curva padrão de ergosterol 

cujas concentrações variaram entre 1,5-16,5 µg/mL. O conteúdo de ergosterol foi 

expresso em mg/g de biomassa seca. 

2.7 Determinação de proteínas 

  Os níveis de proteína na biomassa fúngica foram estimados pelo método 

micro-Kjeldahl (AOAC, 2000), utilizando 6,25 como fator de conversão de nitrogênio 

total em proteína produzida pela biomassa. 

2.8 Análise estatistica 

  Os resultados obtidos pelos testes de atividade antifúngica foram avaliados 

comparando as médias de desenvolvimento fúngico ao longo do tempo na ausência e 

presença de CF usando o teste de Tukey. Diferenças foram consideradas 

significativas quando p <0,05.  

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Diversos tipos de solventes são comumente utilizados na extração de 

compostos fenólicos de matrizes vegetais e microbianas: água, acetato de etila, 

metanol, etanol, acetona e hexano. Em geral hexano remove interferentes como 

carotenoides e clorofila, metanol extrai açúcares, ácidos orgânicos e fenóis de baixo 

peso molecular e acetato de etila só extrai os fenóis de baixo peso molecular (MOURE 

et al., 2001; ROBARDS, 2003; SKERGET et al., 2005; RANIA et al., 2008; TANTAWY, 

2011). 

Neste trabalho, baseado em estudos anteriores, foi adotada a extração 

metanólica e posterior quantificação dos compostos fenólicos totais (SOUZA et al., 
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2009). O conteúdo determinado foi de 1,15 ± 0,13 mg CFT/g Spirulina platensis, sendo 

a recuperação do sistema solvente adotado, superior a 85%. A extração de compostos 

fenólicos com hexano e acetato de etila. Nesta amostra mostrou baixos teores de 

compostos reativos com reagente de Folin-Ciocalteau, 0,37 ± 0,07 e 0,31 ± 0,09 mg 

CFT/g Spirulina platensis respectivamente, comparado com o extrato metanólico. 

Possivelmente nestas frações, os CF de baixo peso molecular como a formononetina 

e pinocembrina foram muito baixos em comparação com os presentes na fração 

metanólica, onde estão os ácidos orgânicos como o cafeico, o clorogênico, salicílico, 

sináptico e trans-cinâmico com maior potencial antioxidante (COLLA et al., 2007). 

A microalga Spirulina platensis mostrou-se promissora como fonte de CFT 

comparativamente a outros tecidos mencionados pela literatura, como banana 0,31 mg 

CFT/g, batata 1 mg CFT/g, arroz polido 0,06-0,08 mg CFT/g (ZHOU et al., 2004), 

bagaço de laranja 0,69 mg CFT/g e polpa de berinjela 0,35 mg CFT/g (OLIVEIRA et 

al., 2007), bem como de outras microalgas como Crypthecodinium cohnii 0,36 mg/g e 

0,37 mg/g, a Nostoc ellipsosporum 0,08 mg/g e 0,40 mg/g, a Schizochytrium sp. 0,12 

mg/g e 0,16 mg/g e Thraustochytrium sp. 0,01 mg/g e 0,26 mg/g todos na fração 

hexano e acetato de etila, respectivamente (HUA-BIN et al., 2007). 

Os CFT extraídos da Spirulina platensis foram testados quanto ao seu 

potencial de inibir biomassa de Aspergillus flavus, tendo como indicadores os teores 

de glicosamina, ergosterol e proteína, visando identificar o efeito dos extratos nos 

diferentes componentes das estruturas fúngicas e na própria quantidade de biomassa. 

O potencial antifúngico dos CFT da microalga Spirulina platensis foi testado em 

diferentes concentrações destes no meio de cultura a fim de determinar a menor 

concentração inibitória, sendo este valor correspondente a 54 µg de CFT/mL de meio 

de cultura. Colla et al. (2009) encontraram uma concentração inibitória mínima dos 

extratos fenólicos da Spirulina platensis para inibir a bactéria S. aureus da ordem de 

47,5 mg/mL. Extratos metanólicos obtidos a partir de poejo (Mentha pulegium L.), 

taioba (Xanthosema violaceum) e jambolão (Syzygium cuminii L.) demonstraram que 

estas plantas necessitam, respectivamente, de 200, 50 e 60 mg/mL de extrato para 

inibir o S. aureus, no teste de difusão em ágar (MICHELIN et al., 2005). Na literatura 

somente há relatos de inibição dos compostos fenólicos de microalgas contra o 

crescimento de bactérias o que dificulta a comparação dos resultados obtidos em 

relação aos efeitos dos compostos fenólicos da Spirulina platensis no desenvolvimento 

fúngico. 
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Os níveis de biomassa fúngica seca produzida durante os experimentos 

controle e na presença de CF extraído da Spirulina platensis estão apresentadas na 

Tabela 1. As velocidades de desenvolvimento são mostrados na Figura 1. 

Tabela 1 – Biomassa fúngica (gramas) Aspergillus flavus durante os experimentos. 

 Dias    

Extrato 3º 5º 7º 10º 14º 21º 

Controle 0,10a,A 0,30b,C 0,70c,D 0,72c,D 0,86d,F 0,91d,F 

Tratamento 0,01a,B 0,07b,A 0,12c,A 0,43d,E 0,44d,G 0,52d,H 

Letras minúsculas na mesma linha não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada biomassa.  
Letras maiúsculas na mesma coluna não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada dia. 

 

 

Figura 1: Variação da taxa de crescimento da biomassa de Aspergillus flavus na 

ausência e na presença dos CFT. 

Em cada intervalo de experimento, a massa seca de Aspergillus flavus foi, em 

média, quatro vezes menor do que no experimento de controle, indicando que o 

crescimento de fungos foi inibido pela adição dos compostos fenólicos da Spirulina 

platensis. A Figura 1 mostra também a baixa taxa de crescimento da biomassa de 

Aspergillus flavus na presença dos CFT, com uma melhor correlação e linearidade do 

que a curva de controle no desenvolvimento da biomassa R2 = 0,861 e R2 = 0,693, 

respectivamente. SOUZA et al. (2010) testaram o crescimento de Rhizopus oryzae na 

presença de CFT de Chlorella sp., mas não houve inibição significativa por esta 

microalga.  
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Os níveis de glicosamina, proteínas e ergosterol do período estudado estão 

apresentados na Tabela 2. 

Tabela 2 – Componentes da biomassa fúngica durante os experimentos. 

Período 

(dia) 

   Glicosamina (mg/g)    Ergosterol (mg/g)    Proteína (mg/g) 

Controle Tratamento Controle Tratamento Controle Tratamento 

3º nd nd nd nd nd nd 

5º 21,2a,A 9,3ª,B 3,0a,A 2,2ª,B 244a,A 156ª,B 

7° 23,9a,A 17,1b,C 3,1a,A 2,4ª,B 217b,C 151ª,D 

10° 24,1a,A 17,8b,C 2,8b,B 2,2ª,B 221b,C 195b,E 

14° 27,2b,D 19b,E 3,0a,C 2,4ª,B 283c,F 237c,G 

21° 32c,F 22c,G 2,8b,C 2,4ª,B 291d,H 301d,H 

Letras minúsculas na mesma linha não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada componente celular. 
Letras maiúsculas na mesma coluna não diferem estatisticamente do controle (p <0,05) para 
cada componente celular. 

No 3º dia do experimento não foi possível medir a glicosamina, proteína e 

ergosterol, porque a biomassa fúngica não foi suficiente para satisfazer a exigência do 

limite de detecção do método. Posteriormente, os valores médios de glicosamina, 

ergosterol e teor de proteínas na presença dos CFT foram 1,6; 1,2 e 1,3 vezes 

respectivamente, inferiores aos do grupo controle, respectivamente, durante o 

experimento de 21 dias. 

Estes valores representam uma inibição da glicosamina, significativa ao nível 

de 95% de confiança. O aumento do nível de glicosamina no grupo controle foi 

semelhante ao obtido por Desgranges et al. (1991), no cultivo de Beauveria bassiana, 

por Gelmi et al. (2000), em cultivo Gibberella fujikuroi e por Nopharatana et al. (2003), 

em cultivo de Rhizopus oligosporus. No entanto, foi diferente do aumento encontrado 

no caso de Thermoascus aurantiacus, em que o conteúdo de glicosamina permaneceu 

constante durante o período do estudo. 

Nagel et al. (2001) utilizaram a glicosamina como indicador de crescimento de 

Aspergillus oryzae em grãos de trigo, estabelecendo uma equação empírica gerada 

pela relação da produção de glicosamina pela biomassa cultivada em um meio 

convencional. Eles verificaram que o teor de glicosamina aumentou de forma similar 

aos resultados encontrados neste estudo com Aspergillus flavus. Ooijkaas et al. (1998) 

também verificaram um aumento no teor de glicosamina de Coniothyrium minitans 

cultivado em placas de Petri, ao longo do tempo de cultivo. É importante ressaltar que 



86 

a quantificação de glicosamina também é o mais comum para avaliar a produção de 

biomassa fúngica em fermentação em estado sólido. 

De acordo com Cowan (1999), a atividade antimicrobiana de substâncias 

fenólicas pode estar ligada a sua capacidade de tornar a camada de proteína 

bacteriana extracelular mais complexa, porém não há relato sobre este aspecto 

específico com relação aos fungos. No entanto, o mesmo indicador de inibição da 

parede celular foi observada neste estudo com a tendência verificada em relação ao 

conteúdo proteíco (Figura 2). 

 Em presença de extratos fenólicos de Spirulina platensis, não houve inibição 

significativa (95% de confiança) no conteúdo de ergosterol produzido durante o 

experimento. Fato que sugere que o ergosterol pode não ser um bom indicador para 

monitorar o desenvolvimento da biomassa de Aspergillus flavus, pois manteve-se 

relativamente constante no controle e na cultura com CFT, indicando que eles não 

afetaram os componentes da membrana, como foi mencionado por Behalová et al. 

(1994), Barajas-Aceves et al. (2002) e Gutarowska & Zakowska (2009). A Figura 2 

mostra a porcentagem de inibição do Aspergillus flavus pelo extrato fenólico de 

Spirulina platensis em cada componente em estudo. 

 

 

Figura 2: Inibição fungica pelo extrato de Spirulina platensis. 
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A presença de CFT no meio de cultura não afetou a produção de proteína 

durante o período de incubação. Deve ser salientado que a porcentagem de inibição 

de glicosamina foi, em média, duas vezes maior do que a de ergosterol e a de 

proteína. 

Mesmo que o teor de proteínas na biomassa fúngica tenha sido afetado pelo 

extrato fenólico, não foi o componente mais representativo do desenvolvimento do 

fungo, pois teve um padrão instável de produção ao longo do tempo, mesmo sendo 

estimado usando o fator de 6,25, o que não é específico para a espécie fúngica. Ele foi 

adotado pela convenção, visto não estar disponível um fator específico. No entanto, 

isto não invalida a verificação da evolução da produção de proteínas ao longo do 

cultivo.  

Kaushik & Chauhan (2008) relataram que extratos de Spirulina platensis 

inibiram o desenvolvimento de S. aureus, E. coli, P. aeruginosa, S. typhi, e K. 

pneumoniae. Os autores utilizaram hexano, acetato de etila, diclorometano e metanol 

para a obtenção dos extratos fenólicos sendo que os extratos metanólicos tiveram os 

melhores resultados. O extrato metanólico contra o crescimento de S. aureus e E. coli 

obtiveram uma concentração mínima inibitoria de (CMI) 128 µg/mL e 256 µg/mL, 

respectivamente. Parisi et al. (2009) também constataram uma alta atividade 

antimicrobiana dos compostos fenólicos extraídos com metanol a partir de Spirulina 

platensis contra S. aureus. No entanto, não há relatos sobre testes antifúngicos 

usando compostos fenólicos extraídos de Spirulina platensis, embora os resultados, 

sobre a inibição, de uma espécie toxigênica, como o aqui relatado, tenham sido 

promissores em termos de impedir o desenvolvimento da parede celular do Aspergillus 

flavus. 

4. CONCLUSÃO 

O conteúdo de glicosamina na biomassa fúngica é o mais adequado para 

investigar o efeito de extratos de Spirulina platensis no desenvolvimento de biomassa 

fúngica de Aspergillus flavus pois sua produção foi linear ao longo do tempo no 

experimento controle e dentre os componentes testados foi o mais afetado pelos 

fenóis no meio de cultura. O extrato fenólico de Spirulina platensis mostrou atividade 

antifúngica, inibindo a produção de glicosamina em até 56% para este micro-

organismo. 
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Atividade antioxidante in vitro de extratos fenólicos das microalgas Spirulina 

platensis e Chlorella sp. 

Michele Moraes de Souza, Luciana Prietto, Anelise Christ Ribeiro, Taiana Denardi de 

Souza, Eliana Badiale-Furlong 

RESUMO 

Conduziu-se este trabalho, com a proposta de avaliar o conteúdo e o potencial de 

compostos fenólicos extraídos de duas microalgas, Spirulina platensis e Chlorella sp., 

utilizando modelos in vitro. Foram determinados o teor de fenólicos totais pelo método 

de Folin-Ciocalteau utilizando curva de calibração de ácido gálico. A avaliação in vitro 

do potencial antioxidante foi investigada pelos métodos de captação do radical DPPH, 

pela inibição do escurecimento enzimático ocasionado pela enzima peroxidase e pela 

peroxidação lipídica do azeite de oliva. A Spirulina platensis apresentou maior 

conteúdo de compostos fenólicos (1,1 mgGAE/gmassa seca) em comparação com a 

Chlorella sp. (0,65 mgGAE/gmassa seca) além de uma maior capacidade sequestrante de 

radicais livres, inativou 53,5% do DPPH reativo em 120 minutos (CE50 de 70 µg ácido 

gálico/mL). Este mesmo extrato limitou o escurecimento enzimático ocasionado pela 

peroxidase em 55% e inibiu a peroxidação lipídica em 46% após 14 dias de 

armazenamento.  

Palavras-chave: Fenóis, DPPH, microalgas, peroxidação lipídica, inibição do 

escurecimento enzimático. 
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ABSTRACT 

This work was carried out with the purpose of evaluating the content and antioxidant 

potential of phenolic compounds extracted from two microalgae: Spirulina platensis and 

Chlorella sp. using in vitro models. It was determined the total phenolic content by 

Folin-Ciocalteau method using the gallic acid calibration curve. The in vitro antioxidant 

potential evaluation was investigated by the DPPH radical scavenging methods, 

enzymatic browning caused by peroxidase inhibition and the olive oil lipid peroxidation. 

Spirulina platensis showed the highest phenolic content (1.1 mgGAE /g dry mass) 

compared to Chlorella sp. (0.65 mgGAE /gmass dry) and a higher capacity for scavenging 

free radicals, the DPPH reagent was inactivated until 53% in 180 minutes (EC50 of 70 

mg gallic acid /mL). The same extract limited enzymatic browning caused by peroxidase in 

55% and inhibited lipid peroxidation by 46% after storage during 14 days. 

Keywords: Phenols, DPPH, microalgae, lipid peroxidation, inhibition of peroxidase 

browning. 
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1. INTRODUÇÃO 

A utilização de microalgas na alimentação humana ocorre há séculos, sendo 

usadas como fonte de proteínas por tribos indígenas como os Astecas, que as 

secavam em camadas finas para serem consumidas. Quando cultivadas em meios 

adequados, certas espécies de microalgas podem duplicar a sua biomassa 

diariamente, alcançando produtividades de 30 a 50 g/m2dia em massa seca. Esta 

característica, aliada a simplicidade nas técnicas de cultivo, torna as microalgas um 

dos objetos de pesquisa prioritários há três décadas (DERNER  et al., 2006). 

As microalgas também são potenciais alimentos funcionais, pois sua atividade 

fotossintética intensa propicia a produção de estruturas químicas com atividade 

biológica diferenciada (PINERO ESTRADA et al., 2001; HERRERO et al., 2005; 

COLLA et al., 2007; HAJIMAHMOODI et al., 2010).  

Os estudos sobre compostos bioativos extraídos de microalgas têm enfatizado 

e demonstrado a sua atividade antioxidante, anti-inflamatória, antimicrobiana, 

antifúngica, citotóxica e propriedades de inibição enzimática, entre outras (COLLA et 

al., 2007; HAJIMAHMOODI et al., 2010; SOUZA et al., 2011). Estas propriedades 

tornaram as microalgas alvo de usos terapêuticos para cura ou prevenção de doenças 

crônicas tais como diabetes, hipertensão, hipercolesterolemia e outras (BELAY, 2002). 

As que mais se destacam para fins diversos são as Spirulina platensis e a Chlorella, 

sendo classificadas como seguras para o consumo humano GRAS, do inglês 

(Generally Recognized As Safe) emitido pelo FDA (Food and Drug Administration). 

 A maioria dos efeitos benéficos dos componentes das microalgas são 

resultantes de sua atividade antioxidante. Assim, para estudar estas propriedades 

vários ensaios foram propostos. Eles diferem em relação ao mecanismo de reação, 

adotado em ensaios químicos, e as espécies alvo dos ensaios biológicos. Não 

obstante a diversidade de métodos para avaliar a capacidade antioxidante, não existe 

um procedimento metodológico universal. Este fato impõe a necessidade de avaliar a 

capacidade antioxidante por diferentes ensaios, com fundamentos e mecanismos de 

ação diferentes para uma mesma fonte. 

 Um dos métodos mais usados para verificar a capacidade antioxidante consiste 

em avaliar a atividade sequestradora do radical 2,2-difenil-1-picril-hidrazila (DPPH), de 

coloração púrpura, que absorve radiação em um comprimento de onda de 515 nm. Por 

ação de um antioxidante ou uma espécie radicalar (R), o DPPH é reduzido formando 

2,2-difenilpicril-hidrazina (DPPH-H), de coloração amarela, com consequente 
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desaparecimento da banda de absorção, sendo a mesma monitorada pelo decréscimo 

da absorvância. A partir dos resultados obtidos, determina-se a porcentagem de 

atividade antioxidante (quantidade de DPPH consumida pelo antioxidante) ou 

sequestradora de radicais e/ou a porcentagem de DPPH remanescente no meio 

reacional, sendo que a quantidade de antioxidante necessária para decrescer a 

concentração inicial de DPPH em 50% é denominada concentração eficiente (CE50), 

também chamada de concentração inibitória (CI50). Quanto maior o consumo de DPPH 

por uma amostra, menor será a sua CE50 e maior a sua atividade antioxidante 

(SOUSA et al., 2007; MORAIS et al., 2009). 

A atividade antioxidante também pode se manifestar na inibição dos efeitos de 

oxidorredutases de escurecimento, particularmente com respeito à peroxidase, que é 

uma enzima que tem por função oxidar compostos doadores de elétrons, tais como os 

compostos fenólicos, tendo como agente doador de oxigênio a água oxigenada 

(OLIVEIRA et al., 2007). 

Poucos estudos são realizados para se avaliar o efeito inibidor de compostos 

fenólicos em sistemas enzimáticos, particularmente com respeito à peroxidase. 

Bioquimicamente a função desta enzima é proteger as células de possíveis danos, e 

sua atividade se manifesta, principalmente, em situações de desequilíbrios físico-

químicos do sistema. A atuação da peroxidase sobre compostos doadores de elétrons 

a torna atrativa para se estimar a atividade antioxidante de diferentes compostos, 

como por exemplo, os fenóis de diferentes fontes, que têm sido apontados como 

responsáveis pela propriedade antioxidante (COLLA et al., 2007; OLIVEIRA et al., 

2007). 

Também são usados os ensaios que utilizam lipídios como substrato, 

determinando o índice de peróxidos para avaliar a evolução do processo oxidativo de 

um óleo. A quantificação dos peróxidos gerados tem como base duas de suas 

propriedades, liberar iodo da solução de iodeto de potássio ou oxidar íons Fe2+ a Fe3+. 

O índice de peróxido é geralmente expresso em termos de miliequivalentes de 

peróxidos por kilograma do óleo (meq/kg). 

Neste trabalho, as microalgas Spirulina platensis e Chlorella sp. foram 

investigadas quanto a possibilidade de serem utilizadas como fontes de antioxidantes 

naturais, mais especificamente os compostos fenólicos. 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Solventes, reagentes e soluções 

Todos os solventes e reagentes usados foram de grau analítico. O reagente 

Folin-Ciocalteau foi adquirido da Merck, Brasil. O radical livre DPPH (2,2-difenil-1-picril-

hidrazila), 95% de pureza e o padrão de ácido gálico foram adquiridos da Sigma 

Aldrich. Todas as soluções foram preparadas com reagentes de grau analítico. 

2.2 Microalgas 

A cianobactéria Spirulina platensis foi fornecida pelo Laboratório de Engenharia 

Bioquímica da Universidade Federal do Rio Grande (FURG) e armazenada em 

recipientes plásticos sob refrigeração, até o momento da extração dos compostos 

fenólicos. A Spirulina platensis foi isolada da Lagoa Mangueira e cultivada em uma 

planta piloto localizada perto da costa dessa lagoa, constituída por três tanques, 

revestidos com fibra e agitados por pás, no interior de uma estufa de filme de 

polietileno transparente. A cultura da microalga foi adicionada aos tanques em 

quantidade suficiente para uma produção inicial de 10.000 L em cada tanque. As 

culturas foram mantidas no tanque sob luz natural por 387 dias. A biomassa de 

Spirulina platensis foi coletada dos tanques, seca em estufa e triturada em moinho de 

facas (COSTA et al., 2002; 2004; MORAIS et al., 2009). 

A microalga utilizada Chlorella sp., foi fornecida pelo Laboratório de Engenharia 

Bioquímica da FURG,  mantida e cultivada em meio BG-11, contendo a seguinte 

composição em (g/L): NaNO3 (1,50); K2HPO4.3H2O (0,04); MgSO4.7H2O (0,075); 

CaCl2.2H2O (0,036); citrato férrico (0,006); EDTA (0,001); Na2CO3 (0,02); Acido Cítrico 

(0,006) e micronutrientes (HENRARD, 2009). 

Os cultivos foram realizados em fotobiorreatores abertos tipo raceway de 6 L 

com 5 L de volume útil e concentração celular inicial 0,20 g/L.  A agitação dos cultivos 

foi realizada através de bombas submersas com vazão de 60 L/h fixadas nos 

fotobiorreatores. A iluminância foi de 3200 Lux possuindo como fonte, lâmpadas 

fluorescentes tipo luz do dia (40 Watts). O aparato experimental foi mantido durante 40 

dias em câmara termostatizada não estéril a 30 °C, com fotoperíodo de 12 h 

claro/escuro (REICHERT et al., 2006). 

2.3 Caracterização físico-química das microalgas 

O pH e a acidez titulável das microalgas foram determinados segundo 

procedimentos da AOAC (2000).  O material microbiano foi homogeneizado em água 
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previamente fervida na proporção de 1:9; sob agitação por 30 minutos. No 

sobrenadante foram determinados os pHs potenciometricamente, utilizando um 

pHmetro marca Hanna modelo 200. A acidez titulável foi determinada por titulometria 

de neutralização com NaOH 0,1mol/L e expressa em porcentagem de acidez total. 

Os teores de umidade foram determinados empregando o método gravimétrico 

de secagem em estufa com circulação de ar a 105 °C, segundo o método nº 935.29 da 

Association of Official Analytical Chemists – AOAC (2000). As cinzas foram 

determinadas por método gravimétrico através de incineração das amostras em mufla 

550 °C, método nº 923.03 da AOAC (2000). A determinação de lipídios foi realizada 

pela extração com éter de petróleo de acordo com o método nº 920.85 da AOAC 

(2000), e os níveis proteícos foram determinados pelo método de micro-kjeldahl nº 

920.87, empregando como fator de conversão de nitrogênio o valor geral de 6,25 para 

as microalgas (AOAC, 2000). Os carboidratos das microalgas Spirulina platensis e 

Chlorella sp. foram determinados por diferença. 

2.4 Extração dos compostos fenólicos 

Para extração dos compostos fenólicos, 8 g de microalga foram 

homogeneizadas com 10 mL de metanol em agitador orbital a temperatura ambiente  

por 60 min a 200 rpm para a microalga Chlorella sp. e 100 rpm para a Spirulina 

platensis. A agitação foi interrompida durante 15 min, após, foram adicionados mais 10 

mL de metanol e agitados por 60 min. O filtrado foi lavado com 20 mL de hexano. O 

extrato foi clarificado (para eliminação de interferentes) com 5 mL de hidróxido de 

bário 0,1 mol/L e 5 mL de sulfato de zinco 5%. 

A quantificação dos compostos fenólicos das microalgas nos extratos foi 

realizada por espectrofotometria utilizando o reagente Folin-Ciocalteau. Alíquotas de 

0,5 e 0,8 mL dos extratos foram adicionados em uma série de tubos, completando o 

volume para 1 mL com água destilada. Em seguida, foram adicionados 4,5 mL de 

solução alcalina (Na2CO3 2%, CuSO4 2% e tartarato duplo de sódio e potássio 4%, nas 

proporções 100:1:1). A mistura permaneceu em repouso por 15 min em banho-maria a 

37 °C. Foram adicionados 0,5 mL do reagente de Folin-Ciocalteau (diluído 1:2 com 

água destilada) seguido de repouso por mais 15 min a temperatura de 37°C. A leitura 

das unidades de absorvâncias foram realizadas em espectrofotômetro (VARIAN/CARY 

100) a 750 nm. Os compostos fenólicos totais foram quantificados com auxílio de uma 

curva de calibração de ácido gálico cujas concentrações variaram de 2-30 g/mL 

(SOUZA et al., 2011). Os valores dos compostos fenólicos nas amostras foram 
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expressos em µg de equivalente de ácido gálico (GAE)/ g microalga, apresentadas como 

média ± desvio padrão. As determinações foram realizadas em triplicata. O coeficiente 

de determinação da curva analítica foi de 0,9987 e a equação da curva foi Y = 0,0307 

x (µg/mL), sendo a variável do eixo x a concentração e do eixo y a absorvância. 

2.5 Determinação da atividade antioxidante (ensaio in vitro) 

2.5.1 Atividade de sequestro do radical DPPH 

A atividade antioxidante dos extratos fenólicos das microalgas foi medida 

utilizando procedimento descrito por Herrero et al. (2005) com modificações, 

monitorando-se o consumo do radical livre DPPH pela amostra, através da 

determinação do decréscimo da unidade de absorvância (uA) nas soluções contendo 

os extratos fenólicos. As medidas foram realizadas em espectrofotômetro UV-Vis 

(VARIAN/CARY-100) em comprimento de onda 515 nm, utilizando como controle 

positivo o ácido gálico. Aos tubos contendo 3,0 mL da solução metanólica de DPPH 

(5,2x10-5 mol/L) foram adicionados 0,5 mL de metanol e 0,5 mL dos extratos fenólicos. 

A mistura reativa permaneceu a temperatura ambiente, sem a incidência de luz e a 

mudança de cor violeta para amarela foi medida após 0, 30, 60, 90, 120, 150 e 180 

min de reação. A solução de DPPH foi preparada diariamente e estocada em frascos 

âmbar cobertos com folhas de alumínio, mantidas no escuro a 4 °C até o momento 

das determinações. 

A curva de calibração do DPPH (diluído em metanol) foi preparada a partir de 

uma solução estoque metanólica na concentração de 50 µg/mL, do qual foram diluídas 

a 40, 35, 30, 25, 15, 10, 5 e 1 µg/mL. 

A capacidade de sequestrar radical livre foi expressa como percentual de 

inibição de oxidação do radical e calculado conforme equação abaixo. 

% Inibição = ((ADPPH – AExtr)/ ADPPH)*100             (1) 

Onde ADPPH é a absorvância da solução de DPPH e AExtr é a absorvância da 

amostra em solução. AExtr foi calculada com base na diferença entre a absorvância da 

solução de amostra em teste com o seu branco. O valor de IC50 foi definido como a 

concentração final em µg/mL do extrato presente na cubeta, requerido para decrescer 

a concentração inicial de DPPH em 50%, conforme Roesler et al. (2007). 
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2.5.2 Inibição da oxidação catalisada enzimaticamente 

A peroxidase empregada foi extraída de batata rosa (Solanum tuberosum). O 

extrato enzimático foi obtido de 20 g de polpa de batata homogeneizada com 100 mL 

de solução tampão fosfato pH 6,5 (20 mM) sob agitação em blender por 3 min. O 

homogeneizado foi centrifugado a 3220 g a 4 °C, por 10 min, e filtrado. O extrato bruto 

(sobrenadante) foi mantido a aproximadamente 4 ºC, para posterior utilização como 

fonte de peroxidase (OLIVEIRA et al., 2007). 

A reação enzimática de escurecimento foi realizada a 30 °C em pH 6,5 

utilizando-se o guaiacol 1% como substrato em presença de H2O2 0,08%. Os extratos 

fenólicos foram adicionados como inibidores da reação (1 mL de extrato fenólico) e no 

grupo controle o volume de extrato fenólico foi substituído por água destilada. Ao 

grupo controle foram adicionados 1,5 mL de tampão fosfato pH 6,5; 1 mL de água 

destilada; 1 mL de peróxido de hidrogênio 0,08%; 0,5 mL de guaiacol 1% e 1 mL de 

extrato enzimático. A absorvância foi medida a 470 nm em um espectrofotômetro 

VARIAN modelo CARY 100 nos tempos 5, 10, 15, 20, 30 e 40 min. A atividade 

antioxidante foi expressa como o percentual de inibição da reação de escurecimento, 

em relação ao seu controle (100%). 

2.5.3 Inibição da peroxidação lipídica 

Foram preparados 4 conjuntos de reatores, sendo cada conjunto formado por 

10 erlenmeyeres de 125 mL, cada par correspondente a um tempo de armazenamento 

0, 7, 14, 21 e 30 dias. Em todos os erlenmeyeres foram pesados 5 g de óleo de oliva 

com precisão analítica (0,0000g). Ao primeiro conjunto (Branco) foram adicionados 

500 μL de solução metanólica (correspondente à maior concentração do metanol do 

extrato fenólico). Ao segundo conjunto (Padrão) foram adicionados 500 μL de uma 

solução de ácido gálico contendo 100 μg/mL. Ao terceiro conjunto foram adicionados 

350 μL de extrato fenólico de Spirulina platensis com 100 μg GAE/mL e 500 μL de 

extrato fenólico de Chlorella sp.. contendo 94 μg GAE/mL. Aos quarto conjunto de 

experimento foram adicionados, respectivamente, 500 μL de extrato fenólico de 

Spirulina platensis com 150 μg GAE/mL e 700 μL de extrato fenólico de Chlorella sp.. 

contendo 143 μg GAE/mL. Após a adição dos reagentes os frascos foram 

homogeneizados a 200 rpm em agitador horizontal durante 30 min. Antes da 

implantação do experimento foram determinados os índices de peróxidos de 2 

reatores de cada tratamento (tempo zero), segundo o método descrito por OLIVEIRA 

(2009). Os demais reatores foram mantidos em câmara termostatizada a 25 °C com 



101 

iluminância de 3000 lux fornecida por lâmpadas fluorescentes (Philips, TL 40W, luz do 

dia) em fotoperíodo fixado de 12 h claro/12 h escuro. A cada 7 dias, foram 

determinados os índices de peróxido de 2 reatores de cada tratamento até completar 

30 dias. 

O conteúdo de peróxido do óleo de oliva foi extraído de 5 g de amostra com 30 

mL de uma solução de clorofórmio-ácido acético (3:1) sob agitação horizontal durante 

1 min. Em seguida foram acrescentados 30 mL de água destilada previamente fervida 

e 1 mL da solução de KI saturada. A mistura ficou em repouso no escuro durante 15 

min sendo em seguida titulada com solução de tiossulfato de sódio 0,014 M 

empregando solução de amido gelatinizado (0,5%) como indicador (0,5 mL). A 

determinação foi realizada em duplicata e a média de volumes gastos na titulação foi 

empregada para a estimativa do índice de peróxido expresso como meq peróxido/kg 

amostra. O índice de peróxidos foi calculado através da Equação 2. 

IP = (V – Vb) x N  x 1000           (2)        
                                              m 

Sendo: IP = índice de peróxidos. 

V = volume (mL) de solução de tiossulfato de sódio gasto na titulação do óleo com o 

extrato. 

Vb = volume (mL) de solução de tiossulfato de sódio gasto na titulação do branco. 

N = normalidade padronizada do tiossulfato de sódio. 

m = massa de óleo (kg) 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A Tabela 1 apresenta os resultados das médias ± desvio padrão dos elementos 

de composição centesimal das microalgas Spirulina platensis e Chlorella sp., ou seja, 

umidade, carboidratos, cinzas, proteínas e lipídios. A acidez titulável e o pH foram 

respectivamente 0,3% e 5,7 para a Spirulina platensis e 0,1% e 5,5 para a Chlorella 

sp. 
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Tabela 1: Composição proximal das microalgas. 

Composição Spirulina platensis Chlorella sp. 

Umidade (%) 6,8±0,4a 8,9±1,0b 

Cinzas (%) 6,7±0,1a 5,4±0,5a 

Proteínas (%) 53,8±1,3a 51,0±2,3a 

Carboidratos (%) 28,8±0,6a 28,6±1,0a 

Lipídios (%) 3,9±1,4a 6,1±0,8b 

Cada valor foi obtido por meio da média ± desvio padrão de triplicatas. 

*Letras iguais na mesma linha indicam que não há diferença significativa nas médias 

pelo teste de Tukey (α < 0,05). 

A composição proximal determinada para as microalgas foi semelhante a 

encontrada por outros autores, levando-se em conta as diferenças decorrentes do tipo 

de cultivo e de outras variáveis abióticas (HENRIKSON, 1994; COLLA et al., 2007; 

SOUZA et al., 2010). Os dados obtidos permitem afirmar que as microalgas estudadas 

são basicamente constituídas por proteínas e carboidratos. 

Os resultados encontrados foram de 1,1 e 0,65 mg GAE/g massa seca(ms) para 

os extratos metanólicos de Spirulina platensis e de Chlorella sp., respectivamente. 

Estes foram dados inferiores aos relatados por Colla et al. (2007) que encontrou 

valores de até 4,9 mg GAE/g massa seca para a Spirulina platensis, este fato pode ter 

ocorrido devido as condições de cultivo, que foram específicas para produção de 

compostos fenólicos. 

Li et al. (2007) estudaram o conteúdo de fenóis totais e a atividade antioxidante 

em µmol Trolox/g das microalgas Chlorella protothecoides, Chlorella pyrenoidosa e Chlorella 

vulgaris em três sistemas de solventes (hexano, acetato de etila e água), encontrando 

valores de conteúdo fenólico variando de 0,97 a 2,67 (mg GAE/g) para os extratos 

aquosos; 1,6 a 8,12 (mg GAE/g) para extratos aceto-etilícos e de 3,12 a 14,35 (mg 

GAE/g) para os extratos hexânicos. Os resultados neste trabalho para a Chlorella sp. 

também foram inferiores aos mencionados pelos autores que utilizaram solventes e 

condições de cultivo distintas. 
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Cabe salientar que os valores de CFT na Spirulina platensis e Chlorella sp. 

foram superiores aos encontrados por Hajimahmoodi et al. (2010), que obtiveram para 

a Chlorella vulgaris valores da ordem de 0,02 a 0,49 (mg GAE/g) para a fração 

hexânica, 0,02 a 3,59 (mg GAE/g) para a fração aceto-etílica e 3,69 a 19,14 (mg 

GAE/g) para a fração aquosa. Fato que também demonstra que o conteúdo de 

compostos fenólicos é fortemente dependente do tipo de solvente extrator.  

A capacidade de sequestrar radicais livres em relação ao radical estável 2,2-

difenil-1-picril hidrazila (DPPH) foi inicialmente escolhida por se tratar de um 

procedimento simples, rápido e sensível a pequenas variações no potencial 

sequestrante (SOUSA et al., 2007). 

A atividade antioxidante dos extratos fenólicos determinados pela inativação do 

DPPH esta apresentada na Tabela 2. 

Tabela 2: Concentração de fenóis totais dos extratos das microalgas e a % de DPPH 

consumido. 

Microalga 
µgfenóis/

mL extrato 

DPPH consumido (%)  

0 min 30 min 60 min 90 min 120 min 150 min 180 min 

S. platensis 48,6 4,0±0,6
a
 17,1±0,1

b
 19,2±0,1

c
 22,8±0,2

e
 23,0±0,0

e
 22,0±0,6

e
 22,3±0,2

e
 

S. platensis 73,0 6,8±1,4
a
 29,4±0,9

b
 38,0±0,3

c
 42,6±0,5

d
 52,0±1,0

e
 52,0±0,8

e
 53,5±1,2

e
 

Chlorella sp. 29,2 1,3±0,01
a
 8,4±0,8

b
 11,0±,1,2

c
 11,4±0,8

c
 13,0±1,0

c
 11,2±0,2

c
 12,0±0,8

c
 

Chlorella sp. 41,1 2,1±0,25
a
 11,1±1,1

b
 14,3±1,6

c
 13,0±0,9

b
,
c
  13,4±0,6

b,c
 15,1±1,2

c
 14,3±0,6

c
 

Os valores estão expressos como média ± SD (n=3). 

Letras sobrescritas iguais na mesma linha indicam que não há diferença significativa 

(p<0,05). 

Os resultados mostraram que o extrato fenólico de Spirulina platensis (73 

µgfenóis/mLextrato) apresentou a maior atividade antioxidante. Porém em todos os 

extratos e concentrações estudadas a atividade antioxidante foi estatisticamente igual 

no intervalo de tempo a partir de 90 min. Cabe salientar que as concentrações dos 

extratos foram diferentes em função da microalga Chlorella sp. possuir um menor 

conteúdo de compostos fenólicos, porém o volume de extrato adicionado para ambas 

microalgas foi o mesmo. Wu et al. (2005), já haviam verificado que o extrato de 

Spirulina apresentava maior atividade antioxidante do que outras algas comerciais, 

como a Chlorella, atribuindo este efeito ao maior conteúdo de compostos fenólicos 

naquela espécie. 
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Um extrato que apresenta alto potencial em sequestrar radicais livres possui 

baixo valor de IC50. Os menores valores de IC50 foram obtidos quando o antioxidante 

era ácido gálico 4,3 µg/mL, e para o extrato de Spirulina platensis que foi de 140 

µg/mL.  

Mendiola et al. (2007) fizeram uma triagem de compostos com atividade 

antioxidante da Spirulina platensis em uma extração com fluido supercrítico, e 

encontraram valores de IC50, estimado pela inibição do DPPH, de até 297 µg/mL, 

comparados aos 4,4 µg/mL para o ácido ascórbico e de 14,4 µg/mL para o BHT 

(antioxidante sintético). Roesler et al. (2007) estudaram resíduos de vegetais e 

encontraram valores de IC50 inferiores aos encontrados nas microalgas, para o extrato 

etanólico e aquoso de casca de pequi (9,44 e 17,98 mg/mL respectivamente), extrato 

etanólico de semente e casca de araticum (30,97 e 49,18 mg/mL, respectivamente). O 

IC50 para o extrato comercial de alecrim foi de 80,84 mg/mL, sendo que estes 

apresentavam em média 2 vezes mais compostos fenólicos que as microalgas 

estudadas. 

A Figura 1 mostra o efeito inibitório dos extratos fenólicos das microalgas sobre 

a reação de escurecimento do guaiacol, em duas concentrações, catalisada pelo 

extrato enzimático da peroxidase extraída da batata. 
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Figura 1: Inibição da reação de escurecimento enzimático pelos extratos das 

microalgas.  

O extrato fenólico de Spirulina platensis na concentração de 150 µg GAE/mL 

extrato apresentou a maior inibição aos 15 minutos de reação, estimado em 55% de 

inibição do escurecimento enzimático catalisado por peroxidase extraída da batata, 

mas o escurecimento enzimático foi inibido pelos extratos de ambas as microalgas em 

todos os tempos estudados. 

Colla et al. (2007) encontraram atividade de inibição da peroxidase extraída da 

batata, de no máximo 35%, quando a concentração de fenóis da Spirulina platensis foi 

de 4,9 mg fenóis/g de biomassa seca. Oliveira et al. (2007) verificaram que ocorria a 

inibição do escurecimento enzimático catalisado por peroxidase em presença de 

extratos fenólicos de cascas de limão, laranja e maçã, que inibiram 76% (108 μg 

fenóis/mLextrato), 74,5% (73,3 μgfenóis/mLextrato) e 82% (50 μgfenóis/mLextrato),respectivamente.  

 Os resultados da inibição da peroxidação lipídica estimados em 

meqperóxido/kgamostra aparecem na Tabela 3. 
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Tabela 3: Índices de peróxido (meqperóxido/kgamostra) dos experimentos ao longo do 

armazenamento em presença ou não de extratos fenólicos. 

Experimento 

(dias) 

Controle Padrão 

(ácido 

gálico) 

Extrato S. 

platensis 

100 µg/mL 

Extrato S. 

platensis 

150 µg/mL 

Extrato 

Chlorella 

94 µg/mL  

Extrato 

Chlorella 

143 µg/mL 

Zero 4,1±0,2a 4,1±0,1a 4,2±0,1a 4,1±0,0a 4,3±0,2a 4,1±0,1a 

7 6,0±0,5b,c 4,6±0,3a 5,4±0,1a,b,c 5,0±0,4ª 5,8±0,0b,c 5,3±0,3ª,b,c 

14 18,2±1,3d 8,7±0,9a 13,1±2,1ª,c 9,9±0,3b 15,0±0,9b,cd 13,1±0,6b,c 

21 24,3±2,0e 13,6±0,5a 21,0±1,4c,d 16,7±0,5b 22,3±0,3d,e 19,4±0,1b,c 

30 21,1±2,1b 13,5±0,9a 22,0±1,6b 18,8±0,0b 20,9±0,5b 18,9±1,1b 

Os valores estão expressos como resultado de média ± desvio padrão (n=3). 

Letras sobrescritas iguais na mesma linha indicam que não há diferença significativa 
(p<0,05) pelo teste de Tukey. 
 

O tratamento com o padrão de ácido gálico (100 μg/mL) foi o que apresentou 

as maiores porcentagens de inibição da formação de peróxido, chegando a 52% no 

14° dia de experimento. Com relação aos extratos de microalgas, o de Spirulina 

platensis (150 μg GAE/mL) foi o que apresentou maior inibição, reduzindo o conteúdo 

deste composto em 46% aos 14 dias e 31% aos 21 dias, significativamente, quando os 

índices de peróxidos são comparados com o controle. O extrato fenólico da microalga 

Chlorella sp. (143 μg GAE/mL) apresentou a sua maior inibição de 28% aos 14 dias de 

experimento. Após os 14 dias de experimento, todos os tratamentos tiveram poder de 

inibir a peroxidação lipídica. O efeito inibitório da peroxidação lipídica pode estar 

relacionado com a capacidade dos fenóis em seqüestrar radicais hidroxil, os 

iniciadores da peroxidação lipídica 

Souza et al. (2006), estudaram a redução do índice de peróxido para o óleo de 

soja e para o azeite de oliva em presença e ausência do pigmento ficocianina extraído 

da Spirulina platensis e observaram, para o óleo de soja, no tempo de 8 horas de 

oxidação, valores de 7,84 meq/kgamostra para a concentração de 0,5% de ficocianina, 

5,16 meq/kgamostra para a concentração de 1,0%, enquanto que para a concentração de 

1,5% foi de 12,94 meq/kgamostra. Quando o óleo de soja foi oxidado na ausência do 

antioxidante estudado, o índice de formação de peróxidos foi de 17,76 meq/kgamostra. A 

redução no índice de peróxidos foi maior com a utilização do pigmento ficocianina na 

concentração de 1%, seguida da concentração de 0,5%. Para o azeite de oliva, o 

máximo índice de peróxido também foi observado em 8 horas, com valores de 6,24 
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meq/kgamostra para a concentração de 0,5%, 7,13 meq/ kgamostra para 1,0% e 11,81 

meq/kgamostra para a concentração de 1,5% e para o azeite de oliva oxidado na 

ausência de ficocianina, o índice de formação de peróxidos foi de 18,35 meq/ kgamostra. 

O índice de peróxidos máximo foi maior no azeite de oliva adicionado de 0,5% de 

ficocianina, seguido das concentrações de 1,0% e 1,5%. 

Oliveira (2009) estudou a inibição da peroxidação lipídica pela redução do 

índice de peróxido do azeite de oliva, empregando como antioxidante os extratos 

fenólicos de farelo de arroz fermentado com Rhizopus oryzae e encontrou inibição de 

60% aos 21 dias de experimento, portanto mais eficientes que os extratos das 

microalgas. 

Wang et al. (2007) estudaram a atividade antioxidante de extratos de Spirulina 

platensis em um ensaio utilizando o método de peroxidação lipídica de ácido linoleico, 

demosntrando que a atividade dos extratos de Spirulina platensis foi inferior 

comparativamente com a do BHT (Butil-hidroxitolueno) e Trolox, mas foi 

significativamente maior que a do -tocoferol em 300 minutos. Segundo os autores, a 

atividade antioxidante dos extratos de Spirulina platensis e os antioxidantes de 

referência diminuíram na seguinte ordem: Trolox > BHT > extratos ≥ -tocoferol. 

4. CONCLUSÕES 

As microalgas Spirulina platensis e Chlorella sp. são fontes de compostos 

fenólicos com propriedades antioxidantes, sendo a primeira com o maior conteúdo de 

compostos fenólicos (1100 µg GAE/g). A mesma também inibiu de forma mais 

eficiente o radical DPPH, o escurecimento enzimático e a peroxidação lipídica. 

A microalga Chlorella sp. também apresentou atividade antioxidante frente a 

todos os métodos estudados, porém com valores inferiores aos apresentados pelo 

extrato fenólico de Spirulina platensis, que se apresentou mais promissora para 

utilização de seus compostos antioxidantes naturais. 
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Atividade antiaflatoxina de compostos fenólicos naturais da Spirulina platensis 

Michele Moraes de Souza, Eliana Badiale-Furlong 

RESUMO 

O estudo trata da eficácia do extrato fenólico de Spirulina platensis contra o 

Aspergillus flavus e a produção de aflatoxina. O extrato fenólico de Spirulina platensis 

teve quantificado os seus componentes individuais, empregando CLAE-UV, sendo que 

o ácido gálico  representou 49,5% e o ácido cafeico 43,3%. O extrato na concentração 

de 78 µgfenóis/mLextrato inibiu em até 80% o desenvolvimento do Aspergillus flavus 

impedindo a produção de aflatoxina B1 até o 10º dia de incubação. As conclusões do 

estudo apontam para a possível exploração de conservantes seguros da Spirulina 

platensis contra a contaminação de alimentos por Aspergillus flavus. 

Palavras-Chave: Aflatoxinas, antifúngico, Aspergillus flavus, conservador de alimentos, 

extrato fenólico, Spirulina platensis 
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ABSTRACT 

The study addresses the effectiveness of phenol-water extract of Spirulina platensis 

and its main component, gallic acid, against Aspergillus flavus and aflatoxin production. 

The phenol-water extract of Spirulina platensis was quantified about it individual 

compounds, using HPLC-UV being the gallic acid 49.5% and the caffeic acid 43,3 %. 

The extract at a concentration of 78 μgphenolic/ mLextract inhibited by 80% the 

development of Aspergillus flavus and declin it allow aflatoxin B1 production until the as 

10th day. The findings point to the possible exploitation of Spirulina platensis safe 

preservatives against food spoilage by Aspergillus flavus. 

Keywords: Aflatoxins, antifungal, Aspergillus flavus, food preservatives, phenolic 

extract, Spirulina platensis. 
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1. INTRODUÇÃO 

A contaminação fúngica é um problema sério durante a produção de alimentos. 

Algumas espécies representam um risco muito grave para os consumidores por causa 

da produção de metabólitos secundários que possuem efeito patogênico para 

humanos e animais de criação, sem que este dano seja aparente. Nesta classe está o 

Aspergillus flavus, produtor de aflatoxinas que possui propriedades cancerígenas, 

teratogênicas, hepatotóxicas e imunossupressoras (HEIDTMANN-BEMVENUTI et al, 

2011; TIAN et al, 2012). Cerca de 4,5 bilhões de pessoas são afetadas pela ingestão 

de aflatoxinas, principalmente em países em desenvolvimento e a aflatoxicose ocupa a 

6ª posição entre os 10 mais importantes riscos à saúde (WILLIAMS et al. 2004). 

Segundo a FAO (Food and Agriculture Organization), estima-se que 25% das 

lavouras de alimentos do mundo são afetadas por micotoxinas e aproximadamente 

10% dos produtos alimentícios agrícolas no mundo são severamente degradados por 

fungos. Uma vez que alimentos, produtos alimentícios e especiarias sejam 

contaminados por aflatoxinas é quase impossível detoxificar utilizando  métodos 

normais de cozimento. Portanto, controlar o crescimento e a produção de aflatoxinas 

por espécies toxigênicas de Aspergillus usando aditivos alimentares e componentes 

naturais extraídos de plantas tem sido recomendado. 

O uso de fungicidas sintéticos é uma tecnologia comum para proteger os 

alimentos da deterioração por fungos e contaminação por micotoxinas. No entanto, a 

maioria dos fungicidas sintéticos pode apresentar toxicidade residual nas colheitas e 

no ambiente, propiciando a seleção de espécies resistentes, além de efeitos crônicos 

adversos a saúde (SRIVASTAVA et al. 2008). Tais riscos tem resultado na busca por 

alternativas para substituir o uso de antifúngicos sintéticos (SOFOS et al 1998;. 

KILANI-JAZIRI et al 2011). 

Nos últimos anos a demanda do consumidor por produtos naturais, eficazes e 

seguros, para controle de deterioração dos alimentos tem aumentado (SOUZA et al., 

2011; TIAN et al., 2011; 2012). Óleos essenciais e produtos aromáticos voláteis do 

metabolismo secundário das plantas, formaram a base de muitas aplicações de 

aromatizantes na indústria de alimentos e conservação (RAHMAN & KANG, 2009; 

TIAN et al., 2012). Outros estudos vêm demonstrando a possibilidade de substituir 

conservantes químicos por naturais extraídos de fontes microbianas, como a 

cianobactéria Spirulina platensis (COLLA et al., 2007; ABEDIN & TAHA, 2008; 

KAUSHIK & CHAUHAN, 2008; TANTAWY, 2011; SOUZA et al., 2011). Esta microalga 
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como outras, são tidas como boas fontes de compostos fenólicos, principalmente os 

ácidos fenólicos, além de estarem associadas a uma série de efeitos benéficos a 

saúde promovidas pela presença destes compostos (COLLA et al., 2007; LI et al., 

2007). 

Os ácidos fenólicos, conhecidos como compostos bioativos, são amplamente 

encontrados em todo o reino vegetal e microbiano. A eles vem sendo atribuídas 

propriedades de atuarem como antioxidantes, antifúngicos, antimutagênicos, 

anticarcinogênicos, anti-inflamatórios, antimicrobianos, entre outras outras (XU et al., 

2008). Para exercer tantas funções biológicas é bem possível que apareçam em 

misturas de estruturas com base semelhante, mas com distintos substituintes que 

podem atuar sinergisticamente. 

Em vista disto, a cromatografia líquida de alta eficiência é a técnica mais 

adequada para separar, identificar e quantificar os compostos fenólicos presentes em 

diferentes fontes. Por isto, neste estudo foi avaliado o perfil dos compostos fenólicos 

presentes em extratos metanólicos de Spirulina platensis bem como sua atividade 

sobre o crescimento micelial e a produção de aflatoxinas por Aspergillus flavus. 

2. MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Spirulina platensis e cultivo 

A cianobactéria Spirulina platensis foi fornecida pelo Laboratório de Engenharia 

Bioquímica da Universidade Federal do Rio Grande (FURG) e armazenada em 

recipientes plásticos sob refrigeração, até o momento da extração dos compostos 

fenólicos. A microalga foi isolada da Lagoa Mangueira e cultivada em uma planta piloto 

localizada próximo a costa dessa lagoa, constituída por três tanques revestidos com 

fibras, agitados por pás, localizados no interior de uma estufa de filme de polietileno 

transparente. A cultura foi adicionada aos tanques de produção, em quantidade 

suficiente para uma produção inicial de 10.000 L em cada tanque. As culturas foram 

mantidas sob luz natural no tanque por 387 dias. A biomassa de Spirulina platensis foi 

retirada dos tanques, seca em estufa e triturada em moinho de facas (COSTA et al., 

2002; 2004; MORAIS et al., 2009). 

A amostra de Spirulina platensis foi analisada quanto à umidade conforme a 

metodologia descrita pelo AOAC (2000), que consiste na secagem direta em estufa 

com circulação de ar a 105 °C.  
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2.2 Extração de fenóis ácidos da Spirulina platensis 

Foram pesadas 2 gramas de Spirulina platensis seca e adicionados 10 mL de 

metanol e agitados a temperatura ambiente em mesa agitadora orbital TE - 141 da 

marca TECNAL por 60 min a 200 rpm. A agitação foi interrompida por 15 min, em 

seguida, adicionado 10 mL de metanol, sendo a agitação foi realizada por mais 60 

min. Os extratos foram filtrados e clarificados com 5 mL de hidróxido de bário 0,1M e 5 

mL de sulfato de zinco 5%; as soluções foram filtradas e transferidas 

quantitativamente para um balão volumétrico de 25 mL, sendo o volume final 

completado com o solvente utilizado na extração, metanol (SOUZA et al., 2011). Os 

extratos foram centrifugados a 3220 g por 10 min para posterior injeção no CLAE. 

A determinação quantitativa dos compostos fenólicos totais nos extratos foi 

realizada por espectrofotometria de UV/VIS utilizando o reagente de Folin-Ciocalteau, 

e o procedimento consistiu em tomar alíquotas de 500 μL do extrato, agitar com 500 

μL de água destilada e 4,5 mL de Na2CO3 4% por 1 min, colocando em banho-maria a 

37 °C por 15 min. As misturas foram agitadas por 30 segundos em banho ultra-som 

com 500 μL do reagente de Folin-Ciocalteau diluído 1:2 com água destilada. Após 10 

min, foi medida a absorvância das soluções em comprimento de onda de 750 nm. O 

teor de fenóis totais foi determinado por interpolação da absorvância das amostras a 

partir de uma curva analítica construída com uma solução padrão de ácido gálico 

contendo 100 μg/mL, da qual foram preparadas diluições variando entre 2 e 30 μg/mL. 

Os resultados foram expressos como μg de equivalente de ácido gálico (GAE)/ g de 

Spirulina platensis. 

2.3 Perfil de compostos fenólicos  

Os padrões cromatográficos para a determinação de compostos fenólicos 

(ácido gálico, ácido cafeico, ácido trans-cinâmico e ácido salicílico) foram obtidos da 

Sigma Chemicals Co. (St. Louis, MO) com 98-99% de pureza. O metanol grau 

cromatográfico e o ácido acético de grau analítico foram adquiridos da Merck 

(Darmstadt, Alemanha). Foi utilizado um sistema Milli-Q da Millipore (Bedford, USA) 

para purificar a água utilizada para o preparo da fase móvel. Foi utilizada membrana 

filtrante com poros de 0,45 μm, da Millipore.  

Os padrões de compostos fenólicos foram dissolvidos em metanol para obter 

soluções estoque 0,1 mg/mL, as quais foram armazenadas em frascos de vidro âmbar 

a 4 °C. 
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Para separação, identificação e quantificação cromatográfica dos compostos 

fenólicos do extrato de Spirulina platensis, foi utilizado um cromatógrafo líquido de alta 

eficiência composto por bomba LC-AT, desgaseificador DGU, controlador CBM-20A, 

detector SPD-20A, injetor manual 7725i com loop de 20 μL, detector UV-Visível 10AXL 

e software LC Solution- Shimadzu (Figura 1). 

 

Figura 1: Cromatógrafo líquido de alta eficiência acoplado aos detectores de 

ultravioleta e fluorescência. 

Os compostos fenólicos da Spirulina platensis foram separados empregando 

uma coluna de fase reversa RP-18 CLC-ODS octadecil nas dimensões de 5 μm x 4,6 

mm x 150 mm. A eluição foi realizada com fase móvel em gradiente de solução 

aquosa de ácido acético (99:1, v/v), metanol e acetonitrila que variou conforme o 

descrito na Tabela 1, com vazão de 1,0 mL/min, perfazendo um tempo total de corrida 

de 18 minutos. O volume injetado foi de 20 μL. 
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Tabela 1: Programa do gradiente de eluição dos solventes para separação de 

compostos fenólicos em Spirulina platensis. 

Intervalo de Tempo 

(minutos) 

Solução aquosa de 

ácido acétido (99:1) 

(%) 

Acetonitrila (%) Metanol (%) 

1 - 3 65 3,5 31,5 

3 - 10 57 4,3 38,7 

10 - 12 41 5,9 53,1 

12 - 18 65 3,5 31,5 

 

Para identificar os compostos na mistura foi utilizada a comparação dos tempos 

de retenção e dos espectros dos picos separados com os padrões (DUTRA et al., 

2010). O espectro de máxima absorção na região ultravioleta foi determinado pela 

injeção dos padrões isolados em três concentrações crescentes. O aumento do sinal 

gerado confirmou seus tempos de retenção (tR).  

Cada padrão estudado foi analisado individualmente, para obtenção dos seus 

tempos de retenção e das suas curvas determinadas no UV, e posteriormente foram 

reunidos para comporem a mistura de padrões empregada para a quantificação. 

As curvas analíticas e linearidade da resposta do detector UV-Visível para os 

compostos fenólicos foram avaliados pela construção da curva analítica através da 

injeção de um total de cinco soluções padrão para os níveis de concentração entre 2,3 

e 37 µg/mL para o ácido gálico, de 11 a 176 µg/mL para o ácido cafeico, 18,3 a 293 

µg/mL para o ácido salicílico e de 0,43 a 7 µg/mL para o trans-cinâmico, com três 

injeções de cada concentração, preparadas a partir de soluções estoque de 100 

µg/mL para o ácido gálico e trans-cinâmico, 300 µg/mL para o ácido cafeico e 500 

µg/mL para o ácido salicílico, sendo as diluições feitas em metanol. Os dados de 

regressão linear foram obtidos com auxílio do software do equipamento. A partir 

destes dados foi avaliado o coeficiente de correlação linear (r) do instrumento. 
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2.4 Ensaio de atividade antifúngica  

O micro-organismo utilizado neste estudo foi o fungo patogênico Aspergillus 

flavus CCT 1217 adquirido da Coleção de Culturas da Fundação Tropical de Pesquisa 

André Tosello. A cultura foi mantida em ágar batata dextrose (BDA) a 24 °C por 12 

dias até completa esporulação. A solução de esporos foi obtida com solução de tween 

80 0,2%, filtração e enumeração de esporos em câmara de Neubauer padronizada 

para 4 x 106 esporos/mL. 

A atividade antifúngica foi determinada in vitro pelo método bioanalítico que 

consistiu em acompanhar o desenvolvimento do micro-organismo em placas contendo 

meio BDA em presença e ausência do extrato fenólico de Spirulina platensis. O meio 

de cultura foi preparado com os cuidados assépticos usuais em cultivo microbiano. O 

extrato fenólico metanólico da Spirulina platensis foi evaporado em evaporador 

rotatório a 60 °C para ser diluído diretamente no meio autoclavado, e vertido em 

placas de Petri (9 cm de diâmetro). Em cada placa foram adicionados os extratos 

fenólicos nas concentrações do estudo (26 µg/mL; 52 µg/mL e 78 µg/mL) definidas em 

testes anteriores, sempre observando as condições assépticas (Câmara de Fluxo 

Laminar LABCONCO modelo 36210, tipo B2). Nas placas controle, os extratos foram 

substituídos pela mesma quantidade de água estéril, adicionada antes do meio de 

cultura. Após a solidificação, foram adicionados ao centro das placas a solução de 

esporos (42 µL) seguindo-se a incubação em câmara de crescimento, a 24 ºC por 21 

dias (OLIVEIRA & BADIALE-FURLONG, 2008; SOUZA et al., 2010). 

A inibição percentual do crescimento radial da cepa testada pelo extrato em 

comparação com o controle, foi calculada usando a seguinte fórmula, no 3°, 5°, 7°, 

10°, 14° e 21° dias de incubação, calculada de acordo com a equação 1. 

Porcentagem de inibição do micélio = [(dc – dt)/dc] x 100        (1) 

Onde dc (cm) é o diâmetro das colônias para os conjuntos do grupo controle e 

dt (cm) é o diâmetro das colônias para os conjuntos do grupo tratamento. O MIC 

(concentração mínima inibitória) foi definido como a concentração que inibiu pelo 

menos em 50% o desenvolvimento das colônias de Aspergillus flavus. As 

determinações foram realizadas em triplicata para cada condição em estudo (TIAN et 

al., 2012). 

 As placas de Petri contendo concentração de 78 µg fenóis/mL extrato 

(concentração necessária para inibir 50% do crescimento micelial do Aspergillus 
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flavus) após os intervalos de incubação mencionados anteriormente, foram 

congeladas para posterior determinação das aflatoxinas. O controle foi definido como 

o tratamento sem o extrato. Três repetições de cada tratamento foram realizadas 

(TIAN et al., 2012). 

2.5 Determinação de aflatoxinas 

As soluções estoque de micotoxinas (Tabela 2) foram preparadas conforme 

metodologia descrita por Scott (1990). Cada padrão de micotoxina contendo 

aproximadamente 5 mg foi dissolvido em 100 mL de benzeno:acetonitrila (95:5). As 

soluções estoque foram diluídas de modo a resultar em soluções padrão cujas 

concentrações foram confirmadas espectrofotometricamente considerando a 

absortividade molar. 

As soluções trabalho foram armazenadas a -18 °C e no momento do uso foram 

secas sob atmosfera de nitrogênio, ressuspensas em metanol e homogeneizadas em 

banho ultrassônico. 

Tabela 2: Descrição das aflatoxinas B1, B2, G1 e G2 utilizadas. 

Micotoxina Fornecedor 
Grau de 

pureza (%) 

Peso 

molecular 

(g/mol) 

emissão (nm) 

 

excitação (nm) 

 

Absortividade 

molar 

Aflatoxina B1 Sigma Aldrich > 98 312,27 425 360 21800 

Aflatoxina B2 Sigma Aldrich > 98 314,29 425 362 24000 

Aflatoxina G1 Sigma Aldrich > 98 328,27 455 362 17700 

Aflatoxina G2 Sigma Aldrich > 98 330,29 455 362 19300 

 

Foi utilizada uma coluna Supelco Bio Wide Pore 10 μm C18 (25 cm x 4,6 mm). 

O eluente foi estabelecido em estudos preliminares, sendo constituído por mistura de 

água acidificada (99:1), metanol e acetonitrila na proporção de 60:28:12 (v/v/v) 

previamente desgaseificados por agitação em banho ultra-sônico por 30 min. Em 

seguida, a coluna foi condicionada pela passagem da fase móvel durante 30 min a 

uma vazão de 1,0 mL/min a temperatura ambiente. A identificação das aflatoxinas nas 
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amostras foi realizada com base em seus tempos de retenção em comparação com as 

soluções padrões das aflatoxinas. 

Cada padrão de aflatoxina estudada foi analisado por CLAE-FL 

individualmente, determinação de seus tempos de retenção e das suas curvas de 

fluorescência. Posteriormente, foram reunidos para compor a mistura de padrões para 

as determinações quali e quantitativas. 

As curvas analíticas e a linearidade da resposta do detector para as aflatoxinas 

foram avaliadas pela injeção de seis soluções padrão nas concentrações de 8, 16, 24, 

32, 40, 56 e 80 ng/mL para a B1; 0,1; 0,2; 0,4; 0,6; 0,8; 1,4 e 2 ng/mL para B2; 8, 16, 

24, 32, 40, 56 e 80 ng/mL para a G1 e 0,5, 1, 2, 3, 4, 6, 7 e 10 ng/mL para G2 com três 

injeções por concentração (RIBANI et al., 2004). Os dados de regressão linear foram 

obtidos com auxílio do software do equipamento, calculando o coeficiente de 

correlação linear (r) do instrumento. 

A extração das micotoxinas das placas na ausência e presença dos compostos 

fenólicos do extrato de Spirulina platensis foi realizada após a separação dos micélios 

fúngicos do meio de cultura e secagem em estufa com circulação de ar a 90 ºC até 

peso contante. As aflatoxinas foram extraídas com uma solução de acetonitrila-água 

(3:1), seguido por partição com hexano. A acetonitrila foi separada da água através da 

adição de cloreto de sódio, seguido por evaporação a vácuo a 50 °C. O resíduo foi 

ressuspendido com uma mistura de metanol:clorofórmio 1:9 (v/v) e centrifugado a 

3220 g a temperatura ambiente. Três alíquotas de 10 mL foram separadas em vidro 

âmbar e evaporados em banho-maria sob atmosfera de nitrogênio, sendo 

armazenadas a -10 °C (TANAKA et al., 2001). A identificação e quantificação das 

aflatoxinas foi realizada por cromatografia liquida de alta eficiência acoplada a detector 

de fluorescência (CLAE-FL). As condições cromatográficas foram as descritas 

anteriormente para os padrões.  

A inibição da produção das aflatoxinas B1, B2, G1 e G2 foi calculada segundo a 

Equação 2. 

Inibição (%) = C – T   x 100                      (2) 
                                                                   C 

Onde:  

C (µg/mL) = média da concentração de aflatoxina no grupo controle (sem 

adição do extrato fenólico). 
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T (µg/mL) = média da concentração de aflatoxina no grupo tratamento (com 

adição do extrato fenólico). 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 Perfil dos fenóis no extrato metanólico de Spirulina platensis  

A microalga Spirulina platensis apresentou teor de compostos fenólicos totais 

no extrato metanólico de 1,1 mg ác. gálico/gS.platensis, valor inferior ao citado por Colla et al. 

(2007) de 3 mg tirosina/g S.platensis e por Tantawy (2011) de 2,58 mg/g. Estas variações 

podem estar relacionadas às diferenças de metodologias empregadas na extração da 

amostra, bem como as condições abióticas de cultivo (COLLA et al., 2007). 

No entanto, o valor encontrado foi superior ao conteúdo fenólico do extrato de 

Chlorella vulgaris, 0,97 mg/g em sistema aquoso (LI et al., 2007), e para tecidos 

vegetais como banana 0,31 mg fenóis/g amostra, maçã 1,0 mg/g, batata 0,99 mg/g, bagaço 

de laranja 0,061-0,084 mg/g (ZHOU et al., 2004) e 0,35 mg/g em polpa de berinjela 

(BADIALE-FURLONG et al., 2003). 

Segundo Colla et al. (2007) e Parisi et al. (2009) os compostos fenólicos 

presentes na Spirulina platensis seriam os ácidos gálico, cafeico, salicílico, trans-

cinâmico, clorogênico e sináptico. No entanto, no presente estudo só foram 

encontrados quatro destes compostos fenólicos presentes no extrato. Estas diferenças 

também podem estar associadas às diferenças de cultivo e a metodologia analítica 

empregada para extração. 

Na Tabela 3 estão os tempos de retenção e os respectivos comprimentos de 

onda de absorção empregados para quantificar cada padrão utilizado neste trabalho.  
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Tabela 3: Faixa de tempos de retenção (tR) e comprimentos de onda (max) de 

absorção dos padrões de compostos fenólicos por CLAE –UV. 

Padrão tR (minutos) max (nm) 

Ácido gálico 3,1 270 

Ácido cafeico 4,0 323 

Ácido salicílico 10,9 261 

Ácido trans-cinâmico 14,9 277 

 

A Figura 2 apresenta o cromatograma da mistura de padrões dos compostos 

fenólicos em estudo. 

 

Figura 2: Cromatograma da mistura de padrões fenólicos nas condições do 

experimento. 

Na Tabela 4 estão os coeficientes e as curvas analíticas dos padrões de ácidos 

fenólicos, bem como seus coeficientes de correlação. 
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Tabela 4: Curvas analíticas dos padrões de ácidos fenólicos. 

Ácidos fenólicos Curva analítica r 

Ácido gálico y= 97058,88 x - 129558,6 0,9987041 

Ácido cafeico y= 40102,72 x + 35500,59 0,9980295 

Ácido salicílico y= 4411,899 x - 8862,657 0,9995716 

Ácido trans-cinâmico y= 208924,5 x - 16602,11 0,9992604 

 

Todas as curvas apresentaram valores de correlação que possibilitaram 

quantificação confiável das amostras na faixa de linearidade determinada no 

instrumento.  

O perfil do extrato fenólico de Spirulina platensis ilustrado no cromatograma da 

Figura 3, mostra a separação de quatro compostos conforme previsto na literatura. 

 

Figura 3: Cromatograma dos compostos fenólicos em Spirulina platensis por CLAE 

com coluna em fase reversa e detector UV. 
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Na Tabela 5 estão os níveis e percentuais dos compostos separados, 

estimados por grama de amostra. 

Tabela 5: Quantificação por CLAE do teor de fenóis individuais na microalga Spirulina 

platensis. 

Extrato fenólico 

S.platensis 

Ácido 

gálico 

Ácido 

cafeico 

Ácido 

salicílico 

Ácido trans-

cinâmico 

Quantificação CLAE – 

UV (µg/mL) 

31,73±1,17 27,78±0,98 4,32±0,19 0,28±0,05 

Quantificação CLAE – 

UV (µg/g) 

396±11,3 347±7,6 54±2,5 3,5±0,6 

Porcentagem (%) 49,5 43,3 6,7 0,43 

 

O somatório do conteúdo dos ácidos fenólicos identificados no extrato de 

Spirulina platensis perfazem cerca de 80% (64,11 µg/mL) do conteúdo fenólico total, 

quantificadas através do método espectrofotométrico (81 µg fenóis/mLS.platensis), ou seja, 

20% podem decorrer da presença de interferentes que levam a super-estimação do 

conteúdo fenólico total do extrato. Esta diferença de resultados ocorre, pois na 

determinação do conteúdo total de fenóis são quantificadas todas as substâncias que 

possuem ao menos um anel fenólico, enquanto que no método por cromatografia 

líquida são quantificados apenas os compostos possíveis de ser separados e 

quantificados dentro dos limites de detecção do método adotado.  

Muitos autores têm publicado resultados sobre o conteúdo de fenóis totais em 

microalgas (LI et al., 2007; COLLA et al., 2007; SOUZA et al., 2010; 2011), mas são 

poucas as informações sobre o conteúdo de fenóis específicos em microalgas. Klejdus 

et al. (2009) separaram e identificaram fenóis de microalgas por espectrometria de 

massa, entre elas a Spirulina platensis apresentou em seu perfil cromatográfico 0,169 

µg/g de ácido cafeico, 0,072 µg/g de ácido clorogênico, 0,254 µg/g de ácido vanílico e 

2,23 µg/g de ácido p-hidroxibenzoico, valores muito inferiores aos encontrados neste 

trabalho. Qualitativamente também foram distintos dos determinados nestas condições 

analíticas de cultivo.  
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3.2 Ensaio de atividade antifúngica e antiaflatoxina 

A evolução do desenvolvimento da biomassa de A. flavus durante 21 dias está 

descrita na Figura 4. Os resultados indicaram que o halo de crescimento (cm) do 

micélio se mostrou consideravelmente reduzido com o aumento da concentração de 

extrato fenólico, embora este tenha aumentado durante o tempo de cultivo. Resultados 

semelhantes foram encontrados por Tian et al. (2012) no estudo de inibição do 

crescimento micelial do Aspergillus flavus com a adição de óleo essencial de 

Cinnamomum jensenianum.  
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Figura 4: Efeitos das diferentes concentrações de extrato fenólico de Spirulina 

platensis no crescimento radial do Aspergillus flavus. Os valores são médias (n = 3) ± 

desvios padrão. 

A eficácia do extrato fenólico de Spirulina platensis sobre o desenvolvimento do 

Aspergillus flavus está indicada como porcentagem de inibição na Figura 5. 
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Figura 5: Porcentagem de inibição das diferentes concentrações de extrato fenólico 

sobre o desenvolvimento do Aspergillus flavus. 

O extrato fenólico adicionado na concentração de 78 µg/mL inibiu o 

desenvolvimento do Aspergillus flavus até o 14º dia de cultivo, em média em valores 

superiores a 50% em relação ao grupo controle. Sendo assim, esta concentração foi 

utilizada para estudo da inibição da produção de aflatoxinas com a adição de 

compostos fenólicos extraídos da Spirulina platensis. A Figura 6 ilustra a inibição do 

desenvolvimento fúngico do Aspergillus flavus na presença do exrato fenólico da 

Spirulina platensis na mencionada concentração. 
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Figura 6: Zonas de inibição do extrato de Spirulina platensis (78 µg/mL) sobre 

Aspergillus flavus no 5°, 7°, 14° e 21º dia de incubação. 
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A eficácia de um composto, com propriedades de inibir naturalmente o 

desenvolvimento fúngico, é dependente também, de sua capacidade de inibir a síntese 

de aflatoxinas, para que assim possa ser utilizado como um conservante de alimentos 

seguro e eficaz. Diante disso, o extrato fenólico foi aplicado em placas de Petri para 

análise da sua capacidade de inibir a produção de aflatoxinas. Para isto, foi estudada 

a metodologia de separação e identificação das aflatoxinas para posterior 

quantificação da inibição da produção de aflatoxinas pelo extrato fenólico de Spirulina 

platensis comparado ao grupo controle (sem adição de extrato fenólico). 

As melhores condições cromatográficas para quantificação das micotoxinas 

estão descritas na Tabela 6. 

Tabela 6: Condições cromatográficas para as micotoxinas AFAB1, AFAB2, AFAG1 e 

AFAG2. 

Parâmetros CLAE-UV-FL 

Coluna Supelco Bio Wide Pore 10 μm C18 (25 cm x 4,6 mm) 

Fase Móvel Água acidificada (99:1) metanol:acetonitrila (60:28:12) 

Vazão da fase móvel 1,0 mL/min 

Alça de injeção 20 L 

Tempo de corrida 20 minutos 

Detector AFAs Fluorescência (FL) 

tR AFAB1 17,3 minutos 

tR AFAB2 13,5 minutos 

tR AFAG1 11,3 minutos 

tR AFAG2 9,0 minutos 
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A Figura 7 apresenta o cromatograma de separação da mistura de padrões das 

aflatoxinas, que mostra os tempos de retenção das aflatoxinas na mistura, os picos 

não identificados provavelmente sejam picos “fantasmas” de impurezas dos solventes 

utilizados nas fases móveis. 

Figura 7: Cromatogramas das aflatoxinas G2, G1, B2 e B1. 

A eficácia do extrato fenólico de Spirulina platensis na produção de aflatoxinas 

por A. flavus em meio Ágar Batata Dextrose está mostrada na Tabela 7. 

No presente estudo, a espécie estudada foi a de Aspergillus aflatoxigênico 

produzindo diferentes níveis de aflatoxinas. Não há relato até a atualidade sobre a 

capacidade do extrato fenólico de Spirulina platensis em inibir aflatoxinas por este 

fungo. 
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Tabela 7: Efeito do extrato fenólico de Spirulina platensis sobre a produção de 

aflatoxinas por Aspergillus flavus.  

Tempo 

incubação 

(dias) 

 

AFB1 (µg/mL) 

 

AFB2 (µg/mL) 

 

AFAG1 (µg/mL) 

 

AFAG2 (µg/mL) 

 C T C T C T C T 

3 24,1 0,0 0,20 0,0 7,4 0,0 70,8 20,6 

5 30,4 0,0 2,1 0,0 30,6 0,0 62,4 21,0 

7 58,9 0,0 4,0 0,31 30,9 0,0 50,7 30,2 

10 88,4 0,0 9,2 1,97 110,3 52,0 85,1 26,2 

14 147,6 41,2 18,5 5,8 160,5 0,0 131,2 58,6 

17 289,5 65,2 18,4 4,4 210,4 76,8 91,6 76,8 

21 441,3 112,0 16,4 4,6 217,1 99,4 88,2 51,0 

C = grupo controle (sem adição de extrato fenólico) 

T = grupo tratamento (com adição de extrato fenólico) 

O extrato fenólico de Spirulina platensis diminuiu a concentração de todas as 

aflatoxinas estudadas e em todos os intervalos avaliados, comprovando que além de 

diminuir o desenvolvimento do A.flavus, também diminuiu a síntese da produção de 

metabólitos tóxicos aos animais e humanos. 

Kumar et al. (2010) estudaram a redução do crescimento de Aspergillus flavus 

e Hordeum Vulgare e sua produção de AFAB1 devido à presença de alguns 

compostos fenólicos no óleo de Ocimum sanctum L. Foi evidente que o eugenol  

(61,30%), principal componente do óleo, desempenhou papel fundamental em suas 

atividades antifúngicas e antiaflatoxigênicas.  

A Tabela 8 mostra os resultados das inibições da síntese das aflatoxinas B1, 

B2, G1 e G2 produzida por A. flavus em Agar Batata Dextrose na presença de extrato 

fenólico de Spirulina platensis. A taxa de inibição foi calculada considerando a 

ausência de produção de micotoxinas como a inibição de 100%. 
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Tabela 8: Porcentagem de inibição da produção de aflatoxinas por extrato de Spirulina 

platensis. 

Tempo de 

incubação 

(Dias) 

 

Inibição da síntese de aflatoxinas (%) 

 AFAB1 AFAB2 AFAG1 AFAG2 

3 100 100 100 70,9 

5 100 100 100 66,3 

7 100 92,3 100 40,4 

10 100 78,6 52,8 69,2 

14 72 68,6 100 55,3 

17 77,4 76 63,5 16 

21 74,6 71,9 54,2 42,1 

 

O extrato de Spirulina platensis inibiu a produção de todas as aflatoxinas 

estudadas em todos intervalos de multiplicação do Aspergillus flavus, sendo 

importante salientar que a AFAB1, metabólito mais tóxico entre todas as classes de 

aflatoxinas, foi inibida em 100% com relação ao grupo controle, até o 10º dia de 

experimento. 

Ficou demonstrado que o extrato fenólico foi um inibidor natural da biossíntese 

de aflatoxina, eficaz, que poderia ser utilizado como aditivo sem toxicidade para grãos 

e seus derivados ou para alimentos (EL-NAGERABI et al., 2012). 

Cabe salientar que a inibição da produção de AFAB1 não pode ser totalmente 

atribuída à reduzida multiplicação fúngica, mas pode ser devido à inibição do 

catabolismo de carboidratos do A. flavus, agindo sobre algumas enzimas-chave, 

reduzindo sua capacidade de produzir aflatoxinas como tem sido relatado por Tian et 

al. (2011) e Prakash et al. (2011), visto que após o 10º dia inicia a produção. 
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Sandosskumar et al. (2007) estudaram a desintoxicação de aflatoxinas por 

compostos extraídos de plantas, produtos vegetais, ou por seus extratos assegurando 

que são mais seguros que a desintoxicação por métodos físicos ou químicos 

(amonização, formaldeído hidróxido de cálcio), relatando que o alho (Allium sativum L.) 

e a cebola (Allium cepa L.) incubados em raízes contendo 70 mg de aflatoxina B1 por 5 

dias, causaram uma redução no nível de aflatoxina de 58,5%. 

O presente estudo tem, portanto, demonstrado que os compostos fenólicos 

podem ter uso potencial em proteger os produtos alimentícios contra a multiplicação 

do A. flavus e também da contaminação por aflatoxinas. Além disso, podem ser 

empregados para o desenvolvimento de novos tipos de fungicidas e no controle efetivo 

de patógenos resistentes a estes fungicidas (AHN et al., 2005; TIAN et al., 2012). 

4. CONCLUSÃO 

Foram encontrados quatro componentes fenólicos no extrato metanólico de 

Spirulina platensis, que na forma não purificada estes conseguiram inibir o 

crescimento fúngico e a produção de aflatoxinas por Aspergillus flavus. Outros estudos 

estão sendo realizados para os componentes individuais e sua atividade antifúngica e 

antimicotoxinas contra outros micro-organismos que contaminam alimentos, para a 

sua possível aplicação como conservante natural de alimentos. 
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5. CONCLUSÕES GERAIS 

A correlação entre o conteúdo de glicosamina e ergosterol produzidos pela 

biomassa fúngica de Rhizopus oryzae e Aspergillus flavus possibilitaram medida 

confiável para avaliação objetiva da multiplicação da biomassa fúngica através de 

suas quantificações. 

O planejamento experimental realizado mostrou que a melhor combinação das 

variáveis tempo, rotação e continuidade do processo podem ser previstas por um 

modelo matemático confiável e significativo. Os extratos fenólicos das microalgas 

Spirulina platensis e Chlorella sp. inibiram a produção de biomassa por Rhizopus 

oryzae sendo o primeiro mais eficiente como inibidor de produção de membrana e 

parede celular.   

O conteúdo de glicosamina na biomassa fúngica é o método mais adequado 

para investigar o efeito de extratos de Spirulina platensis no desenvolvimento de 

biomassa fúngica de Aspergillus flavus pois sua produção foi linear ao longo do tempo 

no experimento controle e dentre os componentes testados foi o mais afetado pelos 

fenóis no meio de cultura. O extrato fenólico de Spirulina platensis mostrou atividade 

antifúngica, inibindo a produção de glicosamina em até 56% para este micro-

organismo. 

As microalgas Spirulina platensis e Chlorella sp. são fontes de compostos 

fenólicos com propriedades antioxidantes, sendo que a primeira possui o maior 

conteúdo de compostos fenólicos (1100 µg GAE/mL). Ela também inibiu de forma mais 

eficiente o radical DPPH, o escurecimento enzimático e a peroxidação lipídica 

A microalga Chlorella sp. também apresentou atividade antioxidante frente a 

todos os métodos estudados, porém com valores inferiores aos apresentados pelo 

extrato fenólico de Spirulina platensis, sendo portanto esta última a mais promissora 

para utilização de seus compostos antioxidantes naturais. 

Foram encontrados quatro componentes fenólicos no extrato metanólico de 

Spirulina platensis e na forma não purificada eles conseguiram inibir o crescimento 

fúngico e a produção de aflatoxinas por Aspergillus flavus. Outros estudos estão sendo 

realizados para os componentes individuais e sua atividade antifúngica e 

antimicotoxinas contra outros micro-organismos que contaminam alimentos, para a 

sua possível aplicação como conservante natural de alimentos. 
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