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CAPÍTULO I – 1 

CAPÍTULO I 

RESUMO, ABSTRACT E INTRODUÇÃO GERAL 



CAPÍTULO I – 2 

RESUMO 

Muito interesse tem sido focado no potencial biotecnológico das microalgas, principalmente 
devido à identificação de diversas substâncias sintetizadas por estes organismos, dentre elas a 
anidrase carbônica e as ficobiliproteínas. A anidrase carbônica é uma metaloenzima que 
catalisa a hidratação reversível do CO2 em bicarbonato com alta eficiência, sendo utilizada 
para captação de CO2 através de sistemas biológicos. A C-ficocianina e a aloficocianina, 
corantes naturais, são os dois principais componentes das ficobiliproteínas em cianobactérias 
e apresentam diversas aplicações dentro da indústria alimentícia, cosmética e farmacêutica. O 
objetivo principal desta tese foi avaliar a produção e a extração da anidrase carbônica e das 
ficobiliproteínas a partir de diferentes microalgas. Para isso, primeiramente foi realizado uma 
investigação da produção da anidrase carbônica pela microalga Dunaliella tertiolecta, onde 
foi estudada a extração da enzima e sua aplicação em sistemas de captura enzimática de CO2. 
Posteriormente foi avaliada a produção da enzima ao longo do cultivo de diferentes 
microalgas marinhas e dulcícolas (Dunaliella tertiolecta, Tetraselmis sueccica, 
Phaeodactylum tricornutum, Nannochloropsis oculata, Isochysis galbana, Chlorella vulgaris 
e Scenedesmus obliquus). A produção da enzima e de ficobiliproteínas, também, foi estudada 
para as cianobactérias Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 e Synechococcus 
nidulans. Todos os cultivos foram acompanhados em termos de biomassa e pH. Por último, 
foi realizado um estudo de extração da enzima de P. tricornutum e extração conjunta da 
anidrase carbônica e de ficobiliproteínas da cianobactéria S. sp. LEB 18. Os cultivos foram 
realizados em frascos erlenmeyer contendo os meios Conway (marinhas), BG-11 (dulcícolas) 
e Zarrouk 20% (cianobactérias). Na avaliação da ruptura celular foram testadas as técnicas de 
maceração em gral e pistilo, agitação em vórtex com pérolas de vidro, sonicação com pérolas 
de vidro, homogeneizador ultrassônico, secagem, congelamento e descongelamento e a 
combinação de tratamentos. Maiores rendimentos de extração da enzima a partir da microalga 
D. tertiolecta foram obtidos utilizando tratamento ultrassônico, juntamente com baixas 
concentrações de biomassa úmida (0,1 e 0,2 g/L), e a mesma apresentou potencial para 
aplicação em processos de captação enzimática do CO2. Durante os cultivos, a microalga C. 
vulgaris se destacou como maior produtora da enzima anidrase carbônica, atingindo valores 
de atividade enzimática de 44,0 U/L. As cianobactérias apresentaram valores de atividade 
entre 41,6 e 45,9 U/L, sendo que a S. sp. LEB 18 foi a que apresentou maiores produções de 
C-ficocianina e aloficocianina no ponto de máxima atividade volumétrica, 65,9 e 82,2 µg/mL, 
respectivamente. A enzima extraída da biomassa de S. platensis LEB 52 catalisou a hidratação 
do CO2 que precipitou na forma de CaCO3. Maiores rendimentos de extração da enzima a 
partir das microalgas P. tricornutum e S. sp. LEB 18 foram obtidos utilizando 
homogeneizador ultrassônico, que foram 31,3 U/g e 25,5 U/g, respectivamente. A biomassa 
de S. sp. LEB 18, também apresentou potencial para a extração de ficobiliproteínas, obtendo-
se altas concentrações de C-ficocianina (100,5 mg/g) e aloficocianina (69,9 mg/g). Através 
dos resultados obtidos, pode-se verificar a potencialidade das microalgas e das cianobactérias 
para produção da enzima anidrase carbônica e das ficobiliproteínas, biomoléculas de alto 
valor industrial. Este trabalho apresenta processos eficientes para a extração da enzima e de 
ficobiliproteínas tanto para escala laboratorial como industrial.  
 

 

Palavras-chave: anidrase carbônica, cultivo, captura enzimática de CO2, biomassa 

microalgal, extração conjunta, ficobiliproteínas. 

 



CAPÍTULO I – 3 

PRODUCTION AND EXTRACTION OF THE CARBONIC ANHYDRASE  ENZYME 

AND PHYCOBILIPROTEINS FROM MICROALGAE 

 

ABSTRACT 

Much interest has been focused on the biotechnological potential of microalgae, mainly due to 
the identification of several substances, such as carbonic anhydrase and phycobiliproteins, 
which are synthesized by these organisms. Carbonic anhydrase is a metalloenzyme that 
catalyzes the reversible hydration of CO2 to from bicarbonate efficiently, is used for capturing 
CO2 in biological systems. Both C-phycocyanin and allophycocyanin, which are natural dyes 
and the majn components of phycobiliproteins in cyanobacteria, have been widely used in 
food, cosmetic and pharmaceutical industries. This thesis aimed at evaluating the production 
and extraction of carbonic anhydrase and phycobiliproteins from different microalgae. Firstly, 
an investigation of the carbonic anhydrase production by the microalga Dunaliella tertiolecta 
was carried out and the enzyme extraction and its application to CO2 enzymatic capture 
systems were studied. Secondly, the enzyme production was evaluated during cultivation of 
different marine and freshwater algae (Dunaliella tertiolecta, Tetraselmis sueccica, 
Phaeodactylum tricornutum, Nannochloropsis oculata, Isochysis galbana, Chlorella vulgaris 
and Scenedesmus obliquus). The enzyme and phycobiliprotein production by cyanobacteria 
Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 and Synechococcus nidulans was also 
studied. Biomass and pH were monitored in all cultivations. Finally, a study of the enzyme 
extraction from P. tricornutum and of the combined extraction of carbonic anhydrase and 
phycobiliproteins from cyanobacteria S. sp LEB 18 was carried out. Cultivations were 
performed in Erlenmeyer flasks with the mediums Conway (marine), BG-11 (freshwater) and 
Zarrouk 20% (cyanobacteria). For the evaluation of cell disruption, the following techniques 
were tested: mortar and pestle maceration, agitation with glass beads, sonication with glass 
beads, ultrasonic homogenizer, drying, freezing and thawing and a combination of treatments. 
The highest extraction yields of the enzyme from the microalga D. tertiolecta were obtained 
by ultrasonic treatment with low concentrations of wet biomass (0.1 and 0.2 g/L), and the 
enzyme showed potential for application in enzymatic processes of CO2 capture. During the 
cultivations, the microalga C. vulgaris stood out as the greatest producer of the carbonic 
anhydrase enzyme since its values of enzyme activity reached 44.0 U/L. The cyanobacteria 
reached values of activity between 41.6 and 45.9 U/L, whereas S. sp. LEB 18 had the highest 
yields of C-phycocyanin and allophycocyanin at the point of maximum volumetric activity, 
65.9 and 82.2 mg/mL, respectively. The enzyme from S. platensis LEB 52 catalyzed the 
hydration of CO2 that precipitate as CaCO3. The highest yields of enzyme extraction from the 
microalgae P. tricornutum and S. sp. LEB 18 were obtained by using an ultrasonic 
homogenizer; they were 31.3 U/g and 25.5 U/g, respectively. The biomass of S. sp. LEB 18 
also had potential for the phycobiliprotein extraction and got high concentrations of C-
phycocyanin (100.5 mg/g) and allophycocyanin (69.9 mg/g). Results show the potential of 
microalgae and cyanobacteria for the production of the carbonic anhydrase enzyme and 
phycobiliproteins, valuable biomolecules in industries. This paper describes efficient 
processes for the extraction of the enzyme and phycobiliproteins on both laboratory and 
industrial scales. 
 

 

Keywords: carbonic anhydrase, cultivation, CO2 enzymatic capture, microalgal biomass, 

combined extraction, phycobiliproteins. 



CAPÍTULO I – 4 

1 INTRODUÇÃO GERAL 

Nos últimos anos, muito interesse tem sido focado no potencial biotecnológico 

das microalgas, principalmente devido à identificação de diversas substâncias sintetizadas por 

estes organismos, como ácidos graxos poli-insaturados, carotenoides, ficobiliproteínas, 

polissacarídeos, vitaminas, esterois, entre outros (RADMANN; COSTA, 2008; GUEDES; 

AMARO; MALCATA, 2011; MORAES et al., 2011a; GERDE et al., 2012; GOO et al., 2013; 

JÄPELT; JAKOBSEN, 2013), os quais podem ser empregados especialmente no 

desenvolvimento de alimentos funcionais, por suas propriedades nutricionais e farmacêuticas. 

Nesse sentido, cultivos de microalgas têm sido realizados visando à produção de biomassa 

tanto para uso na elaboração de alimentos quanto para a obtenção de compostos naturais com 

alto valor no mercado mundial (DERNER et al., 2006). Um bioproduto, de alto valor 

agregado, que também pode ser obtido a partir de biomassa microalgal, é a enzima anidrase 

carbônica. 

A anidrase carbônica (EC 4.2.1.1) é uma metaloenzima, que contém um átomo de 

zinco na sua conformação, que catalisa a hidratação reversível do CO2 em bicarbonato com 

alta eficiência: CO2 + H2O ↔ HCO3
- + H+ (KHALIFAH, 1971). Assim, desempenha papel 

fundamental em diversos processos fisiológicos que envolvem reações de carboxilação e 

descarboxilação, como fotossíntese e respiração (HENRY, 1996), entre outros. Foi 

primeiramente descoberta em eritrócitos de vertebrados (MELDRUM, ROUGHTON, 1933; 

STADIE, O’BRIEN, 1933), mas desde então tem sido encontrada em diversos organismos, 

como animais, plantas e algas (HEWETT-EMMETT, TASHIAN, 1996), sendo o último uma 

fonte potencialmente promissora para obtenção da enzima.  

A importância industrial da anidrase carbônica (AC) encontra-se na sua aplicação 

em sistemas de captura enzimática de CO2 atmosférico (BOND et al., 2001; MIRJAFARI, 

ASGHARI, MAHINPEY, 2007; DAVY, 2009; DILMORE et al., 2009; FAVRE, CHRIST, 

PIERRE, 2009; VINOBA et al., 2012), poluente considerado como maior contribuinte para o 

efeito estufa (IPCC, 2001). O aumento do aquecimento global tem estimulado cada vez mais 

o desenvolvimento de tecnologias eficazes para mitigação do CO2. Dentro deste contexto, os 

sistemas biológicos, utilizando a enzima anidrase carbônica, vêm ganhando cada vez mais 

atenção. Estes sistemas são baseados em reações que ocorrem naturalmente nos organismos 

vivos e são uma via potencial para a melhoria destas tecnologias (FIGUEROA et al., 2008). 

Nos trabalhos de captação, geralmente, são utilizadas preparações enzimáticas 

altamente purificadas e/ou oriunda de sangue humano. Um fator importante para viabilidade 

destes processos de mitigação é a obtenção da enzima a partir de fontes viáveis e de fácil 
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ampliação de escala. Nessa perspectiva, pesquisadores vêm estudando diferentes fontes de 

anidrase carbônicas, como bactérias e, mais recentemente, biomassa da microalga Chlorella 

vulgaris (SHARMA; BHATTACHARYA, 2010; SHARMA; BHATTACHARYA; 

SHRIVASTAVA, 2011; LI et al., 2012). O grupo de pesquisa do Laboratório de 

Microbiologia e Biosseparações já vêm desenvolvendo estudos com fontes alternativas desta 

biomolécula, como eritrócitos bovinos oriundos de sangue de abatedouros (ORES et al., 

2012).  

As microalgas apresentam-se como uma fonte potencialmente atrativa para 

obtenção da anidrase carbônica, devido à ampla diversidade de espécies disponíveis, além da 

variedade de usos e aplicações da biomassa microalgal e do elevado número de compostos 

sintetizados por estes organismos. Nesse sentido, destacam-se as cianobactérias, pois podem 

ser extraídos da mesma biomassa uma série de bioprodutos de alto valor agregado, como as 

ficobiliproteínas e a anidrase carbônica. Outra vantagem da utilização de microalgas é que a 

biomassa resultante do processo de extração pode ainda ser utilizada para outros fins, como 

produção de ração animal (CHISTI, 2008). 

A C-ficocianina (C-PC), componente da família das ficobiliproteínas (PATIL E 

RAGHAVARAO, 2007), é um dos principais pigmentos produzidos pela Spirulina, microalga 

utilizada em muitos países como um suplemento dietético. Os pigmentos oriundos de algas 

possuem um valor comercial enorme como corantes naturais na indústria nutracêutica, 

cosmética e farmacêutica, além de apresentar benefícios para a saúde (KUDDUS et al., 2013). 

A aloficocianina é amplamente utilizada em técnicas bioquímicas como uma 

sonda fluorescente de proteínas, particularmente em citometria de fluxo (SHAPIRO et al., 

1983; YEH et al., 1987). Apresenta, também, propriedade antioxidante (GE et al., 2006) e 

atividade anti-enterovirus (SHIH et al., 2003), entre outras. Apesar de suas propriedades, a 

aplicação da aloficocianina é um pouco limitada, por estar presente em menor quantidade nas 

cianobactérias ou algas vermelhas (SU et al., 2010). 

Como a anidrase carbônica e as ficobiliproteínas estão localizados 

intracelularmente, um fator importante a ser considerado é a etapa de extração. O processo de 

ruptura celular constitui o fator chave na produção e purificação de enzimas intracelulares, o 

qual tem um importante efeito na recuperação e qualidade do extrato proteico obtido 

(BECERRA et al., 2001).  

Diferentes métodos podem ser empregados para extração de proteínas 

intracelulares, os quais dependem da força física da parede celular dos micro-organismos, 

localização dentro da célula, estabilidade e do uso desejado para o composto de interesse 
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(FARKADE, HARRISON, PANDIT, 2005). Assim, pode se fazer uso de pressão osmótica, 

condições abrasivas, tratamento químico, tratamento enzimático, secagem, congelamento-

descongelamento e tratamento ultrassônico, dentre outros métodos (MORAES et al., 2011a). 

Com base no exposto, esta tese teve como objetivo principal a utilização da 

biomassa microalgal para obtenção de biocompostos de alto valor agregado importantes 

industrialmente, como a anidrase carbônica e as ficobiliproteínas. Para isso, foi realizada a 

investigação da produção da enzima anidrase carbônica por diferentes espécies de microalgas, 

produção de ficobiliproteínas pelas cianobactérias, avaliação de diferentes técnicas de 

extração, bem como a aplicação da enzima em sistemas de captura enzimática de CO2. 

 

1.2 Objetivo geral 

Produzir e extrair a enzima anidrase carbônica e ficobiliproteínas a partir de 

biomassa microalgal. 

 

1.3 Objetivos específicos 

• Estudar a extração da anidrase carbônica a partir de biomassa de Dunaliella tertiolecta, 

utilizando diferentes metodologias, concentrações celulares e tempos de extração; 

• Avaliar a potencialidade da enzima de Dunaliella tertiolecta em um sistema enzimático 

para captura de CO2; 

• Investigar a produção da anidrase carbônica ao longo do cultivo de diferentes espécies de 

microalgas marinhas e dulcícolas, realizando também o acompanhamento em termos de 

biomassa e pH; 

• Avaliar a coprodução de anidrase carbônica e ficobiliproteínas pelas cianobactérias 

Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 e Synechococcus nidulans; 

• Estudar diferentes métodos de ruptura para extração da enzima e das ficobiliproteínas a 

partir da biomassa de duas microalgas potenciais produtoras de anidrase carbônica. 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

2.1 Microalgas 

As microalgas pertencem a um grupo muito heterogêneo de organismos, 

predominantemente aquáticos e geralmente microscópicos unicelulares, que podem formar 

colônia, com pouca ou nenhuma diferenciação celular. São caracterizadas pela presença de 

pigmentos, responsáveis por coloração variada e por mecanismo autotrófico (OHSE et al., 

2008). 

Conforme descrito por Li et al. (2008) o termo microalgas pode ser usado para 

definir todos os micro-organismos fotossintetizantes unicelulares, compreendendo nesta 

definição os procarióticos (cianobactérias) e os eucarióticos (algas verdes, diatomáceas, entre 

outros). Trata-se de um grupo de micro-organismos que apresentam altas taxas de crescimento 

e de eficiência fotossintética devido à simples estrutura celular. É estimado que a 

produtividade de biomassa das microalgas é até 50 vezes maior que a das plantas terrestres 

mais eficientes. Porém, o termo microalgas não tem valor taxonômico (DERNER et al., 2006; 

SCHMITZ; MAGRO; COLLA, 2012). 

A caracterização (sistemática) destes micro-organismos implica na consideração 

de uma série de critérios. Estes micro-organismos têm sido tradicionalmente classificados 

quanto aos tipos de pigmentos, a natureza química dos produtos de reserva e pelos 

constituintes da parede celular. Também têm sido considerados aspectos citológicos e 

morfológicos, tais como a ocorrência de células flageladas, a estrutura dos flagelos, os 

processos de formação do núcleo e da divisão celular, a presença e a caracterização de 

envoltório do(s) cloroplasto(s) e a possível conexão entre o retículo endoplasmático e a 

membrana nuclear. Além desses, técnicas de biologia molecular igualmente têm sido usadas 

(METTING, 1996). A Tabela 1 apresenta os grandes grupos de algas (divisões ou filos) e suas 

respectivas características e a Figura 1 apresenta algumas imagens das microalgas utilizadas 

no presente trabalho. 

São principalmente encontradas no meio marinho, em água doce e no solo, sendo 

consideradas responsáveis por pelo menos 60% da produção primária da Terra. O número 

exato de espécies microalgas ainda é desconhecido. Atualmente são encontradas citações 

relatando que podem existir entre 200.000 até alguns milhões de representantes deste grupo. 

Tal diversidade também se reflete na composição bioquímica e, desta forma, as microalgas 

são fonte de uma quantidade ilimitada de produtos (PULZ; GROSS, 2004; DERNER et al., 

2006). 

 



CAPÍTULO II – 9 

 

Tabela 1 – Características morfológicas, químicas e reprodutivas fundamentais dos principais 
grupos modernos de algas. 

Divisão/grupo 
Principais pigmentos 

fotossintéticos 

Produto de 

reserva 
Cobertura celular 

Choroxybacteria 

(= Cyanophyta) 

Clorofila a*, 

ficocianina, 

aloficocianina, β-

caroteno, xantofilas 

Grânulos de 

cianoficina, amido 

das cianofíceas 

(glicogênio) 

Peptoglicano 

Chlorarachniophyta Clorofila a, clorofila 

b, β-caroteno, 

xantofilas 

Glicanos β1-3 

hidrossolúveis 

Presente** 

Glaucophyta Clorofila a, 

ficocianina, 

aloficocianina, 

ficoeritrina, β-

caroteno, xantofilas 

Amido Celulose (parte das 

espécies) 

Euglenophyta Clorofila a e b, β-

caroteno, outros 

carotenos, xantofilas 

Paramilo Película formada por 

bandas proteináceas 

espiraladas situada sob 

a MP# 

Crytophyta Clorofila a e c, 

ficocianina, 

ficoeritrina, 

aloficocianina, α-e β-

caroteno, xantofilas 

Amido Periplasto composto de 

placas proteináceas e/ou 

escamas associado à 

MP# 

Prymnesiophyta 

(= Haptophyta) 

Clorofila a e c, β-

caroteno, xantofilas 

Crisolaminarina Células nuas ou 

recobertas com escamas 

de CaCO3 

(cocolitoforídeos) 

Fonte: modificado de LOURENÇO (2006). 

*Há pelo menos uma cianobactéria dotada de clorofila d: Acaryocholris marina. 
**A maioria das espécies alterna fases ameboides (sem parede celular) com outras cocoides, cuja composição química da 
parede celular é desconhecida. 
# Membrana plasmática. 
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Tabela 1. Características morfológicas, químicas e reprodutivas fundamentais dos principais 
grupos modernos de algas (continuação). 

Divisão/grupo 
Principais pigmentos 

fotossintéticos 

Produto de 

reserva 
Cobertura celular 

Dinophyta 

(= Pirrhophyta) 

Clorofila a e c, β-

caroteno, xantofilas 

Amido Placas celulósicas em 

vesículas abaixo da MP# 

ou células nuas 

Ochrophyta 

(diatomáceas, 

crisofíceas, etc.) 

Clorofila a e c, β-

caroteno, xantofilas 

Crisolaminarina, 

lipídeos 

Algumas são nuas, outras 

possuem sílica ou escamas 

orgânicas; celulose e 

alginatos estão presentes 

em alguns grupos 

Eustigmatofíceas Clorofila a, β-

caroteno, xantofilas 

Crisolaminarina Presente, mas de 

composição química ainda 

desconhecida 

Rhodophyta Clorofila a, 

ficocianina, 

ficoeritrina, 

aloficocianina, α-e β-

caroteno, xantofilas 

Amido das 

florídeas 

Celulose, polissacarídeos 

sulfatados; algumas são 

calcificadas 

Chlorophyta Clorofila a e b, β-

caroteno, outros 

carotenos, xantofilas 

Amido Celulose e outros 

polímeros, escamas em 

algumas; algumas espécies 

são nuas, outras são 

calcificadas 

Fonte: modificado de LOURENÇO (2006). 

*Há pelo menos uma cianobactéria dotada de clorofila d: Acaryocholris marina. 
**A maioria das espécies alterna fases ameboides (sem parede celular) com outras cocóides, cuja composição química da 
parede celular é desconhecida. 
# Membrana plasmática. 
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Figura 1 – Fotos microscópicas de algumas das algas estudadas: (a) Chlorella vulgaris, (b) 
Dunaliella tertiolecta, (c) Isochysis galbana, (d) Nannochloropsis oculata, (e) Phaeodactylum 

tricornutum, (f) Tetraselmis sueccica, (g) Scenedesmus obliquus, (h) Spirulina platensis  
LEB 52 e (i) Spirulina sp. LEB 18 (todas com aumento de 400 vezes) 

 

 

As microalgas são as principais responsáveis pela absorção biológica do CO2 

atmosférico nos oceanos que cobrem 3/4 da superfície do globo terrestre, uma vez que estão 

presentes em grande número na coluna de água. Uma parte do CO2 absorvido pelas 

microalgas é transferida para o fundo oceânico num processo conhecido como "bomba 

biológica". Este processo, juntamente com a difusão direta do CO2 para a água, impede que o 

acúmulo de gases do efeito estufa seja ainda maior (BORGES et al., 2007).  

Além de seu rápido crescimento, as microalgas podem ser cultivadas em águas 

salobra e/ou salgada, liberando o uso de água doce para o consumo humano e agricultura. 

Além disso, as microalgas apresentam uma ampla tolerância a fatores ambientais extremos, 

podendo ser cultivadas intensivamente em pequenos espaços e em regiões impróprias para 

atividades agrícolas (KURANO et al., 1995; BORGES et al., 2007). 



CAPÍTULO II – 12 

Microalgas constituem um recurso biológico enorme, representando uma das 

fontes mais promissoras para novos produtos e aplicações (PULZ; GROSS, 2004). As 

aplicações mais simples de microalgas compreendem seu uso na alimentação de animais e 

homens (SPOLAORE et al., 2006), devido à sua composição química equilibrada. Além 

disso, elas são cultivadas como uma fonte de moléculas altamente valiosas, tais como ácidos 

graxos poli-insaturados, pigmentos, antioxidantes, produtos farmacêuticos e outros compostos 

biologicamente ativos (GOUVEIA et al., 2008). A aplicação de biomassa e/ou metabolitos de 

microalgas é uma abordagem interessante e inovadora para o desenvolvimento de produtos 

alimentares mais saudáveis.  

As principais microalgas cultivadas comercialmente são: Spirulina sp. e Chlorella 

sp. Para a adição em alimentos naturais, usa-se Dunaliella salina para a obtenção de 

betacaroteno e Haematococcus pluvialis para a obtenção de astaxantina. Todas possuem uma 

quantidade alta de proteína, fator determinante para o alto valor nutricional da microalga 

(SPOLAORE et al., 2006). A Tabela 2 apresenta alguns exemplos de produtos obtidos a partir 

de microalgas, sendo que alguns deles são produtos de elevado valor comercial. 

Entre os mais de 400 carotenoides conhecidos, poucos são usados 

comercialmente: β-caroteno, astaxantina e, de menor importância, luteína, zeaxantina, 

licopeno e bixina. Seus usos mais importantes são como corantes de alimentos naturais (por 

exemplo, suco de laranja) e como aditivo para a alimentação animal (aves, peixes). Os 

carotenoides também têm aplicações em cosméticos. A importância nutricional e terapêutica 

de certos carotenoides é devido, principalmente, à sua capacidade para atuar como 

provitamina A. Entre as algas produtoras de carotenoides, destaca-se a Dunaliella salina, pois 

o β-caroteno corresponde a 14% da sua massa seca (SPOLAORE et al., 2006). 

Os principais produtores comerciais de ficobiliproteínas (isto é, ficoeritrina e 

ficocianina) são a cianobactéria Arthrospira e a alga vermelha Porphyridium. O potencial 

primário destas moléculas parece ser como corantes naturais, mas um aumento do número de 

investigações tem demonstrado suas propriedades terapêuticas e a ampla gama de aplicações 

farmacêuticas (SPOLAORE et al., 2006). 

Na aquicultura, as microalgas são empregadas como fonte primária de alimento 

para larvas, juvenis e até de adultos de moluscos, crustáceos e peixes, bem como do 

zooplâncton, usado como alimento para crustáceos e peixes. Outra função na aquicultura é 

proporcionar a melhoria da qualidade da água, através da absorção de produtos nitrogenados 

tóxicos (amônia e nitrito) e combate a bactérias patogênicas pela produção de substâncias 

antibióticas (BORGES et al. 2007). 
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Tabela 2 – Alguns produtos obtidos de microalgas e suas aplicações 

Produto Alga Aplicação 

Alimento funcional (Spirulina) Spirulina platensis Suplemento nutricional 

Alimento funcional (Chlorella) Chlorella spp. Suplemento nutricional 

Alimento funcional (Dunaliella) Dunaliella salina Suplemento nutricional 

Alimento animal Scenedesmus obliqqus Alimentação animal 

Astaxantina Haematococcus pluvialis, 

Chlorella 

Alimentação de peixes 

Ácido linoleico Chlorella Aditivo alimentar 

Ácido linolênico Chlorella, Spirulina Aditivo alimentar 

Ácido γ-linolênico Spirulina Aditivo alimentar 

Ácido eicosapentóico Phaeodactylum, 

Porphyridium cruentum, 

Chlorella 

Uso médico, suplemento 

nutricional, cosméticos 

Ácido docosahexaenóico Amphiridium Uso médico, suplemento 

nutricional, cosméticos 

Ácido araquidônico Porphyridium cruentum Uso médico, suplemento 

nutricional, cosméticos 

Fonte: modificado e DERNER et al. (2006) e SPOLAORE et al. (2006) 

 

Algumas aplicações mais recentes das microalgas são a biofixação de dióxido de 

carbono (ROSA et al. 2011; RADMANN et al., 2011) e o uso como matéria-prima para 

produção de biodiesel (TANG et al., 2011; SLADE; BAUEN, 2013). 

Uma alternativa potencialmente atrativa, que é pouco explorada é a utilização de 

biomassa de microalgas para a obtenção da anidrase carbônica, enzima aplicada em sistemas 

biológicos de captura de CO2. Na maioria destes processos são empregadas enzimas 

purificadas e/ou oriundas de sangue humano (BOND et al., 2001; MIRJAFARI, ASGHARI, 

MAHINPEY, 2007; DAVY, 2009; DILMORE et al., 2009; FAVRE, CHRIST, PIERRE, 

2009; VINOBA et al., 2012).  
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O uso de biomassa microalgal para a obtenção da anidrase carbônica contribui 

para a viabilização de processos de captura biológica de CO2. Além disso, a biomassa 

resultante do processo de extração da enzima pode ser utilizada para outros fins, como 

produção de ração animal (CHISTI, 2008), reduzindo o custo de obtenção da biomolécula.  

 

2.2 Cultivo de microalgas 

A cinética de crescimento e a composição das microalgas dependem 

significativamente das condições de cultivo (CHEN et al., 2001). As microalgas podem 

assumir vários tipos de metabolismo (por exemplo, autotrófico, heterotrófico, mixotrófico e 

fotoheterotrófico) e são capazes de realizar um deslocamento metabólico como uma resposta 

a alterações das condições ambientais (MATA; MARTINS; CAETANO, 2011). A diferença 

entre cada cultivo está fundamentada na fonte de carbono empregada e na utilização ou não de 

energia luminosa. A Tabela 3 apresenta um resumo das características principais destes tipos 

de cultivo.  

 

Tabela 3 – Comparação das características das diferentes condições de cultivo 

Condições de 
cultivo 

Fonte de 
energia 

Fonte de 
carbono 

Densidade 
celular 

Problemas associados ao 
aumento de escala 

Fotoautotrófico 
(Autotrófico) 

Luz Inorgânica Baixa Baixa densidade celular 

Heterotrófico Orgânica Orgânica Alta Contaminação e alto 
custo do substrato 

Mixotrófico Luz e 
orgânica 

Inorgânica e 
orgânica 

Média Contaminação, alto custo 
do substrato e de 

equipamento 

Fotoheterotrófico Luz Orgânica Média Contaminação, alto custo 
do substrato e de 

equipamento 

Fonte: modificado de CHEN et al. (2011) 

 

Nos cultivos autotróficos, há o emprego de luz como exclusiva fonte de energia, 

para a fixação do CO2 e liberação de O2. Neste tipo de cultivo são menores os problemas com 

contaminação. Já nos heterotróficos, não há utilização de luz, mas há o emprego de compostos 

orgânicos como fonte de carbono para a biossíntese e energia (CHEN et al., 2011).  
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O cultivo mixotrófico utiliza, simultaneamente, uma fonte luminosa e um 

substrato orgânico e inorgânico como fonte de carbono. Isso significa que a microalga é capaz 

de viver sob condições autotróficas ou heterotróficas, ou ambas. A microalga assimila 

compostos orgânicos e CO2 como fonte de carbono, e o CO2 liberado pela alga através da 

respiração será utilizado sob condições autotróficas (MATA; MARTINS; CAETANO, 2011). 

Quando a microalga necessita de energia luminosa para utilizar compostos orgânicos como 

fonte de carbono, o cultivo é chamado de fotoheterotrófico (CHEN et al., 2011).  

Apesar do aumento da concentração de biomassa e de produtividade em cultivos 

heterotróficos, o mesmo possui pouca aplicação industrial, devido algumas desvantagens 

como maior contaminação, limitado número de espécies disponíveis, inibição do crescimento 

em substratos com baixas concentrações de compostos orgânicos e incapacidade de produzir 

produtos induzidos pela presença de luz, como pigmentos (CERÓN GARCÍA et al., 2000). Já 

os cultivos mixotróficos apresentam elevada produção de clorofilas, carotenoides e ácidos 

graxos, quando comparados aos cultivos autotróficos (CERÓN GARCÍA et al., 2005). 

Micro-organismos fotossintéticos podem ser cultivados em fotobiorreatores 

abertos ou fechados. Os sistemas fechados são caracterizados por elevadas eficiências 

fotossintéticas associados a um preciso controle das variáveis operacionais, com destaque 

para um menor risco de contaminação e minimização das perdas de água por evaporação, que 

são muito significantes em sistemas abertos. Por outro lado, a construção dos sistemas 

fechados possui custo mais elevado, uma vez que necessitam de materiais transparentes, são 

mais complexos operacionalmente e são de difícil escalonamento. A razão entre o volume por 

unidade de área é outro critério a ser considerado na escolha dos sistemas, uma vez que a 

implementação de sistemas abertos requer grandes áreas disponíveis para elevados volumes 

reacionais (BOROWITZKA, 1999). 

Muitos avanços surgiram no projeto e operação de fotobiorreatores. Têm-se duas 

configurações básicas, que são os fotobiorreatores de placa plana e os tubulares. O princípio 

fundamental destas configurações é reduzir a trajetória da luz de forma a aumentar a 

quantidade de luz disponível para cada célula da cultura. Estes biorreatores possuem uma 

adequada agitação para permitir uma disponibilização melhor da luz, bem como aumentar as 

trocas gasosas (BOROWITZKA, 1999). 

Como qualquer outro micro-organismo, as microalgas reagem a variações do 

meio exterior com alterações do seu meio intracelular. No ambiente natural, assim como nos 

cultivos, o crescimento de uma população microalgal é resultado da interação entre fatores 

biológicos, físicos e químicos. Os fatores biológicos estão relacionados às próprias taxas 
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metabólicas da espécie cultivada, bem como com a possível influência de outros organismos 

sobre o desenvolvimento algal. Quanto aos fatores físico-químicos, são principalmente 

reportados estudos sobre iluminação, temperatura, salinidade e disponibilidade de nutrientes 

(DERNER et al., 2006) 

O dióxido de carbono é a fonte de carbono para o crescimento fotossintético e 

autotrófico de algas. O carbono é o elemento necessário em maiores concentrações para algas. 

Sua elevada demanda decorre do fato de que o carbono constitui-se no componente mais 

importante de todas as substâncias orgânicas sintetizadas pelas células (LOURENÇO, 2006). 

O nitrogênio é um dos principais macroelementos para o desenvolvimento 

microalgal, constituindo as proteínas, ácidos nucleicos e pigmentos fotossintetizantes. Desta 

forma, quando o suprimento de nitrogênio é abundante, verifica-se uma tendência no aumento 

das concentrações de proteínas e clorofila (LOURENÇO, 2006). 

A temperatura é talvez um dos mais importantes fatores ambientais que 

influenciam a taxa de crescimento das algas, o tamanho da célula, composição bioquímica e 

exigências nutricionais. Outro fator importante, também, para o cultivo de algas é o pH, uma 

vez que o mesmo determina a solubilidade e disponibilidade de CO2 e de nutrientes 

essenciais, possuindo um impacto significativo sobre o metabolismo das algas. Devido à 

absorção de carbono inorgânico pelas algas, o pH pode subir significativamente durante o 

cultivo (JUNEJA; CEBALLOS; MURTHY, 2013). 

 

2.3 Enzima anidrase carbônica 

A anidrase carbônica (EC 4.2.1.1) é uma metaloenzima, que contém um átomo de 

zinco na sua conformação, e catalisa a hidratação reversível do CO2 em bicarbonato com alta 

eficiência: +− +↔+ HHCOOHCO 322 (SHEKH et al., 2012). Por ser produzida por uma 

variedade de tecidos, a anidrase carbônica desempenha um papel importante em muitas 

funções fisiológicas que envolvem reações de carboxilação e descarboxilação, incluindo a 

fotossíntese, respiração (HENRY, 1996), equilíbrio ácido-básico, transporte de íons e de 

dióxido de carbono, reabsorção óssea, ureagênese, gluconeogênese, lipogênese, geração de 

fluidos corporais (BAYRAM et al., 2008), calcificação (SMITH; FERRY, 2000), formação de 

humor aquoso (CENTOFANTI et al., 1997) e também participa do transporte de carbono 

inorgânico (Ci) (HENRY, 1996). 

A anidrase carbônica (AC) tem a capacidade de catalisar a hidratação de 600.000 

moléculas de dióxido de carbono por molécula de AC por segundo. São consideradas como as 
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enzimas mais rápidas que se tem conhecimento. A isoenzima HCA II do corpo humano pode 

catalisar 1,4x106 moléculas de CO2 por segundo. A anidrase carbônica pode fixar grandes 

quantidades de CO2 em CaCO3 em presença de cátions e valores de pH adequados (SHEKH 

et al., 2012; KANTH; PACK, 2013). Pode realizar, também, a extração de CO2 do ar diluído 

em uma concentração inferior a 0,04 % (YAN Et al., 2007). 

A anidrase carbônica (AC) foi primeiramente descoberta em eritrócitos de 

vertebrados (MELDRUM; ROUGHTON, 1933; STADIE; O’BRIEN, 1933), mas desde então 

tem sido encontrada em muitos organismos, incluindo animais, plantas, arqueobactérias, algas 

e eubactérias (HEWETT-EMMETT; TASHIAN, 1996).  

É uma enzima amplamente distribuída na natureza e é expressa em eucariotos (por 

exemplo, animais e plantas), eubactérias e no domínio Archaea. É dividida em pelo menos 

três classes: (i) α-ACs encontrada em animais (todas as ACs de mamíferos pertencem a esta 

classe), plantas, eubactérias, e vírus; (ii) β-ACs encontradas plantas, bactérias e animais; e 

(iii) γ-ACs encontradas em bactérias e plantas (HEWETT-EMMETT; TASHIAN, 1996). 

Existem três outras classes de possíveis: δ-AC encontrada na diatomácea Thalassiosira 

weissflogii, que é possivelmente um homólogo da α-AC; ε-ACs encontradas em bactérias, que 

provavelmente representam uma subclasse da β-CA; e ζ-ACs encontradas em diatomáceas 

que requerem cádmio no lugar do zinco (KAUL et al., 2011). A Tabela 4 apresenta um 

resumo das três principais classes. 

As três famílias (α, β e γ) não possuem uma sequência significativa de identidade, 

parecem ter evoluído de forma independente e são um exemplo de evolução convergente da 

função catalítica (HEWETT-EMMETT E TASHIAN, 1996). Embora as sequências primárias 

dessas famílias de AC sejam diferentes, os sítios ativos destes três tipos de anidrase carbônica 

contem Zn2+ e todos eles utilizam um mecanismo catalítico de dois passos, chamado também 

de mecanismo de catálise “Zn-hidróxido” (LINDSKOG, 1997). A anidrase carbônica 

apresenta algumas estruturas helicoidais, sendo a estrutura dominante a folha beta pregueada 

que se estende por toda a molécula (SARRAF et al., 2004). 
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Tabela 4 – Resumo das diferentes famílias de anidrase carbônica 

Família Distribuição Inibição 
Coordenação com o 

Zn no sítio ativo 

α Vertebrados, algas, 

eubactérias, plantas e 

vírus. 

Altamente sensíveis 

às sulfonamidas. 

Três resíduos de 

histidina* 

β Algas, plantas, 

eubactérias, fungos, 

invertebrados e 

arqueobactérias. 

Menos suscetível às 

sulfonamidas. 

Dois resíduos de 

cisteína e um resíduo 

de histidina. 

γ Arqueobactérias, as 

cianobactérias, algas e 

plantas. 

Altamente sensíveis 

às sulfonamidas. 

Três resíduos de 

histidina** 

Fonte: adaptado de Hewett-Emmett e Tashian (1996) 

*resíduos de histidina são fornecidos pela mesma subunidade; **resíduos de histidina são fornecidos por duas 
subunidades diferentes. 

 

O grupo cataliticamente ativo é a água ligada ao íon Zn, que pode ser ionizada a 

um íon hidróxido. De acordo com o mecanismo proposto, a reação enzimática catalisada 

ocorre em duas etapas distintas. A primeira semi-reação é a interconversão entre CO2 e HCO3 

(Equações 1 e 2) (onde E=enzima e B=tampão). A segunda semi-reação é a regeneração da 

forma ativa da enzima (Equações 3 e 4) (SMITH; FERRY, 2000; LINDSKOG, 1997). A 

etapa limitante da velocidade é a transferência intramolecular de prótons da molécula de zinco 

ligada à água para a His-64, que serve como um transportador de prótons entre o centro 

metálico e as moléculas do tampão no meio de reação (LINDSKOG, 1997). A Figura 2 

apresenta em esquema do mecanismo da anidrase carbônica durante a reação de hidratação do 

CO2. 

 

−+−+ −−↔+−− 3
2

2
2 HCOZnECOOHZnE  (1) 

−+−+ +−−↔+−− 32
2

23
2 HCOOHZnEOHHCOZnE  (2) 

−+++ −−−↔−− OHZnEHOHZnE 2
2

2  (3) 

+−+++ ++−−↔+−−− BHOHOHZnEBOHZnEH 22  (4) 
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Figura 2 – Esquema do mecanismo catalítico da anidrase carbônica 

 

Fonte: RUSSO et al. (2013) 

 

As reações de hidratação e desidratação não-catalisadas são lentas, enquanto as 

reações de dissociação são consideradas instantâneas. A AC acelera a hidratação do CO2 

dissolvido na solução e aumenta a taxa na qual as diferentes formas de Ci (carbono 

inorgânico) em solução são interconvertidas. O equilíbrio entre as formas de Ci é dependente 

do pH. Em condições de força iônica fisiológica, se o pH é inferior à primeira constante de 

dissociação (pK1 ≈ 6,4), o CO2 predomina; se o pH é entre 6,4 e aproximadamente 10,3 (pK2), 

o HCO3
- predomina; enquanto que em pH acima de 10,3, o CO3

2- predomina (MORONEY; 

BARTLETT; SAMUELSSON, 2001). 

As ACs da família α são as mais estudadas e encontram-se amplamente 

distribuídas. As α-ACs têm sido encontradas em animais, plantas, algas, eubactérias e vírus, e 

foram identificadas pela primeira vez em células vermelhas do sangue. As α-ACs de 

vertebrados podem ser classificadas em dois grupos, segundo Jiang e Gupta (1999). Um 

grupo inclui as isoformas solúveis como a CAI, CAII, CAIII, CAIV, CAIX, CAXII e CAXIV. 
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O segundo grupo inclui as encontradas associadas à membrana, como a CAIV, CAVI, CAIX, 

CAXII, CAXIV e CAXVI. Os humanos contem 11 isoenzimas, incluindo as citoplasmáticas 

(CAI, CAII, CAIII e CAVII), mitocondriais (CAVA e CAVB), secretadas (CAVI) e associadas 

à membrana (CAIV, CAIX, CAXII e CAXIV). A faixa de variação de atividades específicas 

destas isoenzimas é bastante grande, com a CAII apresentando o maior valor, 2000-3000 

WAU/mg (Wilbur e Anderson unit/mg), e a CAIII o menor valor, 1-5 WAU/mg. 

Em organismos fotossintéticos poucas α-ACs foram identificadas até o momento. 

Uma foi identificada em cada uma das cianobactérias Anabaena e Synechococcus (SOLTES-

RAK et al., 1997), e em ambos os casos a anidrase carbônica está localizada no espaço 

periplasmático. As algas verdes (KARLSSON et al., 1998) e a Dunaliella salina possuem três 

e duas α-ACs, respectivamente. As ACs da D. salina estão localizadas no periplasma 

(FISHER et al., 1996). Na Chlamydomonas reinhardtii, duas das α-ACs estão localizados no 

periplasma e uma no lúmen do tilacoide (FUKUZAWA et al., 1990). 

β-ACs foram as primeiras ACs a serem reconhecidas em organismos 

fotossintéticos (FAWCETT et al., 1990;.BURNELL; GIBBS; MASON, 1990). Uma vez 

reconhecida, β-ACs foram encontradas em plantas superiores, algas, eubactérias (HEWETT-

EMMETT; TASHIAN, 1996), arqueobactérias (SMITH; FERRY, 1999), em fungos, como 

Saccharomyces cerevisiae e S. pombe (GÖTZ; GNANN; ZIMMERMANN, 1999), 

Caenorhabditis elegans e Drosophila melanogaster, mas não em vertebrados. Pode estar 

localizada no estroma dos cloroplastos, onde é altamente ativa, no citoplasma e cloroplasto de 

plantas superiores e no citoplasma da alga simbiótica Coccomyxa (HILTONEN et al., 1998). 

O terceiro tipo de AC, a γ-AC, foi descoberto na archaebacteria Methanosarcina 

thermophila (ALBER; FERRY, 1994). Genes da γ-AC são encontrados em eubactérias e 

plantas (NEWMAN et al., 1994). Um homólogo foi descoberto, também, no Synechococcus 

PCC7942 (PRICE et al., 1993). 

De uma forma geral, as isoenzimas da anidrase carbônica nas cianobactérias 

podem ser encontradas nos carboxissomos, enquanto que nas microalgas eucarióticas podem 

ser encontradas nos cloroplastos, citosol e espaço periplasmático (MORONEY; SOMANCHI, 

1999). 

 

2.4 Captura e sequestro de dióxido de carbono 

O aquecimento global é resultante do aumento das concentrações atmosféricas de 

dióxido de carbono, nitrogênio e enxofre, óxidos, metano e outros gases de efeito estufa 

(GHG, do inglês greenhouse gas). O aumento das concentrações destes gases aumentará a 



CAPÍTULO II – 21 

temperatura média da superfície do planeta em até 6 °C durante o século 21. Os prováveis 

efeitos do aumento da temperatura da superfície terrestre incluem: (a) mudança na 

distribuição e quantidade de precipitações, (b) impacto na produção de alimentos, (c) 

derretimento acelerado das calotas polares, (d) aumento do nível dos oceanos e (e) extinção 

acelerada de espécies (BILANOVIC et al., 2009).  

O primeiro estudo detalhado e quantitativo sobre o efeito estufa do dióxido de 

carbono foi realizado há pouco mais de cem anos por Svante Arrhenius, Nobel de Química 

Arrhenius (1896). Desde então um grande número de trabalhos foram realizados sobre o 

aquecimento global, culminando recentemente no Painel Intergovernamental de Mudanças 

Climáticas, IPCC (do inglês Intergovernamental Panel on Climate Change). 

As maiores fontes de poluição são a queima de combustível fóssil para geração de 

energia e transporte, a queima de combustível sólido para aquecimento e a queima de florestas 

e pastagens. O último subproduto de todas essas queimas é o gás incolor dióxido de carbono 

(IPCC, 2007). O mesmo tem sido reportado atualmente como o maior contribuinte para o 

efeito estufa (FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009). O aumento contínuo da concentração de 

CO2 na atmosfera tem sido extensivamente documentado (RAMANATHAN; FENG, 2009). 

Sua concentração aumentou de 280 ppm em 1850 (revolução industrial) (IPCC, 2007; WMO, 

2010) para 398 ppm em fevereiro de 2014, e atualmente vem aumentando a uma taxa de 2,07 

ppm/ano (NOAA, 2014).  

Muitos países e regiões ao redor do mundo estabeleceram metas para redução de 

CO2, a fim de cumprir os objetivos de sustentabilidade previstos no Protocolo de Kyoto. 

Atualmente, várias opções estão sendo estudadas e implementadas, com diferentes graus de 

sucesso, e em diferentes fases de estudo e implementação. Alguns exemplos são energia solar, 

térmica ou fotovoltaica, hidrelétrica, eólica, geotérmica, biocombustíveis, sequestro de 

carbono, entre outros. Cada alternativa possui vantagens e problemas, e a escolha da melhor 

opção irá depender da área de aplicação (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). 

Com o objetivo de reduzir os gases de efeito estufa, várias estratégias de 

mitigação de CO2 têm sido investigadas, que podem geralmente ser classificadas em duas 

categorias: (i) abordagens baseadas em reações químicas e (ii) mitigação biológica do CO2 

(WANG et al., 2008). 

As tecnologias de mitigação biológica são baseadas em reações naturais do CO2 

nos organismos vivos (FIGUEROA et al., 2008). Nesse sentido, destacam-se a utilização de 

sistemas de captura enzimática utilizando a anidrase carbônica (AC) livre ou imobilizada 

(BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY, 2007; DAVY, 2009; 
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DILMORE et al., 2009; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; ORES et al., 2012) e a fixação de 

CO2 por microalgas (FULKE et al., 2013; KUMAR et al., 2011; RADMANN et al., 2011; 

WANG et al., 2008).  

Nos processos enzimáticos de captura de CO2, ocorre primeiramente a hidratação 

do CO2, catalisada pela enzima, e posterior fixação na forma de minerais de carbonato. O 

sequestro baseado na fixação química de CO2 na forma de minerais de carbonato, como a 

calcita, magnesita e dolomita, apresenta-se como um método seguro e permanente de 

eliminação de CO2. Os mesmos são abundantes na natureza e são ambientalmente seguros e 

estáveis (MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY, 2007). A utilização da anidrase carbônica 

para tal propósito se constitui em uma alternativa limpa e viável com o benefício adicional da 

formação de carbonatos que podem ser utilizados em plantas de tratamento de efluentes para 

correção de pH e tamponamento do meio. 

A fixação biológica se baseia na utilização do CO2 por plantas e micro-

organismos fotossintéticos para produção de biomassa e energia através da fotossíntese 

(MORAIS; COSTA, 2007), sendo que as microalgas possuem a capacidade de fixar CO2 com 

maior eficiência quando comparadas às plantas (LI et al., 2008). No entanto, os gases de 

combustão emitidos pelas indústrias, além de altas concentrações de CO2, apresentam 

concomitantemente óxidos de enxofre e nitrogênio, compostos orgânicos voláteis e materiais 

particulados que podem ser tóxicos ao crescimento das algas por inibição direta ou por induzir 

a redução do pH (BRILMAN; ALBA; VENEMAN, 2013). Além disso, são necessárias 

grandes áreas para o cultivo, o que não ocorre quando se trata de sistemas de captura 

enzimática. Neste caso, a enzima pode ainda ser utilizada na forma imobilizada, aumentando 

sua estabilidade e possibilitando, também, o reuso. Outras vantagens do emprego da anidrase 

carbônica que merecem destaque são seu alto número de turnover, alta meia vida 

(FIGUEROA et al., 2008) e manutenção da atividade ao longo de uma ampla faixa de 

temperatura e pH (DILMORE et al., 2009). 

 Nos sistemas de captura enzimática, até o momento, são empregadas preparações 

enzimáticas altamente purificadas e de fontes de difícil ampliação de escala, como o sangue 

humano (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY, 2007; DILMORE et 

al., 2009; DAVY, 2009; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; VINOBA et al., 2012), o que 

aumenta o custo do processo. No entanto, existem estudos que se aplicam a enzima obtida a 

partir de bactérias (SHARMA et al., 2008; RAMANAN et al., 2009; SHARMA; 

BHATTACHARYA, 2010; SHARMA; BHATTACHARYA; SHRIVASTAVA, 2011) e, 
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mais recentemente, extraída de eritrócito bovino (ORES et al., 2012) e da microalga Chlorella 

vulgaris (LI et al., 2012). 

 

2.5 Produção de anidrase carbônica em microalgas 

A função primária de AC em algas, tal como em plantas superiores, é aumentar a 

concentração de dióxido de carbono em torno da enzima fotossintética ribulose-bisfosfato 

carboxilase (Rubisco). As microalgas e cianobactérias vivem num meio aquoso em que a 

concentração de dióxido de carbono em torno das células é significativamente menor do que 

em plantas aéreas. A fim de manter altas taxas de fotossíntese estes organismos 

desenvolveram um mecanismo de concentração de carbono (CCM – do inglês carbon 

concentrating mechanism), que funciona para aumentar a concentração de dióxido de carbono 

intracelular para um nível muito superior ao presente no meio ambiente circundante. O 

dióxido de carbono é usado pela Rubisco para iniciar a primeira reação no ciclo de Calvin, a 

carboxilação da ribulose-bifosfato. O sistema de transporte de carbono inorgânico (Ci) e AC 

são fundamentais para o funcionamento do CCM (BADGER; PRICE, 1989; BADGER; 

PRICE, 1992; VAN HILLE et al., 2003). 

As cianobactérias são estruturalmente diferentes das algas eucariotas, com a 

ausência de cloroplastos. Neste caso, os pigmentos fotossintéticos são concentrados em 

carboxissomos. Assim o mecanismo é um pouco diferente nestes organismos (BADGER; 

PRICE, 1989; VAN HILLE et al., 2003). 

O mecanismo pelo qual ocorre o transporte de Ci em cianobactérias ainda não é 

bem compreendido. Vários métodos têm sido utilizados para tentar discriminar entre o 

transporte de CO2 e HCO3
-, porém, de uma forma geral, existe uma ideia que indica que 

ambas as espécies de carbono podem ser usadas como substrato. O transporte de CO2 é, no 

entanto, considerado constitutivo, e a capacidade de acumular HCO3
- parece ser induzida em 

resposta às baixas concentrações externas de CO2. Independentemente da espécie, é o íon 

HCO3
- que é entregue no interior do citosol. O HCO3

- acumulado internamente penetra nos 

carboxissomos, que contêm a maior parte de Rubisco da célula. ACs localizadas 

especificamente nos carboxissomos geram o CO2 ao redor da Rubisco (BADGER; PRICE, 

1992; AL-MOGHRABI et al., 1996; VAN HILLE et al., 2003). 

Kupriyanova et al. (2011), relata ainda a existência da anidrase carbônica 

extracelular (ligada à membrana). O íon bicarbonato, que é a principal forma de Ci externo em 

lagos alcalinos, é capturado pelas células com participação da AC extracelular. Segundo o 

mesmo autor, a AC extracelular seria responsável, ainda, por evitar a fuga do CO2 das células 
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por sua rápida conversão para HCO3
-1 no espaço periplasmático e camada pericelular. O 

HCO3
-1 é, então, transportado através da membrana de volta para dentro da célula por 

transportadores de carbono.  

De uma forma geral, a enzima é induzida por baixos níveis de CO2 dissolvido e 

luz (BADGER; PRICE, 1989; BADGER; PRICE, 1992; VAN HILLE et al., 2003). Segundo 

Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003), a alcalinização do meio também induz a produção 

da enzima, como um mecanismo para aumentar a concentração de CO2 ao redor da Rubisco, 

pois, em pH alcalino ocorre uma predominância de carbono na forma do íon bicarbonato. 

Quando se almeja produtos biotecnológicos é essencial o conhecimento a respeito 

do perfil de produção dos mesmos. Esse tipo de informação permite obter o período de 

máxima produtividade da biomolécula de interesse. Com relação à produção da anidrase 

carbônica ao longo do cultivo de microalgas, ainda são escassos os estudos encontrados na 

literatura.  

Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003) e Rigobello-Masini, Masini e Aidar 

(2006) avaliaram o perfil da anidrase carbônica e da nitrato redutase ao longo do cultivo da 

microalga Tetraselmis gracilis para compreender melhor o mecanismo de fotossíntese desta 

alga em diferentes condições de aeração. Os autores verificaram que com a alcalinização do 

meio e o decréscimo da concentração de carbono inorgânico, houve um aumento da atividade 

da anidrase carbônica externa (enzima ligada à membrana – ensaios de atividade realizados 

com a célula inteira) e total (ensaios realizados com o extrato enzimático – célula rompida).  

Li et al. (2012) acompanharam a produção da enzima durante 5 dias de cultivo da 

microalga Chlorella vulgaris, sendo o objetivo maior do trabalho a caracterização da enzima. 

A microalga apresentou atividades específicas altas nos primeiros dias, decaindo no quarto e 

quinto dias de cultivo. Os autores verificaram, também, que a enzima extraída da microalga 

possui a capacidade de induzir a precipitação do CO2 na forma de CaCO3. 

 

2.6 Ficobiliproteínas 

Ficobiliproteínas são complexos pigmento-proteína, hidrossolúveis, envolvidos na 

captação de luz, covalentemente ligadas com grupos cromóforos e muito fluorescentes, 

encontradas em cianobactérias (algas verdes-azuis), em uma classe de algas eucarióticas 

(Criptomonados) e em rodófitas (algas vermelhas) (ABALDE et al., 1998). A maior parte da 

energia luminosa usada por alguns organismos fotossintéticos é obtida por pigmentos 

acessórios, como as ficobiliproteínas, porque a clorofila absorve energia luminosa somente 
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em uma região limitada do espectro solar (REIS et al., 1998). As ficobiliproteínas podem 

representar mais de 60% do conteúdo de proteínas solúveis (VISKARI; COLYER, 2003) 

De acordo com a presença de diferentes grupos cromóforos, as ficobiliproteínas 

são classificadas em quatro grupos (DUCRET et al., 1998; SUN; WANG, 2003): ficoeritrinas 

(FE; λmáx = 490 – 570 nm), ficocianinas (FC; λmáx = 590 – 652 nm), ficoeritrocianinas (FEC; 

λmáx = 560 – 600 nm) e aloficocianina (AFC; λmáx = 650 – 665). Quanto à coloração, as 

ficoeritrinas aparecem com coloração vermelho rosada, as ficocianinas são azul escuro e as 

aloficocianina possuem coloração azul esverdeada (VISKARI; COLYER, 2002) 

Os prefixos das ficobiliproteínas foram inicialmente propostos para distinguir a 

sua origem taxonômica (R- algas vermelhas, C- cianobactérias). No entanto, após a 

descoberta de dois espectros de ficoeritrina ligeiramente diferentes em algas vermelhas da 

ordem Bangiales, B-ficoeritrina e b-ficoeritrina, a nomenclatura “R” para algas vermelhas não 

seria mais válido. Consequentemente, estes prefixos não mais se referem ao tipo de 

organismos de origem, mas as suas características espectrais específicas (MARSAC, 2003). 

As principais ficobiliproteínas são ficocianina, aloficocianina e ficoeritrina 

(VISKARI; COLYER, 2002). Em cianobactérias a ficocianina está presente em maior 

proporção, e nas algas vermelhas a ficoeritrina, enquanto o conteúdo da aloficocianina é 

muito menor em ambas as espécies (SU et al., 2010). Estão localizadas dentro de estruturas 

subcelulares de cianobactérias chamadas de ficobilissomos, onde se encontram organizadas de 

modo a maximizar a transferência ressonante de energia por fluorescência. Essa transferência 

ocorre da FE para a FC, desta para a AFC e finalmente da AFC para o centro de reação 

fotossintético (clorofila a) (VISKARI; COLYER, 2002).  

O grande interesse nestas biomoléculas está na aplicação como corantes naturais. 

Quando purificadas, as ficobiliproteínas podem ser aplicadas como corante em alimentos  

(C-ficocianina) e cosméticos (C-ficocianina e R-ficoeritrina). A C-ficocianina oriunda de 

Spirulina é utilizada como corante natural em goma de mascar, produtos lácteos e geleias 

(SEKAR; CHANDRAMOHAN, 2008).  

Os corantes empregam um papel especial nos alimentos que irão ser consumidos. 

Sendo as crianças os principais consumidores de alimentos e guloseimas artificialmente 

coloridos, o crescimento da consciência da importância de corantes naturais, especialmente de 

alimentos e cosméticos, tem ocupado uma grande demanda de fontes naturais e biológicas de 

corantes (SARADA; PILLAI; RAVISHANKAR,1999). Dentro deste contexto, espécies do 

gênero Spirulina são fontes não dispendiosas de ficobiliproteínas (MINKOVA et al., 2003), 
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além de possuir certificado GRAS (Generally Recognized as Safe) do FDA (Food and Drug 

Administration), permitindo seu uso em alimentos. 

Em sua forma purificada, a C-ficocianina (C-FC) possui, também, atividade 

antioxidante contra radicais hidroxil (ESTRADA; BESCOS; DEL FRESNO, 2001), radicais 

peróxidos (BHAT; MADYASTHA, 2000) e radicais DPPH (GANTAR et al., 2012), e tem 

sido utilizada como agente anti-tumoral e anti-inflamatório (REDDY et al., 2003), pela sua 

capacidade hepatoprotetora (NAGARAJ et al., 2012) e pelo potencial contra diabetes (OU et 

al., 2013) e hipertensão (ICHIMURA et al., 2013). 

A aloficocianina é amplamente utilizada em técnicas bioquímicas como marcador 

fluorescente (SHAPIRO et al., 1983; YEH et al., 1987). Além disso, vários estudos têm 

relatado que a aloficocianina possui propriedade hepatoprotetora, antioxidante, de eliminação 

de radicais, antiartrítica, propriedades anti-inflamatórias (REDDY et al., 2003; ROMAY et 

al., 1998) e atividade anti-enterovirus (SHIH et al., 2003). Apesar de sua ampla aplicação, a 

aloficocianina continua a ser a ficobiliproteína menos estudada devido ao seu baixo 

rendimento e à falta de métodos eficazes de purificação (FAN et al. 2012). Estudos de 

purificação de ficobiliproteínas geralmente focam na obtenção de ficoeritrina ou ficocianina, 

que estão presentes em maior quantidade em cianobactérias ou algas vermelhas (SU et al., 

2010). Uma forma de melhorar o baixo rendimento de extração de aloficocianina é o 

aperfeiçoamento do processo de ruptura celular. 

 

2.7 Produção de ficobiliproteínas em cianobactérias 

Na literatura são encontrados diversos trabalhos de extração e purificação de 

ficobiliproteínas, mas poucos estudos avaliam a produção destes pigmentos ao longo do 

cultivo de microalgas. 

Saleh, Dharb e Singh (2011) realizaram um comparativo dos perfis de pigmentos 

de diferentes cepas de Spirulina ao longo de 25 dias de cultivo. Os autores avaliaram a 

produção das ficobiliproteínas, carotenoides e β-caroteno. Maiores produções de  

C-ficocianina e aloficocianina são obtidas entre o 15° e 20° dias de cultivo. As máximas 

concentrações obtidas pelos autores foram 82, 9 µg/mL de C-ficocianina e 62, 3 µg/mL de 

aloficocianina. 

Chen et al. (2013) avaliaram a fixação de CO2 e a produção de C-ficocianina pela 

Spirulina platensis durante 10 dias de cultivo. Os autores verificaram que uma maior 

produtividade de C-ficocianina é alcançada entre o 3° e o 4° dias de cultivo. 
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2.8 Extração de biomoléculas intracelulares 

O aumento na demanda por produtos intracelulares, como proteínas e enzimas, 

pelas indústrias alimentícia e farmacêutica, tem evidenciado a importância dos processos de 

rompimento celular. Os critérios utilizados para a seleção da técnica de ruptura celular devem 

considerar alguns fatores como: tamanho da célula, tolerância a tensões de cisalhamento, 

necessidade de controle de temperatura, tempo de operação, rendimento do processo, gasto de 

energia, custo e capital de investimento (PESSOA; KILIKIAN, 2005). 

Microalgas podem ser utilizadas para a produção de um grande número de 

bioativos de alto valor agregado. A produção comercial de metabólitos intracelulares de 

microalgas requer as seguintes etapas: (1) a produção em larga escala de biomassa da 

microalga apropriada; (2) recuperação da biomassa a partir de um cultivo relativamente 

diluído; (3) extração do metabólito a partir da biomassa; e (4) purificação do extrato bruto 

(GRIMA et al., 2003). 

Diferentes métodos podem ser empregados para a extração de proteínas 

intracelulares, os quais dependem da força física da parede celular dos micro-organismos, 

localização dentro da célula, estabilidade e do uso desejado para o composto de interesse 

(FARKADE, HARRISON, PANDIT, 2005).  

Não existe um método único ou um conjunto de métodos aplicáveis ao isolamento 

de todas as proteínas indistintamente, porém, para qualquer proteína, é possível escolher uma 

sequência de etapas de separação que, dependendo da pureza desejada, podem resultar em 

aumento do custo e redução da produção (LIMA et al., 2002). Técnicas baseadas no use de 

pressão osmótica, condições abrasivas, tratamento químico, tratamento enzimático, secagem, 

congelamento-descongelamento e tratamento ultrassônico, podem ser utilizadas para uptura 

celular (MORAES et al., 2011a). 

O rompimento celular pode ser conseguido por uma variedade de técnicas, e os 

métodos disponíveis podem ser classificados de um modo geral em métodos mecânicos e não 

mecânicos (Figura 3). Os métodos mecânicos também podem ser combinados com os 

métodos não mecânicos para aumentar a eficiência global da ruptura celular. Os métodos 

mecânicos incluem moinhos de bola, homogeneizadores de alta pressão e a cavitação. A 

cavitação pode ser ainda gerada através de sonicação, homogeneizadores ultrassônicos e 

reatores de cavitação hidrodinâmica. Os métodos não-mecânicos incluem tratamentos 

químicos, enzimáticos, calor, soluções alcalinas, choque osmótico, ciclos de 

congelamento/descongelamento (BALASUNDARAM; HARRISON; BRACEWELL, 2009). 
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Embora uma variedade de técnicas esteja disponível para a extração de produtos 

intracelulares, os métodos mecânicos têm encontrado maior aplicação comercial em 

comparação com os métodos não mecânicos, pois os últimos possuem limitações operacionais 

e econômicas quando aplicados em larga escala. Os moinhos de bolas e homogeneizadores de 

alta pressão tendem a ser utilizados em larga escala para ruptura de células microbianas, ao 

passo que outros métodos mecânicos e não mecânicos são predominantemente utilizados na 

escala laboratorial (BALASUNDARAM; HARRISON; BRACEWELL, 2009). 

 

Figura 3 – Classificação das técnicas ruptura celular 

 

Fonte: adaptado de HARRISON (1991) 

 

Os moinhos de bola e homogeneizadores de alta pressão possuem algumas 

desvantagens, como a liberação não seletiva do produto, isto é, a liberação de contaminantes 

juntamente com o biocomposto de interesse, e a micronização dos fragmentos celulares, que 

prejudicam as etapas que sucedem a extração (centrifugação e/ou filtração) 

(BALASUNDARAM; HARRISON; BRACEWELL, 2009). 

A economia do processo pode ser melhorada se a recuperação seletiva dos 

produtos durante os passos iniciais for levada em consideração. No caso de um produto 

intracelular, isto pode ser conseguido através da libertação do produto seletivamente durante a 
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primeira operação de recuperação, a ruptura celular, onde o tratamento ultrassônico tem 

demonstrado ser uma técnica promissora (BALASUNDARAM; HARRISON; 

BRACEWELL, 2009). A seletividade relativa e recuperação que podem ser conseguidos com 

os métodos de ruptura celular acima mencionados são resumidos na Figura 4. Embora os 

métodos mecânicos industrialmente preferidos, como moinho de bolas e homogeneizador de 

alta pressão, são superiores em termos de recuperação do produto, a sua fraca seletividade é 

uma grande desvantagem. 

 

Figura 4 – Relação entre seletividade do produto liberado e facilidade de recuperação de 
diferentes técnicas de ruptura conhecidos 

 

Fonte: adaptado de BALASUNDARAM; HARRISON; BRACEWELL (2009) 

 

O rompimento celular é muitas vezes necessário para a recuperação de produtos 

intracelulares a partir de microalgas. A maioria dos métodos de ruptura celular que foram 

desenvolvidos para a utilização com micro-organismos não fotossintetizantes podem ser 

aplicados para as microalgas. Alguns dos métodos já utilizados para rompimento de biomassa 

microalgal são o homogeneizador de alta pressão, a agitação de biomassa em presença de 
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pérolas de vidro e de cerâmica, autoclavagem, ultrassom, tratamento com ácido, solventes, 

álcalis e enzimas. Os homogeneizadores de alta pressão são amplamente utilizados para 

romper as células de Haematococcus destinado à alimentação dos peixes. O rompimento 

aumenta grandemente a biodisponibilidade e a assimilação dos pigmentos (GRIMA et al., 

2003). 

 

2.9 Extração de anidrase carbônica e ficobiliproteínas  

Na literatura não existem estudos a respeito da extração da anidrase carbônica a 

partir de algas e/ou de cianobactérias. Os autores visam apenas o isolamento da enzima para 

sua caracterização, não importando o rendimento do processo de extração. Algumas das 

metodologias utilizadas para a extração da enzima nestes estudos são: agitação com pérolas de 

vidro, prensa francesa, sonicação, maceração em gral com nitrogênio líquido, congelamento e 

descongelamento e homogeneização mecânica, tratamento enzimático com lisozima e 

homogeneizador ultrassônico (GHOSHAL; HUSIC; GOYAL, 2002; XIA; GAO, 2005; 

RIGOBELLO-MASINI; MASINI; AIDAR, 2006; SHARMA et al., 2008; CHINNASAMY et 

al., 2009; RAMANAN et al., 2009; KUPRIYANOVA et al., 2011; LI et al., 2012).  

Com relação à biomassa de cianobactéria, são encontrados diversos trabalhos que 

avaliam a extração de C-ficocianina a partir de biomassa seca (SILVEIRA et al., 2007; 

MORAES; BURKERT; KALIL, 2010) e de biomassa úmida (SARADA; PILLAI; 

RAVISHANKAR, 1999; MORAES et al., 2011a). Porém, não são encontrados trabalhos de 

extração conjunta de ficobiliproteínas e da enzima anidrase carbônica. 

No estudo de Sarada, Pillai e Ravishankar (1999), dentre as técnicas estudadas 

para a extração de C-ficocianina de Spirulina platensis, o congelamento e descongelamento e 

a homogeneização em gral e pistilo foram as que proporcionaram os maiores rendimentos, 

194,7 e 196,6 mg/g, respectivamente. Os autores ainda relatam que o 

congelamento/descongelamento foi o método que proporcionou maior qualidade de C-

ficocianina e o extrato obtido não continha clorofila.  

Silveira et al. (2007) estudaram os efeitos da temperatura e da razão de biomassa-

solvente sobre a concentração e pureza da C-ficocianina extraída a partir de biomassa seca da 

cianobactéria Spirulina platensis LEB 52. As condições ótimas para a extração do biocorante 

foram uma proporção de biomassa-solvente de 0,08 g/mL e temperatura de 25 ºC. Nestas 

condições, foi possível obter um extrato de C-ficocianina com uma concentração de  

3,68 mg/mL com um grau de pureza (A615/A280) de 0,46. 
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No trabalho de Moraes, Burkert e Kalil (2010), primeiramente, a biomassa 

oriunda da cianobactéria Spirulina platensis LEB 52 foi submetida à diferentes tratamentos 

para a ruptura celular. Definida a metodologia de ruptura, o processo de extração foi 

otimizado, avaliando os efeitos da velocidade de rotação (agitação da suspensão foi realizada 

em agitador orbital) e razão biomassa-solvente usando a metodologia de planejamento 

experimental e superfície de resposta. A secagem seguida de congelamento e maceração até 

partículas com tamanho entre 0,106 e 0,125 mm, juntamente com uma razão de biomassa-

solvente de 0,16:1 e extração sem agitação à 25 °C foram as melhores condições de extração 

obtidas pelos autores. Nestas condições foi alcançada uma concentração de C-ficocianina de 

13,2 mg/mL com pureza de 0,603 e rendimento de 82,5 mg/g. 

Moraes et al. (2011a) avaliaram a extração de C-ficocianina a partir de biomassa 

úmida de Spirulina platensis LEB 52. Dentre os tratamentos estudados pelos autores, a 

sonicação com pérola de vidro foi a técnica que resultou nos maiores rendimentos. Os autores 

obtiveram valores de C-ficocianina em torno de 43,7 mg/g. 

Com relação a extração de aloficocianina, são encontrados poucos trabalhos. 

Apenas no estudo de El-Mohsnawy (2013) é avaliada a extração deste pigmento por duas 

técnicas, lisozima juntamente com alta pressão ou somada à agitação em vórtex com pérolas 

de vidro, com biomassa da cianobactéria Thermosynechococcus elongatus. Os ensaios 

realizados com o vórtex foram os que resultaram em uma maior extração de aloficocianina. 

 

2.10 Considerações finais 

A utilização de biomassa microalgal para obtenção de compostos de alto valor 

agregado vem crescendo de maneira significativa nos últimos anos requerendo cada vez mais 

estudos a respeito da produção e recuperação dos mesmos. Dentro do exposto na revisão 

bibliográfica, observou-se que os processos envolvendo a produção e extração de 

biomoléculas intracelulares de microalgas vem sendo pouco estudados. 

Esta tese vem a contribuir no avanço do desenvolvimento de um processo de 

obtenção e extração de bioprodutos de interesse comercial, anidrase carbônica e 

ficobiliproteínas, uma vez que inova quando apresenta um processo de obtenção conjunta 

destes compostos a partir de biomassa de cianobactérias.  

Além disso, o estudo da produção da enzima ao longo do cultivo das algas, que 

permite avaliar o período de máxima produção da enzima, visando a obtenção de máxima 

produtividade, é interessante, visto que a maior parte dos artigos são apenas de isolamento e 

caracterização da enzima. 
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CAPÍTULO III 

DESENVOLVIMENTO DO TRABALHO 
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ARTIGO 1: EXTRAÇÃO DE ANIDRASE CARBÔNICA DA MICROAL GA Dunaliella 

tertiolecta: POTENCIALIDADE PARA USO EM CAPTURA DE CO 2 
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EXTRAÇÃO DE ANIDRASE CARBÔNICA DA MICROALGA Dunaliella tertiolecta: 

POTENCIALIDADE PARA USO EM CAPTURA DE CO 2 

 

RESUMO 

Nos últimos tempos existe um forte interesse na estabilização atmosférica do CO2 e outros 
gases de efeito estufa para mitigar os riscos do aquecimento global. Dentre as estratégias para 
redução das emissões está a captura e sequestro de CO2 atmosférico, onde sistemas utilizando 
a anidrase carbônica têm sido muito estudados. Esta enzima encontra-se amplamente 
distribuída na natureza, sendo as microalgas uma fonte potencialmente atrativa desta 
biomolécula. Este trabalho apresenta a obtenção da anidrase carbônica a partir da biomassa da 
microalga marinha Dunaliella tertiolecta e sua aplicação na captura enzimática do CO2. 
Foram testados três métodos para a extração da enzima: agitação com abrasivo, maceração 
com gral e pistilo e tratamento ultrassônico. Foram estudadas, também, diferentes 
concentrações de biomassa úmida e tempos de extração. Por último, a enzima obtida a partir 
da microalga foi aplicada em um sistema enzimático de captura e sequestro de CO2. Obteve-
se um extrato enzimático com uma atividade na ordem de 67 U/g de biomassa, sendo que os 
maiores rendimentos em extração foram obtidos com o tratamento ultrassônico, concentrações 
de biomassa entre 0,1 e 0,2 g/L e tempos de extração de 3 min. A enzima foi aplicada na 
captação enzimática do CO2 eficazmente, demonstrando que a biomassa microalgal trata-se 
de uma fonte potencialmente atrativa para obtenção de anidrase carbônica. 

 

Palavras-chave: captação enzimática; mitigação do CO2; tratamento ultrassônico; ruptura 

celular. 

 

1 INTRODUÇÃO 

O aquecimento global tem estimulado o desenvolvimento de tecnologias eficazes 

para mitigação do CO2. O aumento contínuo da concentração deste gás na atmosfera tem sido 

extensivamente documentado (RAMANATHAN; FENG, 2009). Sua concentração aumentou 

de 280 ppm em 1850 (revolução industrial) (IPCC, 2007; WMO, 2010) para 398 ppm em 

fevereiro de 2014, e atualmente vem aumentando a uma taxa de 2,07 ppm/ano (NOAA, 

2014).  

Este poluente é oriundo principalmente da queima de combustíveis fósseis para 

geração de energia e transporte, que está associada com o aumento da população e 

industrialização (CHANG; YANG, 2003). Outras fontes seriam a queima de florestas e 

cerrado, e a queima de combustíveis de uso doméstico (RAMANATHAN; FENG, 2009).  

Os gases de efeito estufa contribuem não somente para o aquecimento global, mas 

também para outros impactos no meio ambiente e na vida humana. Os oceanos absorvem 

aproximadamente um terço do CO2 emitido a cada ano pelas atividades humanas, tornando a 

água gradualmente mais ácida, o que pode causar a perda rápida de barreiras de corais e da 
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biodiversidade do ecossistema marinho com enormes implicações na vida marinha e, 

consequentemente, na vida terrestre (ORMEROD et al., 2002). 

Muitos países e regiões ao redor do mundo estabeleceram metas para redução de 

CO2, a fim de cumprir os objetivos de sustentabilidade previstos no Protocolo de Kyoto. 

Várias opções estão sendo estudadas e implementadas, com diferentes graus de sucesso, e em 

diferentes fases de estudo e implementação. Alguns exemplos são energia solar, térmica ou 

fotovoltaica, hidrelétrica, eólica, geotérmica, biocombustíveis, sequestro de carbono, entre 

outros. Cada alternativa possui vantagens e problemas, e a escolha da melhor opção irá 

depender da área de aplicação (MATA; MARTINS; CAETANO, 2010). 

Dentre as estratégias para redução de emissões de CO2 está o sequestro deste gás a 

partir de fontes pontuais ou atmosféricas através de técnicas naturais e de engenharia (LAL, 

2008). Dentro deste contexto, os sistemas biológicos, que utilizam a enzima anidrase 

carbônica, vêm ganhando cada vez mais atenção. Estes sistemas são baseados em reações que 

ocorrem naturalmente nos organismos vivos e são uma via potencial para a melhoria destas 

tecnologias (FIGUEROA, 2008). Porém, a viabilidade do processo de captura enzimática 

reside inicialmente na obtenção da enzima a partir de fontes viáveis. 

A anidrase carbônica é uma metaloenzima que catalisa com alta eficiência a 

hidratação reversível do CO2 em bicarbonato, uma reação fundamental para processos 

biológicos como a fotossíntese e respiração. Pode ser encontrada em diversos organismos, 

como animais, vegetais e algas (HEWETT-EMMETT; TASHIAN, 1996), sendo o último uma 

fonte potencialmente atrativa para obtenção da enzima. 

O cultivo de microalgas possui algumas vantagens, como rápido crescimento, 

comparado às plantas superiores; possibilidade de cultivo em águas salobra e/ou salgada, 

liberando o uso de água doce para o consumo humano e agricultura; tolerância a fatores 

ambientais extremos, podendo ser cultivadas intensivamente em pequenos espaços e em 

regiões impróprias para atividades agrícolas (KURANO et al., 1995). 

Dunaliella tertiolecta (D. tertiolecta) foi usada neste estudo, porque é uma 

espécie relativamente fácil de cultivar e utiliza nutrientes inorgânicos presentes na água do 

mar, águas residuais ou água salobra, juntamente com a luz solar para produzir biomassa 

usando CO2 como fonte de carbono. Além disso, possui elevada tolerância ao sal, temperatura 

e luz (TANG et al., 2011), possui, também, capacidade de crescer sobre uma ampla faixa de 

pH (YOUNG; BEARDALL; GIORDANO, 2001). Tem sido utilizada em estudos de 

biofixação devido sua resistência a altas concentrações de CO2 (ONO; CUELLO, 2006; 

WANG et al., 2008). Segundo Young, Beardall e Giordano (2001) a microalga Dunaliella 
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tertiolecta expressa uma capacidade de acumulação de carbono inorgânico dissolvido 

extremamente eficiente, relacionada a capacidade da célular de utilizar o íon HCO3
-. 

Neste trabalho foi avaliada a potencialidade da enzima anidrase carbônica extraída 

da microalga marinha Dunaliella tertiolecta em um sistema enzimático para captura de CO2. 

Para isso, foi estudada a extração da enzima anidrase carbônica da biomassa de Dunaliella 

tertiolecta por três métodos de ruptura celular. Foram estudados, também, diferentes 

concentrações celulares e tempos de extração. Por fim, foi aplicada esta enzima em sistemas 

de captura do CO2. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Microalga e meio de cultivo 

Foi utilizada a microalga marinha Dunaliella tertiolecta, gentilmente cedida pelo 

Laboratório de Biologia Marinha e Biomonitoramento (LABIOMAR) do Instituto de Biologia 

da Universidade Federal da Bahia. Para o preparo do inóculo, cultivo e manutenção da 

microalga foi utilizado o meio Conway (WALNE, 1966) com água marinha natural com 

salinidade de 28 (OLIVEIRA et al., 2011). 

 

2.2 Cultivo 

Os cultivos foram realizados em erlenmeyer de 1 L (volume útil de 800 mL), 

sendo adicionado 20% de inóculo. As algas foram incubadas a 25±1 °C, por 10 dias e a 

agitação realizada por injeção constante de ar estéril (0,5 vvm). A iluminância foi promovida 

por lâmpadas florescentes do tipo daylight (40,5 µE/m2.s), com fotoperíodo fixado em 12 h 

claro/escuro. 

Ao final do cultivo, a biomassa foi obtida por centrifugação (5200 x g por 20 min) 

e ressuspendida em tampão Tris-HCl 10 mM pH 8,3 (RIGOBELLO-MASINI, AIDAR E 

MASINI, 2003) para realização dos testes de extração. 

 

2.3 Extração da anidrase carbônica 

A extração da enzima foi estudada em duas etapas. Na primeira, foi avaliado o 

desempenho de três métodos de ruptura, que foram: agitação com pérolas de vidro, 

homogeneização em gral e tratamento ultrassônico. Nesta primeira etapa foi utilizado uma 

suspensão de biomassa em tampão Tris-HCl 10 mM pH 8,3 na concentração de 5 g/L 

(MORAES et al., 2011). 
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Para a agitação foram adicionadas pérolas de vidro (r<0,4 mm) à biomassa na 

proporção de 1:1,1 (mL de suspensão: g pérolas de vidro), e a mistura agitada vigorosamente 

em vórtex durante 40 min, intercalando 2 min de agitação e 2 min de resfriamento em banho 

com gelo (MEDEIROS et al., 2008). 

Na homogeneização em gral, a biomassa congelada (-18 °C por 24 h) foi 

homogeneizada com auxílio de um pistilo, na presença de terra diatomácea, na proporção de 

5:1 (g de biomassa: g terra diatomácea) (MORAES et al., 2011). 

No tratamento ultrassônico, o rompimento celular foi realizado utilizando um 

homogeneizador ultrassônico (Sonic Ruptor 250, Omni International Inc., EUA) com 

frequência de 20 kHz (ponteira micro com potência de 60 W) por 10 min. O ensaio foi 

realizado em banho de gelo. 

Na segunda etapa, foi fixado o método de extração e foram testadas suspensões de 

biomassa com concentração entre 0,1 e 9 g/L. Estabelecida a melhor concentração, esta foi 

utilizada para avaliar o rendimento de extração em função do tempo, onde foram testados 

tempos de 1 a 10 min. O ensaio foi realizado sempre em banho de gelo. 

Após a ruptura celular, a suspensão resultante de cada teste foi centrifugada a 

5200 x g por 20 min a uma temperatura de 4 °C, e o sobrenadante, livre de células, utilizado 

para medida da atividade enzimática, clorofila a, clorofila b e carotenoides totais. Todos os 

ensaios foram realizados em triplicata. 

 

2.4 Captura enzimática do CO2 

A anidrase carbônica extraída da biomassa microalgal foi utilizada como 

catalisador para a hidratação do CO2 e o mesmo foi precipitado na forma de carbonato de 

cálcio (CaCO3). Em erlenmeyers contendo o extrato enzimático, adicionou-se tampão Tris  

1,2 M contendo 4,5% de cloreto de cálcio dihidratado (CaCl2.2H2O) na proporção 1:1. A 

reação foi iniciada com a adição de uma solução de água deionizada saturada com CO2. Após 

determinados intervalos de tempo, a mistura foi filtrada e seca para ser mensurada a 

quantidade de CaCO3 precipitado (ensaio enzimático). Também foram realizados ensaios 

substituindo o extrato enzimático por água deionizada (ensaio não-enzimático) (ORES et al., 

2012). 

 

2.5 Métodos analíticos 

Para a determinação da atividade enzimática foi utilizado o teste de atividade de 

esterase (POCKER; STONE, 1967), adaptado. Nessa metodologia a mistura reacional 



CAPÍTULO III – 38 

consistiu em 1,8 mL de tampão Tris-SO4 50 mM pH 7,4, 0,2 mL de solução enzimática e 1 

mL de solução 3 mM de p-nitrofenil acetato. Após a adição do substrato, foi registrado o 

aumento da absorvância à 400 nm (ε p-nitrofenol = 11,9 mL/cm.µmol). Uma unidade de atividade 

enzimática (U) é definida como a quantidade de enzima necessária para liberar  

1 µmol de p-nitrofenol por minuto, sob as condições do ensaio. Os resultados foram expressos, 

também, em termos de rendimento de extração, calculado dividindo-se a atividade enzimática 

(U/L) pela concentração de biomassa (g/L) 

A concentração de biomassa foi determinada por leitura da densidade óptica a  

680 nm e conversão para biomassa seca através de uma curva padrão previamente preparada 

(MASSART; AUBRY; HANTSON, 2010).  

A extração da clorofila a (Ca), clorofila b (Cb) e carotenoides totais (Cx+c) foi 

realizada com éter dietílico segundo metodologia de Dere, Günes e Sivaci (1998) e as 

concentrações destes pigmentos foram calculadas conforme Equações 1, 2 e 3 

(LICHTENTALER; WELLBURN, 1985). 

 

 (1) 

 (2) 

 (3) 

 

2.6 Análise estatística 

Os resultados foram tratados por análise de variância seguida pelo teste de Tukey, 

considerando um nível de confiança de 95 % (p<0,05). 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 Extração da anidrase carbônica 

Foram realizados testes de extração da anidrase carbônica e as concentrações de 

clorofila a, clorofila b e carotenoides totais, também foram determinadas nestes primeiros 

ensaios como uma forma de verificar a eficácia das metodologias de extração escolhidas, já 

que não são encontrados na literatura trabalhos que avaliem a extração da anidrase carbônica. 

Observa-se na Tabela 1 que o tratamento ultrassônico foi o que proporcionou 

maior extração da enzima, com atividade enzimática de 14,4 U/g de biomassa, e maiores 

concentrações de clorofila a (17,2 µg/g), clorofila b (5,6 µg/g) e carotenoides totais  

(10,2 µg/g).  

 

662644b A140,3A37,16C ⋅−⋅=

230C7,56C280,1A1000C ba470cx ⋅−⋅−⋅=+

644662a A766,0A05,10C ⋅−⋅=
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Tabela 1 – Valores experimentais (média ± desvio padrão) obtidos nos ensaios de extração da 
enzima por diferentes tratamentos 

Método 
Atividade 

(U/g) 

Clorofila a 

(µg/g) 

Clorofila b 

(µg/g) 

Carotenoides totais 

(µg/g) 

Agitação com 

abrasivo 
7,0 ± 0,2b 4,1 ± 0,3b 0,8 ± 0,1b 2,3 ± 0,1b 

Ultrassônico 14,4 ± 0,7a 17,2 ± 0,2a 5,6 ± 0,2a 10,2 ± 0,1a 

Gral e pistilo 2,3 ± 0,3c 0,5 ± 0,2c 0,1 ± 0,03c 0,4 ± 0,1c 

Letras iguais indicam que não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 

 

Através da Figura 1, que mostra a biomassa da microalga Dunaliella tertiolecta 

antes e após os processos de ruptura celular, pode-se confirmar que o tratamento ultrassônico 

foi mais eficiente na extração dos pigmentos, como clorofila e carotenoides. Sendo assim, 

como a enzima e intracelular, o ultrassom foi, consequentemente, mais eficiente na extração 

da enzima. 

 

Figura 1 – Microalga Dunaliella tertiolecta (a) antes da extração da enzima; e biomassa após 
extração por (b) tratamento ultrassônico, (c) agitação com abrasivo e (d) homogeneização 

com gral e pistilo; todas com aumento de 400 vezes (*amostra diluída) 

b

a

b*

c

d

c*

d*
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O tratamento ultrassônico tem sido reconhecido cada vez mais como um eficiente 

método de extração e tem sido comumente utilizado para lise celular. O ultrassom tem 

demonstrado ser um tratamento eficaz para romper a parede celular de microalgas 

(BERMEJO et al., 2001; FURUKI et al., 2003; PATEL et al., 2005, BERMEJO et al., 2006; 

MORAES et al., 2011). No ultrassom, as ondas sonoras são convertidas em vibrações 

causando o fenômeno de cavitação. Essas vibrações geram focos de baixa pressão no líquido 

suficientes para a formação de bolhas muito pequenas. À medida que se prolonga o tempo das 

vibrações, essas bolhas entram em colapso, que gera uma onda de choques que circulam pelo 

meio líquido e resultam em um impacto e aumento da tensão de cisalhamento, com 

consequentemente rompimento celular (PESSOA JUNIOR; KILIKIAN, 2005) e liberação da 

enzima para o meio. 

O uso de reatores de cavitação hidrodinâmica para rompimento celular tem sido 

aprovado, inclusive, para aplicações em larga escala, pois tem demostrado maior eficiência 

em comparação com técnicas convencionais baseadas na utilização da energia mecânica 

(GOGATE; KABADI, 2009). No geral, a cavitação é uma tecnologia bem estabelecida em 

escala de laboratório e piloto (GOGATE et al., 2001; BALASUNDARAM; HARRISON; 

BRACEWELL, 2009), mas são necessários os esforços combinados de químicos, engenheiros 

e físicos para aproveitar eficazmente o potencial desta tecnologia em escala industrial. 

Furuki et al. (2003) ainda ressaltam que o ultrassom trata-se de um método rápido, 

em comparação com as técnicas tradicionais, e mais seletivo para larga escala. Ao estudar a 

extração de C-ficocianina de Spirulina platensis, os autores verificaram que a pureza do 

biocorante pode ser controlada pela frequência da onda do ultrassom irradiada. O efeito 

seletivo do ultrassom é relatado, também, na extração de enzimas (BALASUNDARAM; 

PANDIT, 2001; BALASUNDARAM; HARRISON; BRACEWELL, 2009; GOGATE; 

KABADI, 2009). 

O ultrassom também apresenta resultados satisfatórios na extração de clorofila, 

carotenoides e lipídios a partir de biomassa de microalgas. Simon e Helliwell (1998) 

avaliaram a extração de clorofila da alga Selenastrum obliquus utilizando solvente juntamente 

com as técnicas de banho ultrassônico, sonda ultrassônica, gral e pistilo, triturador mecânico 

de tecidos e a imersão em solvente (método tradicional). Os autores verificaram que a sonda 

ultrassônica proporcionou uma extração de clorofila 3,8 vezes superior ao método tradicional. 

Henriques, Silva e Rocha (2007) também verificaram um aumento no rendimento da extração 

de clorofila da alga Nannochloropsis gaditana utilizando o tratamento ultrassônico em 

conjunto com o solvente orgânico. 
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Macías-Sándhez et al. (2009) avaliaram a extração de clorofila e de carotenoides 

da alga Dunaliella salina. Para isso, os autores testaram duas metodologias: ultrassom e a 

utilização de fluidos supercríticos, ambos em conjunto com solventes orgânicos. A técnica de 

ultrassom foi a que proporcionou as maiores extrações, tanto de carotenoides como de 

clorofila. 

Serive et al. (2012) observaram em seu estudo que a sonicação apresenta-se como 

um método eficaz, de fácil operação e reprodutível para a extração de pigmentos e 

metabólitos da alga Phaeodactylum tricornutum. A agitação com pérolas de vidro também 

demonstrou ser um método eficaz para a Phaeodactylum tricornutum e para a Porphyridium 

purpureum. Dentre os pigmentos avaliados pelos autores estão a clorofila a e o betacaroteno. 

Adam et al. (2012), Gerde et al. (2012) e Araujo et al. (2013) avaliaram o uso do 

tratamento ultrassônico para a extração de lipídios de biomassa microalgal. Nos três trabalhos 

o tratamento ultrassônico aumentou a extração de materiais intracelulares, demonstrando ser 

uma técnica promissora.  

A partir dos resultados obtidos na Tabela 1 escolheu-se o tratamento ultrassônico 

para a próxima etapa, onde foram realizados testes de extração variando a concentração de 

biomassa e, posteriormente o tempo de processo. Primeiramente, foram realizados ensaios 

com concentração de biomassa entre 1,5 e 9 g/L e os resultados estão apresentados na  

Tabela 2.  

 

Tabela 2 – Valores experimentais de atividade (média ± desvio padrão) obtidos nos ensaios 
de extração com diferentes concentrações de biomassa 

Biomassa (g/L) Atividade (U/L) Atividade (U/g) 

1,5 4,0 ± 0,1ª 9,3 ± 0,2a 

3 3,9 ± 0,2ª 9,0 ± 0,5a 

6 3,4 ± 0,4ª,b 7,9 ± 1,0a,b 

9 3,2 ± 0,01b 7,4 ± 0,03b 

Letras iguais indicam que não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 

 

Não houve diferença significativa entres as atividades (U/L e U/g) obtidas nos 

ensaios com 1,5, 3 e 6 g/L, sendo alcançado um máximo de 9,3 U/g e 4,0 U/L com 1,5 g/L. 

Porém, nota-se pelos resultados da Tabela 2 que diminuindo a concentração de biomassa de 9 

para 1,5 g/L houve um aumento na atividade enzimática. A partir disso, foram realizados 

novos ensaios para avaliar o rendimento em extração (U/g) com concentrações de biomassa 
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entre 0,5 e 1,5 g/L (Tabela 3), pois para realizar um acompanhamento da atividade ao longo 

do cultivo, concentrações baixas de biomassa são mais interessantes do ponto de vista prático. 

 

Tabela 3 – Resultados (média ± desvio padrão) obtidos nos ensaios de extração com baixas 
concentrações de biomassa 

Resposta 
Concentração celular (g/L) 

0,5 1,0 1,5 

Atividade (U/L) 10,8 ± 0,4a 10,8 ± 0,3a 10,5 ± 0,7a 

Atividade (U/g) 66,7 ± 2,6a 67,2 ± 1,3a 65,3 ± 3,6a 

Letras iguais indicam que não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 

 

Observa-se na Tabela 3 que os valores de atividade enzimática obtidos com as três 

concentrações foram estatisticamente iguais. As três concentrações celulares resultaram em 

um bom rendimento em termos de extração da enzima. Mesmo diminuindo a concentração de 

biomassa para 0,5 g/L, não houve uma diminuição significativa da atividade enzimática. 

Assim, foi verificada a necessidade de estudar a extração da enzima com concentrações 

inferiores a 0,5 g/L (Figura 2a) para verificar até que ponto pode-se diminuir a concentração 

de biomassa sem acarretar em perdas de rendimento de extração.  

 

Figura 2 – Extração da enzima anidrase carbônica em função (a) da concentração de 
biomassa e (b) do tempo (letras iguais indicam que não há diferença significativa entre as 

médias, p>0,05, n=3) 
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Observa-se na Figura 2 (a) que quanto maior a concentração de biomassa 

utilizada, maior foi o valor de atividade enzimática (U/L) dos ensaios, conforme esperado 

para essa faixa de concentrações de biomassa. O maior valor de atividade (16,9 U/L) foi 

obtido com 0,4 g/L, valor este estatisticamente diferente dos demais, e o menor valor (6 U/L) 

foi obtido com 0,1 g/L. Porém, o maior rendimento de extração (U/g) foi obtido com a 

suspensão de 0,1 g/L (53,9 U/g), valor este estatisticamente igual ao obtido no ensaio com  

0,2 g/L (53,2 U/g). 

Nota-se, também, que as concentrações de 0,2, 0,3 e 0,4 g/L apresentaram 

rendimentos estatisticamente iguais, ou seja, concentrações de biomassa acima de 0,2 g/L 

proporcionam o mesmo rendimento de extração da enzima (U/g), quando utilizado o 

tratamento ultrassônico. 

Por último, foram realizados ensaios fixando a concentração de biomassa  

(0,1 g/L) e variando o tempo de extração de 1 a 10 min, sendo os resultados apresentados na 

Figura 2b. Um aumento do tempo de extração até 3 min proporcionou um aumento na 

atividade e rendimento da extração da enzima. Porém, a partir de 3 min, não houve um 

incremento nas respostas. Os valores obtidos com 3 min foram estatisticamente iguais aos 

tempos de 4 a 10 min, sendo assim, poderia se optar por trabalhar com um tempo de extração 

de 3 min, onde se obteve alta atividade e rendimento. 
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Uma das desvantagens geralmente apontada com relação ao uso do ultrassom é a 

geração de calor, principalmente nas proximidades da sonda, que pode causar a desnaturação 

de enzimas. Em virtude disso, a técnica necessita de um controle eficiente de temperatura 

(CHISTI; MOO-YOUNG, 1986; GECIOVA; BURY; JELEN, 2002). Porém, os resultados 

obtidos neste trabalho para a biomassa de D. tertiolecta, demonstram que o ultrassom 

alcançou seu rendimento máximo em extração em apenas 3 min, o que torna o controle da 

temperatura mais fácil.  

 

3.2 Captura enzimática do CO2 

Para verificar a potencialidade do uso da anidrase carbônica extraída da biomassa 

microalgal de D. tertiolecta, foi realizado um ensaio de captação enzimática do CO2. A 

cinética de precipitação do CO2 na forma de carbonato de cálcio (CaCO3) está apresentada na 

Figura 3.  

Como pode ser observado na Figura 3, a anidrase carbônica obtida da biomassa 

microalgal da Dunaliella tertiolecta catalisou a hidratação do CO2, que precipitou mais 

rapidamente na forma de CaCO3 na presença da enzima. 

 

Figura 3 – Cinética de precipitação do carbonato de cálcio 
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Estudos anteriores (MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY, 2007; FAVRE; 

CHRIST; PIERRE, 2009; ORES et al., 2012) demonstraram que a massa total de CaCO3(s) 

precipitada não depende da concentração da enzima, a anidrase carbônica apenas altera a 
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cinética para atingir o equilíbrio, pois se trata de um catalisador. Este comportamento pode ser 

observado na Figura 3, a reação na presença da anidrase carbônica (ensaio enzimático) 

apresentou uma taxa inicial de precipitação do CaCO3 superior ao ensaio não-enzimático. 

A maioria dos estudos que usam a anidrase carbônica para a captura de CO2 

utilizam preparações enzimáticas altamente purificadas ou de fontes de difícil ampliação de 

escala, como sangue humano (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY; 

2007; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; DILMORE et al., 2009; DAVY, 2009), o que 

aumenta o custo do processo, limitando a aplicabilidade deste tipo de tecnologia. No entanto, 

já existem estudos que aplicam a enzima obtida a partir de bactérias (SHARMA et al., 2008; 

RAMANAN et al., 2009; SHARMA; BHATTACHARYA, 2010; SHARMA; 

BHATTACHARYA; SHRIVASTAVA, 2011) e, mais recentemente, extraída de eritrócito 

bovino (ORES et al., 2012) e da microalga Chlorella vulgaris (LI et al., 2012). No presente 

trabalho, além de a enzima ter sido obtida de uma fonte potencialmente viável, a biomassa 

resultante do processo de extração pode ainda ser destinada para outros fins, como, por 

exemplo, incorporação em ração animal, dependendo do seu conteúdo proteico, ou conversão 

em biogás para a produção de energia. 

 

4 CONCLUSÕES 

A biomassa microalgal mostrou ser uma fonte potencialmente atrativa para 

obtenção da enzima anidrase carbônica. Maiores rendimentos de extração da enzima a partir 

da microalga Dunaliella tertiolecta foram obtidos utilizando tratamento ultrassônico, 

juntamente com baixas concentrações de biomassa úmida, entre 0,1 e 0,2 g/L. O ultrassom 

também mostrou ser um método de ruptura rápido e eficaz, sendo necessários tempos 

mínimos de extração de 3 min.  

O estudo demonstrou que a anidrase carbônica extraída da biomassa da microalga 

marinha Dunaliella tertiolecta apresenta potencial para aplicação em processos de captação 

enzimática do CO2, contribuindo, assim, para os estudos de mitigação de CO2.  
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PRODUÇÃO DE ANIDRASE CARBÔNICA POR MICROALGAS MARIN HAS E 

DULCÍCOLAS 

 

RESUMO 

A biomassa microalgal é uma fonte potencialmente atrativa para obtenção de diversos 
bioprodutos, dentre eles a anidrase carbônica, enzima responsável por catalisar a hidratação 
reversível do CO2. Esta biomolécula tem sido estudada para aplicação em sistemas 
enzimáticos de captura e sequestro de CO2. Neste sentido, o objetivo deste trabalho foi avaliar 
a produção da enzima anidrase carbônica ao longo do cultivo de microalgas marinhas e 
dulcícolas, acompanhando, também, o crescimento em termos de biomassa e pH. As 
microalgas marinhas Dunaliella tertiolecta, Tetraselmis sueccica, Phaeodactylum 
tricornutum, Isochysis galbana e Nannochloropsis oculata, e as microalgas dulcícolas 
Chlorella vulgaris e Scenedesmus obliquus foram cultivadas em erlenmeyer de 1 L (ensaio 
em triplicata), adicionado de 20% de inóculo, incubados a 25±1 °C, com fotoperíodo fixado 
em 12 h claro/escuro e agitação por injeção de ar estéril (0,5 vvm). A microalga dulcícola 
maior produtora da enzima foi a C. vulgaris, que apresentou uma atividade máxima 44,0 U/L. 
Dentre as marinhas, a microalga P. tricornutum se destacou como maior produtora, com uma 
atividade máxima de 19,9 U/L. Em termos de atividade específica, os maiores valores foram 
obtidos com as microalgas D. tertiolecta (44,6 U/g) e a P. tricornutum (24,5 U/g). Através 
dos resultados obtidos, pode-se verificar a potencialidade das microalgas para produção da 
enzima anidrase carbônica. A biomassa microalgal caracteriza-se, portanto, como uma fonte 
atrativa para a obtenção desta biomolécula. 
 

Palavras-chave: anidrase carbônica, biomassa, cultivo, microalgas. 

 

1 INTRODUÇÃO 

A anidrase carbônica (AC) catalisa com alta eficiência a hidratação reversível do 

dióxido de carbono, uma reação fundamental para muitos processos biológicos, como 

fotossíntese, respiração e reabsorção óssea (HEWETT-EMMETT; TASHIAN, 1996). É 

composta de um único polipeptídeo sem pontes dissulfeto e contém um íon Zn+2 necessário 

para a atividade catalítica (LINDSKOG, 1997). 

Esta biomolécula tem recebido mais atenção devido sua aplicação em sistemas de 

captura enzimática de CO2 atmosférico (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; 

MAHINPEY, 2007; SHARMA et al., 2008; DAVY, 2009; DILMORE et al., 2009; FAVRE; 

CHRIST; PIERRE, 2009; RAMANAN et al., 2009; SHARMA; BHATTACHARYA, 2010; 

SHARMA; BHATTACHARYA; SHRIVASTAVA, 2011; ORES et al., 2012; LI et al., 2012, 

VINOBA et al., 2012). Estes sistemas são baseados em reações que ocorrem naturalmente nos 

organismos vivos (FIGUEROA et al., 2008), porém, a viabilidade do processo de captura 

enzimática reside inicialmente na obtenção da enzima de fontes viáveis, como por exemplo, a 

biomassa microalgal, o que minimiza os custos de processo e possibilita o seu emprego. 
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O cultivo de microalgas é usado para a produção de compostos químicos valiosos, 

incluindo pigmentos naturais, biocombustíveis e suplementos dietéticos (ANDRADE; 

COSTA, 2007). Devido a este potencial, cultivos têm sido realizados visando à produção de 

biomassa tanto para uso na elaboração de alimentos quanto para a obtenção de compostos 

naturais com alto valor no mercado mundial (DERNER et al., 2006). Um bioproduto, de alto 

valor agregado, que também pode ser obtido a partir de biomassa microalgal, é a enzima 

anidrase carbônica. 

O uso da biomassa microalgal para obtenção da enzima, além de se caracterizar 

como uma fonte viável, possui vantagens operacionais como rápido crescimento e tolerância a 

fatores ambientais extremos (KURANO et al., 1995). Além disso, a biomassa resultante do 

processo de extração da enzima pode ser utilizada para outros fins, como incorporação em 

ração animal, ou até mesmo para a extração de outros biocompostos de alto valor agregado 

que são produzidos por estes organismos (CHISTI, 2008), como lipídeos e ácidos graxos 

(RADMANN; COSTA, 2008), que podem ter permanecido remanescentes na biomassa. 

São poucos os trabalhos que avaliam a produção da enzima durante o cultivo de 

microalgas. Nos trabalhos de Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003) e Rigobello-Masini, 

Aidar e Masini (2006) foi avaliada a produção da enzima, juntamente com a nitrato redutase, 

ao longo de 10 dias com o intuito de compreender melhor o mecanismo da fotossíntese da 

microalga marinha Tetraselmis gracilis em diferentes condições de aeração. 

Li et al. (2012), também observaram a produção da anidrase carbônica, porém 

para a microalga Chlorella vulgaris e por um período de apenas 5 dias. O objetivo dos autores 

foi de caracterizar a enzima, apresentando-a como uma alternativa às preparações comerciais 

altamente purificadas aplicadas para em sistemas de captura de CO2. Porém, quando se almeja 

a obtenção de enzimas intracelulares, é necessário avaliar o perfil completo de produção da 

mesma, para obter o maior rendimento possível do bioproduto. 

Dentro deste contexto, o objetivo deste trabalho foi investigar a produção da 

anidrase carbônica ao longo do cultivo de diferentes espécies de microalgas marinhas e 

dulcícolas, realizando também o acompanhamento em termos de biomassa e pH, bem como 

verificar a potencialidade das microalgas como produtoras da enzima. 
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2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Microalgas e meios de cultivo 

Para este estudo foram utilizadas cinco microalgas marinhas (Dunaliella 

tertiolecta, Tetraselmis sueccica, Phaeodactylum tricornutum, Isochysis galbana e 

Nannochloropsis oculata) gentilmente cedidas pelo Laboratório de Biologia Marinha e 

Biomonitoramento (LABIOMAR) do Instituto de Biologia da Universidade Federal da Bahia, 

e duas microalgas dulcícolas, a Chlorella vulgaris, gentilmente cedida pelo Laboratório de 

Engenharia Bioquímica da Escola de Química e Alimentos da Universidade Federal do Rio 

Grande, e a Scenedesmus obliquus, gentilmente cedida pelo LABIOMAR. 

No preparo dos cultivos e manutenção das algas marinhas foi utilizado o meio 

Conway (WALNE, 1966), empregando-se água marinha natural com salinidade de 28 

(OLIVEIRA et al., 2011). Para as microalgas dulcícolas foi utilizado o meio BG-11 (RIPPKA 

et al., 1979). 

 

2.2 Cultivo 

Os cultivos foram realizados em erlenmeyer de 1 L (volume útil de 800 mL), 

sendo adicionado 20% de inóculo. As algas foram incubadas a 25±1 °C e a agitação realizada 

por injeção constante de ar estéril (0,5 vvm). A iluminância foi promovida por lâmpadas 

florescentes do tipo daylight (40,5 µE/m2.s), com fotoperíodo fixado em 12 h claro/escuro. 

A separação da biomassa foi realizada por centrifugação (5200 x g por 20 min) e a 

mesma destinada para leitura em espectrofotômetro (determinação de célula seca) e para a 

extração da enzima. O sobrenadante foi utilizado para medida do pH.  

Foi realizado um acompanhamento da concentração de biomassa, da variação do 

pH e da atividade enzimática durante o período de cultivo das diferentes microalgas 

estudadas, sendo retiradas amostras assepticamente a cada 24 ou 48 horas. Todos os cultivos 

foram realizados em triplicata. 

 

2.3 Extração da anidrase carbônica 

Como a anidrase carbônica é intracelular, é necessário uma etapa de extração. O 

rompimento celular foi realizado através de tratamento ultrassônico utilizando o 

homogeneizador Sonic Ruptor 250 (Omni International Inc., EUA) com frequência de 20 kHz 

(ponteira micro com potência de 60 W) por um período de 4 min. Foram utilizadas 

suspensões de biomassa em tampão Tris-HCl 10 mM pH 8,3 com concentração de 0,2 g/L. 

Durante o tratamento ultrassônico as amostras foram sempre mantidas em banho de gelo. 
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Após a etapa de rompimento celular, as suspensões foram centrifugadas a 5200 x g por 20 

min, e o sobrenadante, livre de células, utilizado para medida da atividade enzimática.  

 

2.4 Determinação dos parâmetros cinéticos de crescimento 

Para cada curva de crescimento, a partir dos valores de concentração de biomassa, 

foram determinados os parâmetros cinéticos: concentração de biomassa máxima (Xmáx, g/L), 

velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, 1/dia) e produtividade de biomassa  

(P, g/L/d) de cada alga. As velocidades específicas máximas de crescimento foram calculadas 

pela regressão exponencial da porção logarítmica da curva de crescimento (BAILEY; OLLIS, 

1986). A produtividade de biomassa foi calculada através da Equação 1, segundo Schmidell et 

al. (2001). 

 

( ) f0máx t/XXP −=  (1) 

 

Onde X0 é a concentração de biomassa inicial (g/L), Xmáx é a concentração de 

biomassa máxima (g/L) e t é o tempo necessário para atingir Xmáx (d). Para cada microalga, 

foi calculada, também, a produtividade em termos de produção da anidrase carbônica  

(PAC, U/L/d). 

 

2.5 Métodos analíticos 

Para a determinação da medida da atividade enzimática foi utilizado o teste de 

atividade de esterase (POCKER; STONE, 1967), adaptado. Nessa metodologia a mistura 

reacional consistiu em 1,8 mL de tampão Tris-SO4 50 mM pH 7,4, 0,2 mL de solução 

enzimática e 1 mL de solução 3 mM de p-nitrofenil acetato. Após a adição do substrato, foi 

registrado o aumento da absorvância a 400 nm (ε p-nitrofenol = 11,9 mL/cm.µmol). Uma unidade 

de atividade enzimática (U) é definida como a quantidade de enzima necessária para liberar  

1 µmol de p-nitrofenol por minuto, sob as condições do ensaio. Os resultados foram expressos, 

também, em termos de atividade específica (U/g), calculada dividindo-se a atividade enzimática 

(U/L) pela concentração de biomassa (g/L).  

A concentração de biomassa foi determinada por leitura da densidade óptica a  

680 nm e conversão para biomassa seca através de uma curva padrão previamente preparada. 

Para construção da curva padrão, as células foram coletadas por centrifugação, lavadas com 

água destilada e ressuspendidas com água para leitura da absorvância. Para determinação da 

biomassa seca as células lavadas com água destilada foram secas a 105 ºC até peso constante. 
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A determinação do pH foi realizada através da leitura da amostra em um medidor 

de pH (Hanna Instruments pH 21) segundo AOAC (2000). 

 

2.6 Análise estatística 

Os resultados foram tratados por análise de variância seguida pelo teste de Tukey, 

considerando um nível de confiança de 95 % (p<0,05). 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A produção da enzima anidrase carbônica foi avaliada ao longo do cultivo de 7 

microalgas, sendo acompanhados também o crescimento celular e a variação do pH do meio. 

Os resultados obtidos ao longo dos cultivos estão apresentados nas Figuras 1 a 3. 

As microalgas T. sueccica e I. galbana apresentaram comportamento semelhante 

ao longo do cultivo (Figura 1). A atividade (U/L) aumentou gradativamente, sendo o pico de 

máximo na fase estacionária, ao final do cultivo. Já a atividade específica de ambas as 

microalgas permaneceu praticamente constante, apresentando algumas oscilações, e o pico de 

máximo também ocorreu no final do cultivo. A microalga C. vulgaris (Figura3), também 

apresentou máximas atividade e atividade específica no final do cultivo, sendo que a atividade 

específica apresentou uma oscilação maior nos primeiros dias de cultivo. 

A microalga S. obliquus (Figura 3) apresentou um pico de atividade (U/L) 

máxima no 38° dia de cultivo, já a atividade específica (U/g) manteve-se praticamente 

constante apresentando um pico não muito pronunciado no 22° dia. A P. tricornutum (Figura 

1) apresentou comportamento semelhante a S. obliquus. O pico de máxima atividade (U/L) 

ocorreu ao final do cultivo (30° dia), ao contrário da atividade específica (16° dia). A 

microalga N. oculata (Figura 2) apresentou dois picos pronunciados de atividade, o primeiro 

no 8° dia e o segundo (máximo) no 23° dia. Em termos de atividade específica, a mesma 

permaneceu praticamente constante, sendo a máxima no 8° dia. 

A microalga D. tertiolecta (Figura 2) apresentou um comportamento bem 

diferente das demais microalgas. Apresentou altos valores de atividade específica nos 

primeiros dias de cultivo (fase log de crescimento), sendo o pico de máxima no 4° dia. Após o 

8° dia, os valores de atividade específica caíram bastante, permanecendo constante após o 12° 

dia. Apesar dos altos valores de atividade específica, a microalga apresentou baixos valores de 

atividade em U/L, devido à baixa produção de biomassa. O pico de atividade em U/L ocorreu 

ao final do cultivo, no 23° dia. 
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Figura 1 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo das microalgas P. tricornutum, T. sueccica e I. galbana (n=3) 
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Figura 2 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo das microalgas D. tertiolecta e N. oculata (n=3) 
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Figura 3 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo das microalgas C. vulgaris e S. obliquus (n=3) 
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Durante muitos anos, a anidrase carbônica (AC) tem sido conhecida por existir em 

muitos organismos fotossintéticos, onde desempenham um papel importante no processo da 

fotossíntese. Nestes processos, a enzima é responsável por catalisar a interconversão entre o 

CO2 e o íon bicarbonato (HCO3
-). No entanto, o papel que a AC desempenha pode variar para 

cada organismo (BADGER; PRICE, 1994). 

Algumas algas podem ter vários tipos de ACs em vários locais celulares e cada 

AC pode desempenhar um papel diferente no processo fotossintético. Por exemplo, a AC 

pode estar envolvida no processo de transporte do carbono para o interior da célula, quando o 

mesmo encontra-se na forma do íon bicarbonato e pode, também, realizar essa conversão no 

interior da célula, fornecendo o CO2 para a Rubisco durante o processo da fotossíntese 

(BADGER; PRICE, 1994). 

A regulação da atividade da AC está correlacionada com vários fatores e esta 

regulação não segue o mesmo padrão para todas as microalgas (BADGER; PRICE, 1994). No 

entanto, a concentração de CO2 e de carbono total inorgânico são considerados os fatores mais 

importantes que induzem a atividade da AC (KAPLAN; REINHOLD, 1999), sendo que a 

alcalinização do meio também exerce um importante papel. Uma das consequências dessa 

alcalinização, causada pelo processo fotossintético e pela absorção de nitrato, é o 

deslocamento do equilíbrio das espécies de carbono inorgânico em direção ao íon HCO3
-, 

assim diminuindo a concentração de CO2 (RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; MASINI, 2003; 

RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; MASINI, 2006). 

Durante o cultivo de todas as sete microalgas estudadas neste trabalho, o pH do 

meio manteve-se sempre alcalino, o que justifica a manutenção da produção da enzima pela 

microalga, inclusive na fase estacionária. Com o pH alcalino ocorre uma predominância de 

carbono na forma do íon bicarbonato, que não atravessa a membrana com a mesma facilidade 

do que o CO2, necessitando da atuação da AC para fazer o transporte. Além disso, os cultivos 

foram realizados com a injeção de ar atmosférico estéril, que contem baixos níveis de CO2, 

induzindo a produção da enzima no interior da célula. Porém, para um melhor entendimento 

do metabolismo das microalgas testadas, seria necessária uma análise das concentrações de 

carbono inorgânico e CO2 dissolvido.  

Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003), verificaram durante o cultivo da 

Tetraselmis gracilis, que com a alcalinização do meio e o decréscimo da concentração de 

carbono inorgânico, houve um aumento da atividade da anidrase carbônica externa (enzima 

ligada a membrana – ensaios de atividade realizados com a célula inteira) e total (ensaios 

realizados com o extrato enzimático – célula rompida), como meio de absorver o íon 
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bicarbonato, fonte de carbono majoritária devido à alcalinização do meio. A partir do 4° dia a 

concentração de CO2 caiu a valores muito baixos (menores que o Km da Rubisco), assim, a 

atividade da anidrase interna aumenta como um mecanismo para aumentar a concentração de 

CO2 ao redor da Rubisco.  

A presença de anidrase carbônica externa (ligada a membrana), o aumento da 

atividade em baixos níveis de CO2 e em pH alcalino, também foi observado para outras 

microalgas, como a Chlorella, Chlamydomonas, Dunaliella tertiolecta, Isochrysis galbana, 

Skeletonema costatum e Micromonas pusilla (WILLIAMS; COLMAN, 1993; IGLESIAS-

RODRÍGUEZ; NIMER; MERRETT, 1998; NIMER; WARREN; MERRETT, 1998; 

YOUNG; BEARDALL; GIORDANO, 2001; BHATTI; HUERTAS; COLMAN, 2002; 

GHOSHAL; HUSIC; GOYAL, 2002; XIA; GAO, 2005; RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; 

MASINI, 2006; YINGYING; CHANGHAI, 2009). 

Satoh et al. (2001) verificaram a ausência de atividade da AC externa para a 

microalga Phaeodactylum tricornutum, pois os autores detectaram atividade apenas no extrato 

rompido (anidrase intracelular). Verificaram, também, uma redução da atividade em cultivos 

com injeção de CO2. 

Poucos autores avaliam a produção da enzima ao longo do cultivo de microalgas. 

Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003) e Rigobello-Masini; Masini e Aidar (2006) 

avaliaram o perfil da anidrase carbônica e da nitrato redutase ao longo do cultivo da microalga 

Tetraselmis gracilis. Da mesma forma que os perfis obtidos neste trabalho, a atividade 

específica da enzima (U/g) não decai ao final do cultivo, permanecendo constante mesmo 

durante a fase estacionária.  

Li et al. (2012) acompanharam a produção da AC durante 5 dias de cultivo da 

microalga Chlorella vulgaris. A microalga apresentou atividades específicas altas nos 

primeiros dias, decaindo no quarto e quinto dias de cultivo. Os autores citam, também, que 

em estudos anteriores foi verificada a existência de atividade de uma AC externa. 

Os trabalhos da literatura geralmente utilizam a metodologia de atividade de 

hidratase para determinar a atividade da anidrase carbônica, onde o substrato da análise é o 

CO2 (WILBUR; ANDERSON, 1948), o que torna difícil realizar uma comparação dos dados 

obtidos neste trabalho com outros autores. 

No início do estudo foram realizados ensaios prévios utilizando o CO2 como 

substrato, porém, como a enzima está presente em pequenas quantidades em microalgas e 

possui uma atividade enzimática baixa comparada com a anidrase de eritrócitos bovinos, 

foram encontradas dificuldades na determinação da atividade e a mesma apresentou desvios 
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muito elevados. Kupriyanova et al. (2003) e Soltes-Rak, Mulligan e Coleman (1997), também 

relataram dificuldades para determinação da atividade da anidrase carbônica em microalgas 

utilizando a metodologia eletrométrica (atividade de hidratase com CO2) de Wilbur e 

Anderson (1948). 

Assim, optou-se por trabalhar com a metodologia de atividade de esterase 

(POCKER; STONE, 1967), onde o substrato é o p-nitrofenil acetato, por ser uma análise 

colorimétrica, rápida, fácil, precisa e sensível quando a enzima está presente em pequenas 

quantidades. Além disso, a atividade de esterase é muito utilizada em estudos de captação e 

imobilização da enzima de diferentes fontes (BOND et al., 2001; HOSSEINKHANI; 

NEMAT-GORGANI, 2003; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; VINOBA et al., 2012). 

Zhang et al. (2011) utilizaram o método colorimétrico (atividade de esterase) para 

acompanhar a atividade da anidrase carbônica durante o cultivo de Bacillus mucilaginosus. Os 

autores estudaram a otimização dos constituintes nutricionais do meio para produção da 

enzima, alcançando uma atividade máxima de 33,4 µU/L. A enzima extraída a partir das 

microalgas estudadas no presente trabalho apresenta uma atividade muito superior à obtida a 

partir da bactéria B. mucilaginosus. 

As máximas atividades enzimáticas, biomassa e demais parâmetros cinéticos de 

crescimento obtidos para cada microalga estão apresentados nas Tabelas 1 e 2. 

 

Tabela 1 – Atividade volumétrica máxima (U/L) e valores de atividade específica (U/g) 
biomassa (X) e produtividade (P) obtidos no ponto de máxima U/L 

 Microalga U/L Dia U/g X (g/L) PAC (U/L/d) 

Marinhas 

T. sueccica*  11,0 ± 0,4c,d 30 16,4 ± 0,9b,c 0,685 ± 0,012e 0,368 ± 0,013c,d 

I. galbana*  7,2 ± 0,4d 30 13,9 ± 0,6c,d 0,520 ± 0,022e,f 0,240 ± 0,014d 

D. tertiolecta 9,3 ± 0,6c,d 23 24,2 ± 1,5a 0,386 ± 0,007f 0,406 ± 0,024c 

N. oculata 13,0 ± 1,4c 23 7,6 ± 1,0e 1,777 ± 0,052c 0,564 ± 0,059b 

P. tricornutum 19,9 ± 1,3b 30 17,4 ± 1,7b 1,145 ± 0,034d 0,664 ± 0,044b 

Dulcícolas 
C. vulgaris*  44,0 ± 3,5a 37 17,0 ± 1,3b,c 2,634 ± 0,044a 1,189 ± 0,094a 

S. obliquus 24,3 ± 2,7b 38 10,9 ± 0,9d 2,167 ± 0,133b 0,640 ± 0,070b 

U/L: atividade volumétrica, U/g: atividade específica, PAC: produtividade de anidrase carbônica, *U/L e U/g 
máximos no mesmo dia de cultivo. Letras iguais indicam não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 
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Tabela 2 – Atividade específica máxima (U/g) e parâmetros cinéticos de crescimento obtidos 
para as sete microalgas estudadas 

 Microalga U/g Xmáx (g/L) PXmáx (g/L/d) µmáx (1/d) 

Marinhas 

T. sueccica*  16,4 ± 0,9c 0,685 ± 0,012e 0,020 <0,001d 0,128 ± 0,004g 

I. galbana*  13,9 ± 0,6c,d 0,743 ± 0,011e 0,022 <0,001d 0,339 ± 0,004b 

D. tertiolecta 44,6 ± 1,4a 0,393 ± 0,003f 0,017 <0,001d 0,231 ± 0,006e 

N. oculata 9,8 ± 1,5d 1,777 ± 0,052c 0,069 ± 0,002a 0,389 ± 0,001a 

P. tricornutum 24,5 ± 2,2b 1,145 ± 0,034d 0,035 ± 0,001c 0,275 ± 0,003c 

Dulcícolas 
C. vulgaris*  17,0 ± 1,3c 2,746 ± 0,061a 0,069 ± 0,002a 0,166 ± 0,003f 

S. obliquus 12,2 ± 1,7d 2,167 ± 0,133b 0,055 ± 0,004b 0,256 ± 0,001d 

U/g: atividade específica, PXmáx: produtividade em biomassa no Xmáx, *U/L e U/g máximos no mesmo dia de 
cultivo. Letras iguais indicam que não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 

 

As máximas atividades enzimáticas (Tabela 1) ficaram compreendidas entre 7,2 e 

44,0 U/L e as máximas atividades específicas (Tabela 2) entre 9,8 e 44,6 U/g. Avaliando os 

resultados para atividade enzimática, pode ser observado nas Figuras 1, 2, 3 e na Tabela 1 que 

a microalga C. vulgaris se destacou, dentre as dulcícolas, como maior produtora da enzima 

atingindo uma atividade enzimática volumétrica de 44,0 U/L, atividade específica de 17,0 U/g 

e produtividade de anidrase carbônica de 1,189 U/L/d no 37° dia de cultivo.  

Analisando as microalgas marinhas, a que apresentou maior atividade volumétrica 

(19,9 U/L) e produtividade de enzima (0,664 U/L/d) foi a P. tricornutum. Já em termos de 

atividade específica, a D. tertiolecta se destacou, apresentando uma atividade máxima de  

44,6 U/g, porém, a mesma apresenta uma produção de biomassa muito inferior às demais. Os 

resultados deste trabalho demonstram que a biomassa microalgal caracteriza-se como uma 

fonte altamente potencial para a obtenção da enzima anidrase carbônica. A biomassa 

resultante do processo de extração pode ainda ser aproveitada para outros fins, como 

incorporação em ração animal e extração de outros biocompostos que podem estar presentes 

nas células remanescentes. 

Observando a Tabela 2, nota-se que as algas com maiores Xmáx apresentam as 

maiores produtividades, devido à maior produção de biomassa. Houve uma maior variação 

entre as velocidades específicas máximas de crescimento entre as sete algas estudadas. Lavín 

e Lourenço (2005) e Campos, Barbarino e Lourenço (2010) observaram em seus estudos que 

espécies dotadas de menores volumes celulares apresentam maiores velocidades de 
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crescimento. De acordo com os volumes encontrados na literatura para as microalgas D. 

tertiolecta, T. sueccica, P. tricornutum, I. galbana, N. oculata, C. vulgaris e S. obliquus 

(OLENINA et al., 2006; FONSECA et al., 2014), o mesmo comportamento foi observado. 

Segundo Lavín e Lourenço (2005) e Campos, Barbarino e Lourenço (2010), tais 

resultados devem estar associados à maior eficiência na absorção de nutrientes por células 

menores, devido à maior razão superfície-volume destas, bem como a diferença no 

metabolismo celular. 

 

4 CONCLUSÃO 

A microalga Chlorella vulgaris se destacou como maior produtora da enzima 

anidrase carbônica dentre as sete avaliadas, atingindo no 37° dia de cultivo valores de 

atividade enzimática de 44,0 U/L, atividade específica de 17,0 U/g, concentração celular de 

2,6 g/L e produtividade de enzima de 1,2 U/L/d. Os parâmetros cinéticos velocidade 

específica máxima de crescimento e produtividade máxima alcançados para a C. vulgaris 

foram 0,166 1/dia e 0,069 g/L/dia, respectivamente.  

Dentre as algas marinhas, a Phaeodactylum tricornutum se destacou como maior 

produtora da enzima, apresentando no pico máximo de atividade volumétrica (19,9 U/L, 30° 

dia do cultivo) uma atividade específica de 17,4 U/g, concentração celular de 1,14 g/L e 

produtividade de enzima de 0,7 U/L/d. 

Através dos resultados obtidos neste trabalho, pode-se verificar a potencialidade 

das microalgas para produção e obtenção da enzima anidrase carbônica, biomolécula de alto 

valor industrial. 
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CINÉTICAS DE PRODUÇÃO DE ANIDRASE CARBÔNICA E 

FICOBILIPROTEÍNAS POR CIANOBACTÉRIAS 

 

RESUMO 

A anidrase carbônica é uma metaloenzima conhecida por catalisar a hidratação reversível do 
CO2 em bicarbonato e pode ser encontrada em diferentes organismos, inclusive nas algas. 
Atualmente existe uma busca por fontes alternativas de obtenção desta enzima, uma vez que 
possui potencial aplicação em sistemas de captação e sequestro de CO2 atmosférico. O cultivo 
de microalgas é usado para a produção de compostos químicos valiosos, como a C-ficocianina 
e a aloficocianina, pigmentos naturais extraídos de algumas cianobactérias que podem ser 
aplicados como corantes para alimentos e cosméticos, além disso, possuem propriedades 
terapêuticas e farmacológicas. Considerando a importância industrial destes três 
biocompostos, o objetivo deste trabalho foi avaliar a produção da enzima anidrase carbônica e 
das ficobiliproteínas ao longo do cultivo de cianobactérias, acompanhando, também, o 
crescimento em termos de biomassa e pH. As cianobactérias Spirulina sp. LEB 18, Spirulina 
platensis LEB 52 e Synechococcus nidulans foram cultivadas em erlenmeyer de 1 L, 
adicionado de 20% de inóculo, incubados a 25±1 °C, iluminância de 40,5 µE/m2.s, com 
fotoperíodo fixado em 12 h claro/escuro e agitação por injeção de ar estéril (0,5 vvm). As 
cianobactérias apresentaram valores de atividade volumétrica de anidrase carbônica entre 41,6 
e 45,9 U/L. As maiores concentrações de ficobiliproteínas obtidas no ponto de máxima 
atividade volumétrica foram alcançadas com a Spirulina. sp. LEB 18, que foram 65,9 µg/mL 
de C-ficocianina e 82,2 µg/mL de aloficocianina. Através dos resultados obtidos neste 
trabalho, pode-se verificar a potencialidade das cianobactérias para produção da enzima 
anidrase carbônica e das ficobiliproteínas. 

 

Palavras-chave: anidrase carbônica, co-produção, C-ficocianina, aloficocianina. 
 
 

1 INTRODUÇÃO 

Atualmente existe uma grande procura por soluções alternativas para o acúmulo 

de dióxido de carbono na atmosfera terrestre, um dos gases causadores do efeito estufa. 

Dentre as estratégias que podem ser utilizadas encontra-se o sequestro ou a captura de CO2 

utilizando sistemas biológicos, que tem como princípio reações que já ocorrem normalmente 

em organismos vivos (LAL, 2008).  

A anidrase carbônica (AC) é uma metaloenzima que tem sido amplamente 

estudada para aplicação nestes sistemas (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; 

MAHINPEY; 2007; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; DILMORE et al., 2009; DAVY, 

2009, LI et al., 2012; ORES et al., 2012; VINOBA et al., 2012), pois catalisa a hidratação 

reversível do CO2 em bicarbonato com alta eficiência (HEWETT-EMMETT; TASHIAN, 

1996). Porém, a viabilidade do processo de captura enzimática reside inicialmente na 

obtenção da enzima de fontes viáveis.  
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Esta enzima pode ser produzida por diversos organismos, pois desempenha papel 

fundamental em processos biológicos como fotossíntese e respiração (HEWETT-EMMETT; 

TASHIAN, 1996). Uma fonte potencialmente viável de obtenção desta enzima são as algas 

que por sua vez possuem grande importância industrial no momento. Cianobactérias e algas 

possuem, também, uma ampla variedade de compostos como carotenoides, clorofila e 

ficobiliproteínas (SARADA; PILLAI; RAVISHANKAR, 1999). Espécies do gênero Spirulina 

são fontes não dispendiosas de ficobiliproteínas (MINKOVA et al., 2003), além de possuir 

certificado GRAS (Generally Recognized as Safe) concedido pelo FDA (Food and Dug 

Administration), permitindo seu uso em alimentos. 

O cultivo de microalgas apresenta algumas vantagens, como seu rápido 

crescimento comparado às plantas terrestres, alta produção de biomassa, resistência a fatores 

ambientais extremos, assim como a possibilidade de cultivo em espaços pequenos (KURANO 

et al., 1995), não oferecendo grandes competições por terras agrícolas (BRILMAN; ALBA; 

VENEMAN, 2013). Além disso, a biomassa resultante do processo de extração da enzima 

pode ser utilizada para outros fins, como incorporação em ração animal (CHISTI, 2008), ou 

até mesmo para a extração de outros biocompostos que são produzidos por estes organismos, 

como lipídeos e ácidos graxos (RADMANN; COSTA, 2008), que podem ter permanecido 

remanescentes na biomassa. 

A biomassa de cianobactérias, além de ser fonte de anidrase carbônica, 

caracteriza-se como uma fonte potencial de ficobiliproteínas. As principais ficobiliproteínas 

em cianobactérias e algas vermelhas são a ficocianina ou ficoeritrina, enquanto o conteúdo da 

aloficocianina é muito menor (SU et al., 2010). A aloficocianina é amplamente utilizada em 

técnicas bioquímicas como uma sonda fluorescente de proteínas, particularmente em 

citometria de fluxo (SHAPIRO et al., 1983; YEH et al., 1987). Apresenta, também, 

propriedades antioxidantes (GE et al., 2006) e atividade anti-enterovirus (SHIH et al., 2003), 

entre outras. Apesar de suas propriedades, a aplicação da aloficocianina é um pouco limitada 

pela dificuldade na purificação de grandes quantidades da proteína. Estudos de purificação de 

ficobiliproteínas geralmente focam na obtenção de ficoeritrina ou ficocianina, que estão 

presentes em maior quantidade em cianobactérias ou algas vermelhas (SU et al., 2010). 

A C-ficocianina (C-FC), principal componente da família das ficobiliproteínas 

(PATIL; RAGHAVARAO, 2007), é um pigmento fotossintético acessório azul, que apresenta 

várias aplicações, como corante natural para alimentos e cosméticos (ARAD; VARON, 

1992). Sua forma purificada possui atividade antioxidante (ESTRADA; BESCOS; DEL 

FRESNO, 2001; GANTAR et al., 2012) e tem sido utilizada como agente anti-tumoral e anti-
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inflamatório (REDDY et al., 2003), possui capacidade hepatoprotetora (NAGARAJ et al., 

2012) e potencial contra diabetes (OU et al., 2013) e hipertensão (ICHIMURA et al., 2013).  

Quando se almeja a obtenção de enzimas biotecnologicamente, torna-se essencial 

avaliar a produção da biomolécula de interesse pelo micro-organismo que se pretende utilizar. 

Não são encontrados estudos sobre a produção da AC ao longo do cultivo de cianobactérias. 

São encontrados trabalhos que avaliam a produção desta enzima durante o cultivo da 

microalga Tetraselmis gracilis (RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; MASINI, 2003; 

RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; MASINI, 2006) para entender melhor o mecanismo da 

fotossíntese nessa microalga em diferentes condições de aeração. Li et al. (2012), também 

observaram a produção da anidrase, porém para a microalga Chlorella vulgaris e durante 5 

dias. O objetivo dos autores foi apenas de caracterizar a enzima. Para entender melhor a 

produção da enzima, é necessário obter o perfil completo de produção da mesma. 

São encontrados poucos trabalhos que avaliam a produção de C-ficocianina e 

aloficocianina durante o cultivo de cianobactérias. Saleh, Dharb e Singh (2011) avaliaram a 

produção de pigmentos (C-ficocianina, aloficocianina, C-ficoeritrina, carotenoides e β-

caroteno) de diferentes cepas de Spirulina ao longo de 25 dias de cultivo. Tanto para a C-

ficocianina, como para a aloficocianina, houve um pico mais pronunciado no meio do cultivo, 

e o mesmo decai até o final do cultivo. O mesmo comportamento foi observado nos estudos 

de Chen et al. (2013), que analisou a produção de C-ficocianina durante a biofixação de CO2 

pela cianobactéria Spirulina platensis. 

Com isso, o objetivo deste trabalho foi avaliar a produção da anidrase carbônica e 

das ficobiliproteínas C-ficocianina e aloficocianina, todos bioprodutos de interesse industrial, 

durante o cultivo das cianobactérias Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 e 

Synechococcus nidulans. Foi verificada, também, a potencialidade de uso da enzima extraída 

da S. platensis LEB 52 em um sistema de captura do CO2. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Microalgas e meio de cultivo 

Para este estudo foram utilizadas três cianobactérias, Spirulina sp. LEB 18, 

Spirulina platensis LEB 52 e Synechococcus nidulans, gentilmente cedidas pelo Laboratório 

de Engenharia Bioquímica da Escola de Química e Alimentos da Universidade Federal do Rio 

Grande. No preparo dos cultivos e manutenção das algas marinhas foi utilizado o meio 

Zarrouk 20% (ZARROUK, 1966; REINEHR; COSTA, 2006). 
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2.2 Cultivo 

Os cultivos foram realizados em erlenmeyer de 1 L (volume útil de 800 mL), 

sendo adicionado 20% de inóculo. As algas foram incubadas a 25±1 °C e a agitação realizada 

por injeção constante de ar estéril (0,5 vvm). A iluminância foi promovida por lâmpadas 

florescentes do tipo daylight (40,5 µE/m2.s), com fotoperíodo fixado em 12 h claro/escuro. A 

separação da biomassa foi realizada por centrifugação (5200 x g por 20 min) e a mesma 

destinada para leitura em espectrofotômetro (determinação de célula seca) e para a extração 

da enzima e ficobiliproteínas. O sobrenadante foi utilizado para medida do pH.  

Foi realizado um acompanhamento da concentração de biomassa, da variação do 

pH, da atividade enzimática e da concentração de ficobiliproteínas (C-ficocianina e 

aloficocianina) durante o período de cultivo das diferentes microalgas estudadas, sendo 

retiradas amostras assepticamente a cada 24 ou 48 horas. Todos os cultivos foram realizados 

em triplicata. 

 

2.3 Extração da anidrase carbônica e ficobiliproteínas 

Tanto a anidrase carbônica, como as ficobiliproteínas são intracelulares, sendo 

necessária uma etapa de extração. O rompimento celular foi realizado através de tratamento 

ultrassônico utilizando o homogeneizador Sonic Ruptor 250 (Omni International Inc., EUA) 

com frequência de 20 kHz (ponteira micro com potência de 60 W) por um período de 4 min. 

Foram utilizadas suspensões de biomassa em tampão Tris-HCl 10 mM pH 8,3 com 

concentração de 0,2 g/L. Durante o tratamento ultrassônico as amostras foram sempre 

mantidas em banho de gelo. Após a etapa de rompimento celular, as suspensões foram 

centrifugadas a 5200 x g por 20 min, e o sobrenadante, livre de células, utilizado para medida 

da atividade enzimática e concentrações dos biocorantes.  

 

2.4 Determinação dos parâmetros cinéticos de crescimento 

Para cada curva de crescimento, a partir dos valores de concentração de biomassa, 

foram determinados os parâmetros cinéticos: concentração de biomassa máxima (Xmáx, g/L), 

velocidade específica máxima de crescimento (µmáx, 1/dia) e produtividade de biomassa (P, 

g/L/dia) de cada alga. 

As velocidades específicas máximas de crescimento foram calculadas pela 

regressão exponencial da porção logarítmica da curva de crescimento (BAILEY; OLLIS, 

1986). A produtividade de biomassa foi calculada através da Equação 1, segundo Schmidell et 

al. (2001). 
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( ) f0máx t/XXP −=  (1) 

 

Onde X0 é a concentração de biomassa inicial (g/L), Xmáx é a concentração de 

biomassa máxima (g/L) e t é o tempo necessário para atingir Xmáx (d). As produtividades em 

termos de produção da enzima (PAC, U/L/d), de C-ficocianina (PFC, µg/mL/d) e de 

aloficocianina (PAFC, µg/mL/d), também foram calculadas. 

 

2.5 Captura enzimática do CO2 

Para verificar a potencialidade do uso da enzima obtida a partir de cianobactérias 

foram realizados ensaios de captura enzimática do CO2. 

A anidrase carbônica extraída da biomassa microalgal (Spirulina platensis  

LEB 52) foi utilizada como catalisador para a hidratação do CO2 e o mesmo foi precipitado na 

forma de carbonato de cálcio (CaCO3). Em erlenmeyers contendo o extrato enzimático, 

adicionou-se tampão Tris 1,2 M contendo 4,5% de cloreto de cálcio dihidratado (CaCl2.2H2O) 

na proporção 1:1. A reação foi iniciada com a adição de uma solução de água deionizada 

saturada com CO2. Após determinados intervalos de tempo, a mistura foi filtrada e seca para 

ser mensurada a quantidade de CaCO3 precipitado (ensaio enzimático). Também foram 

realizados ensaios substituindo o extrato enzimático por água deionizada (ensaio não-

enzimático) (ORES et al., 2012). 

 

2.6 Métodos analíticos 

Para a determinação da medida da atividade enzimática foi utilizado o teste de 

atividade de esterase (POCKER; STONE, 1967), adaptado. Nessa metodologia a mistura 

reacional consistiu em 1,8 mL de tampão Tris-SO4 50 mM pH 7,4, 0,2 mL de solução 

enzimática e 1 mL de solução 3 mM de p-nitrofenil acetato. Após a adição do substrato, foi 

registrado o aumento da absorvância à 400 nm (ε p-nitrofenol = 11,9 mL/cm.µmol). Uma unidade 

de atividade enzimática (U) é definida como a quantidade de enzima necessária para liberar  

1 µmol de p-nitrofenol por minuto, sob as condições do ensaio. Os resultados foram expressos, 

também, em termos de atividade específica (U/g), calculada dividindo-se a atividade enzimática 

(U/L) pela concentração de biomassa (g/L).  

As concentrações de C-ficocianina (C-FC) e aloficocianina (AFC) foram 

determinadas por leitura da densidade óptica (DO) a 620 e 652 nm, sendo calculadas 

conforme as Equações 2 e 3 (BENNETT; BOGORAD, 1973). 
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( )
34,5

DO474,0DO
FCC 652620 −=−  (2) 

( )
09,5

DO208,0DO
AFC 620652 −=  (3) 

 

A concentração de biomassa foi determinada por leitura da densidade óptica a  

680 nm (GRIFFITHS et al., 2011) e conversão para biomassa seca através de uma curva 

padrão previamente preparada. Para construção da curva padrão, as células foram coletadas 

por centrifugação, lavadas com água destilada e ressuspendidas com água para leitura da 

absorvância. Para determinação da biomassa seca as células lavadas com água destilada foram 

secas a 105 ºC até peso constante. 

A determinação do pH foi realizada através da leitura da amostra em um medidor 

de pH (Hanna Instruments pH 21) segundo AOAC (2000). 

 

2.7 Análise estatística 

Os resultados foram tratados por análise de variância seguida pelo teste de Tukey, 

considerando um nível de confiança de 95 % (p<0,05). 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

A produção da enzima anidrase carbônica e das ficobiliproteínas foi avaliada ao 

longo do cultivo das cianobactérias Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 e 

Synechococcus nidulans, sendo acompanhados também o crescimento celular e a variação do 

pH do meio. Os resultados obtidos ao longo dos cultivos e os parâmetros cinéticos de 

crescimento estão apresentados nas Figuras 1 a 3. 

As três cianobactérias apresentaram um perfil de atividade volumétrica (U/L) 

semelhante. A atividade aumentou gradativamente, sendo que o pico máximo ocorreu no final 

do cultivo durante a fase estacionária e/ou de declínio. A atividade específica (U/g) das 

microalgas Spirulina platensis LEB 52 (Figura 1) e Spirulina sp. LEB 18 (Figura2) 

permaneceu constante, com oscilações ao longo do crescimento, apresentando um pico de 

máximo mais pronunciado ao final do cultivo.  

 

 

 



CAPÍTULO III – 75 

Figura 1 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo da microalga Spirulina platensis LEB 52 (n=3) 
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Figura 2 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo da microalga Spirulina sp. LEB 18 (n=3) 
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Figura 3 – Acompanhamento da atividade enzimática, da produção de biomassa e a variação 
do pH durante o cultivo da microalga Synechococcus nidulans (n=3) 
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Já para a microalga Synechococcus nidulans (Figura 3) a atividade específica 

permaneceu praticamente constante apenas até o 16° dia de cultivo, aumentando 

gradativamente a partir deste ponto até o pico máximo no 37° dia. Este aumento iniciou ainda 

na fase logarítmica de crescimento, ao contrário das duas cepas de Spirulina, onde o aumento 

ocorreu apenas na fase estacionária. 

A função primária da anidrase carbônica (AC) em algas é aumentar a 

concentração de dióxido de carbono em torno da enzima fotossintética ribulose-bisfosfato 

carboxilase (Rubisco). O sistema de transporte de carbono inorgânico (Ci) e AC são 

fundamentais para o funcionamento do mecanismo de concentração de carbono (CCM – do 

inglês Carbon Concentrating Mechanism) (BADGER; PRICE, 1989; BADGER; PRICE, 

1992; VAN HILLE et al., 2003). 

O mecanismo pelo qual ocorre o transporte de Ci em cianobactérias ainda não é 

bem compreendido. Segundo Kupriyanova et al. (2011) o íon bicarbonato, que é a principal 

forma de Ci externo em lagos alcalinos, é capturado pelas células com participação da AC 

extracelular. A AC presente nos carboxissomos converte o HCO3
-1 acumulado em CO2, 

fornecendo o substrato para a Rubisco. De forma geral, sabe-se que a enzima é induzida por 

baixas concentrações de CO2 dissolvido e luz (BADGER; PRICE, 1989; BADGER; PRICE, 

1992; AL-MOGHRABI et al., 1996; VAN HILLE et al., 2003), sendo induzida, também, pela 

alcalinização do meio (RIGOBELLO-MASINI; AIDAR; MASINI, 2003) devido ao 

deslocamento do equilíbrio das espécies de carbono inorgânico em direção ao íon HCO3
-. 

Durante o cultivo das três cianobactérias estudadas neste trabalho, o pH do meio 

manteve-se sempre alcalino, o que justifica a manutenção da produção da enzima pela 

microalga, inclusive na fase estacionária. Além disso, os cultivos foram realizados com a 

injeção de ar atmosférico estéril, que contem baixas concentrações de CO2, o que também 

induz a produção da enzima no interior da célula. 

Kupriyanova et al. (2003) verificaram a presença de atividade da anidrase 

carbônica nas células inteiras (enzima extracelular) e nos extratos enzimáticos das 

cianobactérias alcalofílicas Rhabdoderma sp., Rhabdoderma lineare e Microcoleus 

chthonoplastes. Os autores também verificaram o efeito do pH do meio na atividade 

extracelular da enzima da microalga Microcoleus chthonoplastes. Foi observado uma alta 

atividade sob condições alcalinas extremas (pH 10), comprovando, mais uma vez, que a 

produção da enzima é induzida em valores de pH alcalinos. 

Kupriyanova et al. (2007) identificaram uma anidrase carbônica extracelular na 

cianobactéria Microcoleus chthonoplastes. Kupriyanova et al. (2011), mais recentemente, 
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identificaram e caracterizaram, em relação a sequenciamento de DNA e RNA, a enzima 

anidrase carbônica obtida da cianobactéria alcalifílica Microcoleus chthonoplastes. Os autores 

relatam que alta capacidade de crescer em meios altamente alcalinos pH (9-10) está 

relacionada com a atuação da anidrase carbônica. 

Badger e Price (1989) investigaram o envolvimento da anidrase carbônica no 

processo de acumulação de Ci na cianobactéria Synechococcus PCC 7942. Tanto as células 

inteiras da microalga, como o extrato enzimático apresentaram atividade de anidrase 

carbônica. Nos cultivos com injeção de 1% de CO2 houve uma diminuição da produção da 

enzima.  

Não é possível traçar um comparativo em termos de grandeza de atividade da 

anidrase carbônica, porque os trabalhos geralmente utilizam a metodologia de atividade de 

hidratase, onde o substrato da análise é o CO2 (WILBUR; ANDERSON, 1948). Porém, como 

a enzima está presente em pequenas quantidades em microalgas, e possui uma atividade 

enzimática baixa, foram encontradas dificuldades na determinação da atividade. Assim, 

optou-se por utilizar a metodologia de atividade de esterase (POCKER; STONE, 1967), onde 

o substrato é o p-nitrofenil acetato, por se tratar de uma análise colorimétrica, rápida, fácil, 

precisa e sensível quando a enzima está presente em pequenas quantidades. 

Kupriyanova et al. (2003) e Soltes-Rak, Mulligan e Coleman (1997), também 

relataram dificuldades para determinação da atividade da anidrase carbônica em microalgas 

utilizando a metodologia eletrométrica (atividade de hidratase com CO2) de Wilbur e 

Anderson (1948). Além disso, a atividade de esterase é muito utilizada em estudos de 

captação e imobilização da enzima de diferentes fontes (BOND et al., 2001; 

HOSSEINKHANI; NEMAT-GORGANI, 2003; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; VINOBA 

et al., 2012). 

Zhang et al. (2011) utilizaram o método colorimétrico (atividade de esterase) para 

acompanhar a atividade da anidrase carbônica durante o cultivo de Bacillus mucilaginosus. Os 

autores estudaram a otimização dos constituintes nutricionais do meio para produção da 

enzima, alcançando uma atividade máxima de 33,4 µU/L. Ou seja, a enzima extraída de 

cianobactéria apresenta uma atividade muito superior à obtida a partir da bactéria B. 

mucilaginosus. 

Não são encontrados trabalhos que acompanham a produção da enzima ao longo 

do cultivo de cianobactérias. São encontrados alguns estudos com as algas Tetraselmis 

gracilis e Chlorella vulgaris que também acompanham a produção da enzima ao longo do 

cultivo. Rigobello-Masini, Aidar e Masini (2003) e Rigobello-Masini; Masini e Aidar (2006) 
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avaliam o perfil da anidrase carbônica e da nitrato redutase ao longo do cultivo da microalga 

Tetraselmis gracilis. Da mesma forma que os perfis obtidos neste trabalho, a atividade 

específica da enzima (U/g) não decai ao final do cultivo, permanecendo alta mesmo durante a 

fase estacionária.  

Li et al. (2012) acompanharam a produção da enzima durante 5 dias de cultivo da 

microalga Chlorella vulgaris. A microalga apresentou atividades específicas altas nos 

primeiros dias, decaindo um pouco no quarto e quinto dias de cultivo. Porém, os autores 

deveriam ter acompanhado a produção da enzima por mais tempo para verificar se realmente 

se trata de uma diminuição de atividade. Os autores verificaram, também, que a enzima 

extraída da microalga possui a capacidade de induzir a precipitação do CO2 na forma de 

CaCO3. 

Com relação à produção das ficobiliproteínas, pode-se observar nas Figuras 1 a 3 

que os perfis de produção de C-ficocianina e aloficocianina são diferentes. A S. platensis LEB 

52 e S. sp. LEB 18 apresentaram comportamento semelhante na produção de C-ficocianina. A 

concentração de C-ficocianina máxima foi obtida no início do cultivo, no 12° dia para S. 

platensis LEB 52 e 13° dia para S. sp. LEB 18, decaindo gradativamente após o pico de 

máximo. Já no caso da S. nidulans, após o pico de máxima (14° dia) a concentração de C-

ficocianina decaiu até o 18° dia, permanecendo constante a partir deste dia. 

Já no caso da aloficocianina, após o pico de máximo a concentração, seu valor 

permaneceu praticamente constante até o final do cultivo. Este comportamento foi observado 

nas três cianobactérias estudadas. As máximas concentrações de aloficocianina foram 

alcançadas no 13° dia (S. platensis LEB 52 e S. sp. LEB 18) e 14° dia (S. nidulans). 

Saleh, Dharb e Singh (2011) realizaram um comparativo dos perfis de pigmentos 

de diferentes cepas de Spirulina ao longo de 25 dias de cultivo. Os perfis de produção de  

C-ficocianina e aloficocianina foram semelhantes aos obtidos neste trabalho. As máximas 

concentrações obtidas pelos autores foram 82,9 µg/mL de C-ficocianina e 62,3 µg/mL de 

aloficocianina, valores inferiores aos obtidos neste trabalho. No cultivo da S. LEB 18 foram 

obtidos valores de C-ficocianina acima de 120 µg/mL e valores de aloficocianina ao redor de 

90 µg/mL nos picos de máxima produção. No estudo de Chen et al. (2013), com Spirulina 

platensis, também ocorreu um caimento da produção de C-ficocianina após o pico de 

máximo. 

As máximas atividades enzimáticas e concentrações de ficobiliproteínas, 

biomassa e produtividades obtidas no pico de máxima U/L estão apresentados nas Tabelas 1 e 

2. 
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Tabela 1 – Atividade volumétrica máxima (U/L) e valores de atividade específica (U/g), 
biomassa (X) e produtividade (P) obtidos no ponto de máxima U/L 

Microalga U/L Dia U/g X (g/L) PAC (g/L/d) 

S. platensis LEB 52 41,6 ± 0,4a 30 22,6 ± 0,2b 1,846 ± 0,018a 1,387 ± 0,013a 

S. sp. LEB 18* 45,9 ± 5,9a 33 26,3 ± 1,0b 1,749 ± 0,240a 1,390 ± 0,179a 

S. nidulans*  41,8 ± 1,3a 37 45,3 ± 7,2a 0,935 ± 0,114b 1,129 ± 0,036a 

U/L: atividade volumétrica, U/g: atividade específica, PAC: produtividade de anidrase carbônica, *U/L e U/g 
máximos no mesmo dia de cultivo. Letras iguais indicam não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 
 

Tabela 2 – Concentrações de ficobiliproteínas obtidas no ponto de atividade máxima (U/L) 

Microalga 
C-Ficocianina 

(µg/mL) 

Aloficocianina 

(µg/mL) 

PFC 

(µg/mL/d) 

PAFC 

(µg/mL/d) 

S. platensis LEB 52 36,5 ± 0,8b 45,1 ± 1,6b 1,218 ± 0,027b 1,502 ± 0,054b 

S. sp. LEB 18 65,9 ± 9,3a 82,2 ± 12,0a 1,996 ± 0,281a 2,492 ± 0,364a 

S. nidulans 45,0 ± 4,0b 49,9 ± 1,3b 1,216 ± 0,107b 1,348 ± 0,036b 

PFC: produtividade de C-ficocianina, PAFC: produtividade de aloficocianina. Letras iguais indicam não há 
diferença significativa entre as médias (p>0,05). 
 

As máximas atividades enzimáticas (Tabela 1) ficaram compreendidas entre  

41,6 e 45,9 U/L, sendo que não há diferença significativa entre os valores obtidos para as três 

microalgas estudadas. Os valores de produtividade de enzima (PAC), também foram 

estatisticamente iguais para as cianobactérias avaliadas. Em termos de atividade específica, o 

valor máximo foi obtido pela S. nidulans (45,3 U/g), sendo este diferente estatisticamente dos 

demais. A S. nidulans foi inferior às duas cepas de Spirulina apenas em termos de produção 

de biomassa. 

Porém, a produção de ficobiliproteínas da Spirulina platensis LEB 52 e  

Spirulina sp. LEB 18 foi superior à produção da Synechococcus, além disso, a Spirulina 

possui o certificado GRAS (Generally Recognized as Safe) do FDA (Food and Drug 

Administration). Como pode ser observado na Tabela 2, a Spirulina sp. LEB 18 foi a 

microalga que apresentou as maiores concentrações e produtividades de C-ficocianina e 

aloficocianina no pico de máxima atividade, demonstrando que a mesma apresenta potencial 

tanto para a obtenção destas duas ficobiliproteínas, como para a obtenção da enzima anidrase 

carbônica. 
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Com relação aos parâmetros cinéticos de crescimento (Tabela 3), como esperado, 

as algas com maiores Xmáx apresentaram as maiores produtividades, devido à maior produção 

de biomassa. Os valores de Xmáx, µmáx e PXmáx (produtividade em biomassa) obtidos para as 

duas cepas de Spirulina foram próximos, provavelmente, por pertencerem ao mesmo gênero, 

sendo que o Xmáx e a produtividade foram estatisticamente iguais. Já comparando com a 

Synechococcus, houve uma variação grande entre as algas. Com relação à velocidade 

específica, houve uma maior variação entre os valores obtidos para cada alga. 

 

Tabela 3 – Atividade específica máxima (U/g) e parâmetros cinéticos de crescimento obtidos 
para cianobactérias estudadas 

Microalga U/g Xmáx (g/L) PXmáx (g/L/d) µmáx (1/d) 

S. platensis LEB 52 28,2 ± 1,3b 1,846 ± 0,018a 0,055 ± 0,001a 0,207 ± 0,003b 

S. sp. LEB 18* 26,3 ± 1,0b 1,882 ± 0,142a 0,055 ± 0,005a 0,118 ± 0,005c 

S. nidulans*  45,3 ± 7,2a 1,139 ± 0,061b 0,038 ± 0,002b 0,641 ± 0,033a 

*U/L e U/g máximos no mesmo dia de cultivo, U/g: atividade específica, PXmáx: produtividade em biomassa no 
Xmáx. Letras iguais indicam não há diferença significativa entre as médias (p>0,05). 

 

Os valores de µmáx obtidos para as cianobactérias estão de acordo com os obtidos 

na literatura. Radmann et al. (2011), em seu estudo de isolamento de microalgas resistentes a 

SOx e NOx a partir de usinas termelétricas e aplicação em biofixação de CO2, cultivou a 

cianobactéria Spirulina sp. LEB 18 em reatores tubulares, alcançando velocidades específicas 

entre 0,22 e 0,23 1/d. Rosa et al. (2011) obteve um µmáx de 0,26 1/d no cultivo da mesma 

microalga, para a fixação de CO2, em reatores abertos (tipo raceway) sob condições 

controladas. 

Andrade e Costa (2008) avaliaram o crescimento de Spirulina platensis LEB 52 

em meio de cultivo complementado com melaço líquido (MEL) e melaço em pó (MEP). No 

cultivo autotrófrico (sem MEL ou MEP), os autores obtiveram um µmáx de 0,117 1/d. Fu et al. 

(2007) estudaram os efeitos da temperatura e da concentração de CO2 na fotossíntese, 

crescimento e concentração de pigmentos para a cianobactéria Synechococcus sp. Os autores 

obtiveram valores de µmáx em torno de 0,6 1/d nos cultivos a 24 °C e nível baixo de CO2 (380 

ppm), valor próximo ao obtido no presente trabalho (0,641 1/d). 

Lavín e Lourenço (2005) e Campos, Barbarino e Lourenço (2010) observaram em 

seus estudos que espécies dotadas de menores volumes celulares apresentam maiores 
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velocidades de crescimento. Este comportamento se deve à maior eficiência na absorção de 

nutrientes por células menores, devido à maior razão superfície-volume destas, bem como a 

diferença no metabolismo celular. De acordo com os volumes encontrados na literatura para 

as cianobactérias estudadas (OLENINA et al., 2006; FONSECA et al., 2014), o mesmo 

comportamento foi observado.  

Em termos de produtividade em biomassa (PXmáx), os valores também estão 

próximos aos obtidos para estas microalgas na literatura. Para a Spirulina são encontrados 

valores em torno de 0,045-0,08 g/L/d e para a Synechococcus em torno de 0,03-0,07 g/L/d 

(ANDRADE; COSTA, 2008; RADMANN et al., 2011). São encontrados valores de Xmáx 

entre 1,4 e 1,6 g/L para a Spirulina e Synechococcus (ANDRADE; COSTA, 2008; 

RADMANN et al., 2011) 

Para verificar a potencialidade do uso da anidrase carbônica extraída da biomassa 

de cianobactérias, foi realizado um ensaio de captação enzimática do CO2. O teste foi 

realizado com a enzima extraída da Spirulina platensis LEB 52 por apresentar alta atividade 

volumétrica ao longo de todo o cultivo e, além disso, já existem diversos estudos na literatura 

sobre a purificação da C-ficocianina produzida por esta cepa (SILVEIRA et al., 2008; SILVA 

et al., 2009; ANTELO et al., 2010; MORAES et al., 2011; MORAES et al., 2013). A cinética 

de precipitação do CO2 na forma de carbonato de cálcio (CaCO3) está apresentada na Figura 

4.  

Como pode ser observado, a anidrase carbônica obtida da biomassa cianobactéria 

catalisou a hidratação do CO2, que precipitou mais rapidamente na forma de CaCO3 na 

presença da enzima. Sabe-se, através de estudos anteriores (MIRJAFARI; ASGHARI; 

MAHINPEY, 2007; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; ORES et al., 2012), que a massa total 

de CaCO3(s) precipitada não depende da concentração da enzima, a anidrase carbônica apenas 

altera a cinética para atingir o equilíbrio, pois se trata de um catalisador. Este comportamento 

pode ser observado na Figura 4, onde a reação na presença da anidrase carbônica (ensaio 

enzimático) apresentou uma taxa inicial de precipitação do CaCO3 superior ao ensaio não-

enzimático. 

A maioria dos estudos que usam a anidrase carbônica para a captura de CO2 

utilizam preparações enzimáticas altamente purificadas ou de fontes de difícil ampliação de 

escala, como sangue humano (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; ASGHARI; MAHINPEY; 

2007; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; DILMORE et al., 2009; DAVY, 2009, VINOBA et 

al., 2012), o que aumenta o custo do processo, limitando a aplicabilidade deste tipo de 

tecnologia. No entanto, já existem estudos que aplicam a enzima obtida a partir de bactérias 
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(SHARMA et al., 2008; RAMANAN et al., 2009; SHARMA; BHATTACHARYA, 2010; 

SHARMA; BHATTACHARYA; SHRIVASTAVA, 2011) e, mais recentemente, extraída de 

eritrócito bovino (ORES et al., 2012) e da microalga Chlorella vulgaris (LI et al., 2012). 

 

Figura 4 – Cinética de precipitação do carbonato de cálcio 
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No presente trabalho, além de a enzima ter sido obtida de uma fonte potencialmente 

viável, biomassa microalgal, este trabalho propõem, também, a obtenção conjunta de 

ficobiliproteínas, com destaque para a C-ficocianina, biocorante azul de alto valor para a 

indústria alimentícia e farmacêutica. Além disso, a biomassa resultante do processo de 

extração pode ainda ser destinada para outros fins, como incorporação em ração animal, 

dependendo do seu conteúdo proteico. A biomassa de Spirulina pode inclusive ser 

incorporada em alimentos para consumo humano, pois possui certificado GRAS.  

 

4 CONCLUSÃO 

As cianobactérias apresentaram valores de atividade volumétrica da anidrase 

carbônica de 41,6 U/L para a Spirulina platensis LEB 52 no 30° dia de cultivo, 45,9 U/L para 

a Spirulina sp. LEB 18 no 33° dia e 41,8 U/L para a Synechococcus nidulans no 37° dia. A 

partir das cinéticas, constatou-se que um maior aumento da atividade específica da enzima da 

Spirulina platensis LEB 52 e Spirulina sp. LEB 18 ocorreu durante a fase estacionária de 

crescimento. Ao contrário do observado para a Synechococcus nidulans, onde ocorreu um 

aumento da atividade específica da anidrase carbônica ainda na fase log, continuando na fase 

estacionária e de morte. 
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A microalga Synechococcus nidulans apresentou atividade específica superior, 

que foi de 45,3 U/g, porém, Spirulina platensis LEB 52 e Spirulina sp. LEB 18 apresentaram 

maiores produções de C-ficocianina e aloficocianina. As maiores concentrações obtidas no 

ponto de máxima atividade volumétrica foram alcançadas com a Spirulina sp. LEB 18, que 

foram 65,9 µg/mL de C-ficocianina e 82,2 µg/mL de aloficocianina. 

A anidrase carbônica extraída da biomassa de S. platensis LEB 52 catalisou com 

eficiência a hidratação do CO2 que precipitou na forma de CaCO3, demosntrando que a 

enzima obtida de cianobactérias pode ser aplicada em processos de captação enzimática do 

CO2.  

Através dos resultados obtidos neste trabalho, pode-se verificar a potencialidade 

das cianobactérias para produção conjunta da enzima anidrase carbônica e das 

ficobiliproteínas, biomoléculas de alto valor industrial. 
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EXTRAÇÃO DE ANIDRASE CARBÔNICA E FICOBILIPROTEÍNAS DE 

MICROALGAS POR DIFERENTES MÉTODOS 

 

RESUMO 

O cultivo de microalgas em condições controladas, além de promover a biofixação de dióxido 
de carbono da atmosfera, pode gerar produtos de interesse comercial, como a enzima anidrase 
carbônica e as ficobiliproteínas, C-ficocianina e aloficocianina. Atualmente a anidrase 
carbônica tem recebido destaque por catalisar a hidratação reversível do CO2, sendo aplicada, 
então, em sistemas enzimáticos de captura de CO2. Dentre as ficobiliproteínas produzidas 
pelas cianobactérias do gênero Spirulina destaca-se a C-ficocianina, corante natural azul e, 
quando purificada, apresenta propriedades terapêuticas e farmacológicas. Por se tratarem de 
biomoléculas intracelulares, um fator importante do processo é a etapa de extração. Assim, no 
presente trabalho foi avaliado o uso de diferentes técnicas de ruptura celular para a extração 
da anidrase carbônica e de ficobiliproteínas a partir de biomassa microalgal, visando obter um 
máximo rendimento em extração. A partir da microalga marinha Phaeodactylum tricornutum e 
da cianobactéria Spirulina sp. LEB 18 foram obtidos altos rendimentos de extração da enzima 
utilizando homogeneizador ultrassônico, 31,3 U/g e 25,5 U/g, respectivamente. Os 
tratamentos com secagem, congelamento e maceração, bem como a agitação com abrasivo, 
também demonstraram serem técnicas eficazes. A biomassa de Spirulina sp. LEB 18 também 
apresentou potencial para a extração de ficobiliproteínas em conjunto com a enzima anidrase 
carbônica, obtendo-se extratos com alta concentração de C-ficocianina (100,5 mg/g) e 
aloficocianina (69,9 mg/g). Neste trabalho, a partir da mesma biomassa, foi possível obter três 
biomoléculas de alto valor industrial. 

 

Palavras-chave: anidrase carbônica, ficobiliproteínas, microalga, ruptura celular. 

 

1 INTRODUÇÃO 

O cultivo de microalgas é usado para a produção de compostos químicos valiosos, 

incluindo pigmentos naturais, biocombustíveis e suplementos dietéticos (ANDRADE; 

COSTA, 2007). Devido a este potencial, cultivos têm sido realizados visando à produção de 

biomassa tanto para uso na elaboração de alimentos quanto para a obtenção de compostos 

naturais com alto valor no mercado mundial. Um bioproduto, de alto valor agregado, que 

também pode ser obtido a partir de biomassa microalgal, é a enzima anidrase carbônica. 

A anidrase carbônica (AC) é uma metaloenzima que contém um átomo de zinco 

em seu centro ativo, amplamente encontrada na natureza, que catalisa a hidratação reversível 

do dióxido de carbono (CO2) no íon bicarbonato (HCO3
-). Devido sua propriedade catalítica, 

esta enzima tem sido estudada em sistemas de captura enzimática do CO2 tanto na forma livre 

como imobilizada (SHEKH et al., 2012). 

São encontrados na literatura trabalhos de captação que usam a enzima altamente 

purificada e/ou oriunda muitas vezes de sangue humano (BOND et al., 2001; MIRJAFARI; 
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ASGHARI; MAHINPEY; 2007; FAVRE; CHRIST; PIERRE, 2009; DILMORE et al., 2009; 

DAVY, 2009), obtida a partir de bactérias (SHARMA et al., 2008; RAMANAN et al., 2009; 

SHARMA; BHATTACHARYA, 2010; SHARMA; BHATTACHARYA; SHRIVASTAVA, 

2011) e, mais recentemente, extraída de eritrócito bovino (ORES et al., 2012) e da microalga 

Chlorella vulgaris (LI et al., 2012).  

Outros bioprodutos que podem ser obtidos de biomassa microalgal são as 

ficobiliproteínas, pigmentos fotossintéticos acessórios que participam de uma cadeia de 

transferência de energia extremamente eficiente na fotossíntese (RÓMAN et al., 2002). São 

responsáveis por cerca de 50% de captação de luz de cianobactérias e algas vermelhas 

(WILLIAMS; GINGRICH; GLAZER, 1980). Os três grupos principais das ficobiliproteínas 

são as ficocianinas, aloficocianinas e ficoeritrinas (BENNETT; BOGORAD, 1973). As 

principais ficobiliproteínas encontradas em Spirulina platensis são a C-ficocianina e a 

aloficocianina (KUDDUS et al., 2013). 

A cianobactéria denominada Spirulina (renomeada como Arthrospira), tem sido 

comercializada em diversos países por seu uso como alimento saudável e suas propriedades 

terapêuticas devido aos seus componentes valiosos, particularmente proteínas e vitaminas. 

Além disso, também é uma fonte rica e econômica de pigmentos, como a C-ficocianina 

(KUDDUS et al., 2013). 

Aloficocianina é um complexo pigmento-proteína encontrado no núcleo dos 

ficobilissomas de Spirulina. Esta proteína solúvel em água é amplamente utilizada como uma 

sonda fluorescente, particularmente para a análise de citometria de fluxo (SHAPIRO et al., 

1983; YEH et al., 1987). Além disso, vários estudos têm relatado que a aloficocianina possui 

propriedade hepatoprotetora, antioxidante, de eliminação de radicais, antiartrítico e 

propriedades anti-inflamatórias (REDDY et al, 2003;. ROMAY et al., 1998). Apesar de sua 

ampla aplicação, a aloficocianina continua a ser a ficobiliproteína menos estudada devido ao 

seu baixo rendimento e a falta de métodos eficazes de purificação (FAN et al. 2012). 

Como a anidrase carbônica e as ficobiliproteínas estão localizadas 

intracelularmente, um fator importante a ser considerado é a etapa de extração. O processo de 

ruptura celular constitui o fator chave na produção e purificação de compostos intracelulares, 

o qual tem um importante efeito na recuperação e qualidade do extrato proteico obtido 

(BECERRA et al., 2001).  

Cada micro-organismo possui características particulares referentes à localização 

de proteínas produzidas intracelularmente, sendo assim, a molécula de interesse pode estar 

localizada no citoplasma, periplasma ou até mesmo estar armazenada no interior de organelas, 
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como a mitocôndria. Dessa forma, o protocolo de extração pode variar de acordo com a 

proteína desejada (MORAES et al., 2011). 

Diferentes métodos podem ser empregados para extração de proteínas 

intracelulares, os quais dependem da força física da parede celular dos micro-organismos, 

localização dentro da célula, estabilidade e do uso desejado para o composto de interesse 

(FARKADE et al., 2005). Assim, pode se fazer uso de pressão osmótica, condições abrasivas, 

tratamento químico, tratamento enzimático, secagem, congelamento-descongelamento e 

tratamento ultrassônico, dentre outros métodos (MORAES et al., 2011). 

O processo de extração da enzima anidrase carbônica a partir de biomassa 

microalgal ainda é pouco explorado, na literatura é encontrado apenas o trabalho de Ores et al. 

(2013). Os autores estudaram a extração da enzima da microalga marinha Dunaliella 

tertiolecta a partir de diferentes proporções de biomassa:solvente, avaliando, também, a 

potencialidade da enzima em sistemas de captura enzimática de CO2.  

Com relação à extração de ficobiliproteínas, são encontrados diversos trabalhos 

com relação à extração de C-ficocianina (SILVEIRA et al., 2007; MORAES; BURKERT; 

KALIL, 2010; MORAES et al., 2011), porém não existem estudos de extração conjunta de 

anidrase carbônica e ficobiliproteínas a partir de cianobactérias. 

A literatura apresenta, ainda, uma lacuna com relação à de aloficocianina. Apenas 

no estudo de El-Mohsnawy (2013) é avaliada a extração deste pigmento por duas técnicas, 

lisozima juntamente com alta pressão ou somada à agitação em vórtex com pérolas de vidro, 

com biomassa da cianobactéria Thermosynechococcus elongatus. Os ensaios realizados com o 

vórtex foram os que resultaram em uma maior extração de aloficocianina. 

Com base na importância industrial da anidrase carbônica e das ficobiliproteínas, 

desenvolveu-se este trabalho. Diferentes tratamentos foram avaliados para a extração da 

enzima a partir de duas fontes, a microalga marinha Phaeodactylum tricornutum e a 

cianobactéria Spirulina sp. LEB 18. Para a Spirulina, este trabalho propôs, também, a 

extração conjunta da enzima e dos biocorantes C-ficocianina e aloficocianina. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 Microalga e meio de cultivo 

Para este estudo foi utilizada a microalga marinha Phaeodactylum tricornutum, 

gentilmente cedida pelo Laboratório de Biologia Marinha e Biomonitoramento 

(LABIOMAR) do Instituto de Biologia da Universidade Federal da Bahia, e a cianobactéria 

Spirulina sp. LEB 18, gentilmente cedida pelo Laboratório de Engenharia Bioquímica da 
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Escola de Química e Alimentos da Universidade Federal do Rio Grande. Para o preparo do 

inóculo, cultivo e manutenção das microalgas foram utilizados o meio Conway (WALNE, 

1966) com água marinha natural com salinidade de 28 (OLIVEIRA et al., 2011) para a  

P. tricornutum e o meio Zarrouk 20% (ZARROUK, 1966; REINEHR; COSTA, 2006) para a 

S. sp. LEB 18. 

 

2.2 Obtenção da biomassa 

Os cultivos foram realizados em erlenmeyer de 1 L (volume útil de 800 mL), 

sendo adicionado 20% de inóculo. As algas foram incubadas a 25±1 °C, por 28 dias  

(P. tricornutum) e 33 dias (S. sp. LEB 18), e a agitação realizada por injeção constante de ar 

estéril (0,5 vvm). A iluminância foi promovida por lâmpadas florescentes do tipo daylight 

(40,5 µE/m2.s), com fotoperíodo fixado em 12 h claro/escuro. Ao final do cultivo, a biomassa 

foi obtida por centrifugação (5200 x g por 20 min) e ressuspendida em tampão Tris-HCl  

10 mM pH 8,3 em uma concentração de 5 g/L para realização dos testes de extração. 

 

2.3 Extração da anidrase carbônica e ficobiliproteínas 

Para a extração da enzima e dos biocorantes foi avaliado o desempenho de nove 

metodologias de ruptura:  

1. Tratamento ultrassônico: o rompimento celular foi realizado utilizando um 

homogeneizador ultrassônico (Sonic Ruptor 250, Omni International Inc., EUA) com 

frequência de 20 kHz (ponteira micro com potência de 60 W) por 10 min, em banho de gelo e 

com intervalos de 2 min de descanso (ORES et al., 2013). 

2. Sonicação com abrasivo: foram adicionadas pérolas de vidro (r<0,4 mm) à 

suspensão de biomassa na proporção de 1:1,1 (mL de suspensão: g pérolas de vidro), e a 

mesma foi colocada em um banho ultrassônico (50 kHz), durante 40 min, intercalando 2 min 

no sonicador e 2 min em banho com gelo (MEDEIROS et al., 2008). 

3. Agitação com abrasivo: foram adicionadas pérolas de vidro (r<0,4 mm) à 

suspensão de biomassa na proporção de 1:1,1 (mL de suspensão: g pérolas de vidro), e a 

mistura agitada vigorosamente em vórtex durante 40 min, intercalando 2 min de agitação e 2 

min em banho com gelo (MEDEIROS et al., 2008); 

4. Homogeneização em gral e pistilo: a biomassa congelada (-18 °C por 24 h) foi 

homogeneizada com auxílio de um pistilo, na presença de terra diatomácea na proporção de 

5:1 (g de biomassa: g terra diatomácea) (MORAES et al., 2011). 
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5. Congelamento e descongelamento: a suspensão de biomassa em tampão foi 

submetida a dois e a quatro ciclos de congelamento (-18 °C) e descongelamento (temperatura 

ambiente), sendo que cada ciclo corresponde a intervalos de 24 h.  

6. Secagem e maceração: a suspensão de biomassa em tampão foi seca por 24 h 

em estufa a 50 °C em placas de petri, raspada e macerada utilizando gral e pistilo. Após, a 

biomassa foi ressupendida em tampão Tris-HCl 10 mM pH 8,3 e a suspensão foi mantida em 

agitação por 30 min. 

7. Secagem, congelamento e maceração: a suspensão de biomassa em tampão foi 

seca por 24 h em estufa a 50 °C em placas de petri, raspada e congelada a -18 °C por 24 h. 

Após, a biomassa foi macerada utilizando gral e pistilo, ressupendida em tampão Tris-HCl  

10 mM pH 8,3 e a suspensão resultante mantida sob agitação por 30 min. 

8. Extração com etanol: a biomassa foi tratada com etanol p.a. na proporção de 1:1 

(g de biomassa: mL de solvente), sendo deixados em contato por 24 h a uma temperatura de 

10 °C. 

9. Extração com acetona: a biomassa foi tratada com acetona p.a. na proporção de 

1:1 (g de biomassa: mL de solvente), sendo deixados em contato por 24 h a uma temperatura 

de 10 °C. 

Após a ruptura celular, a suspensão resultante de cada teste foi centrifugada a 

5200 x g por 20 min a uma temperatura de 4 °C, e o sobrenadante, livre de células, utilizado 

para medida da atividade enzimática e leitura de C-ficocianina e aloficocianina. Todos os 

ensaios foram realizados em triplicata. 

 

2.4 Métodos analíticos 

Para a determinação da medida da atividade enzimática foi utilizado o teste de 

atividade de esterase (POCKER; STONE, 1967), adaptado. Nessa metodologia a mistura 

reacional consistiu em 1,8 mL de tampão Tris-SO4 50 mM pH 7,4, 0,2 mL de solução 

enzimática e 1 mL de solução 3 mM de p-nitrofenil acetato. Após a adição do substrato, foi 

registrado o aumento da absorvância à 400 nm (ε p-nitrofenol = 11,9 mL/cm.µmol). Uma unidade 

de atividade enzimática (U) é definida como a quantidade de enzima necessária para liberar  

1 µmol de p-nitrofenol por minuto, sob as condições do ensaio. Os resultados foram expressos 

em termos de rendimento de extração da enzima, calculado dividindo-se a atividade enzimática 

(U/L) pela concentração de biomassa (g/L). 

As concentrações de C-ficocianina (C-FC) e aloficocianina (AFC) foram 

determinadas por leitura da densidade óptica (DO) a 620 e 652 nm e calculadas conforme as 
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Equações 1 e 2 (BENNETT; BOGORAD, 1973). Da mesma forma que a atividade os 

resultados foram expressos em termos de rendimento de extração (mg/g), calculado dividindo-

se a concentração de cada ficobiliproteína (mg/L) pela concentração de biomassa (g/L). 

 

( )
34,5

DO474,0DO
FCC 652620 −

=−  (1) 

( )
09,5

DO208,0DO
AFC 620652 −

=  (2) 

 

A concentração de biomassa foi determinada por leitura da densidade óptica a  

680 nm e conversão para biomassa seca através de uma curva padrão previamente preparada 

(GRIFFITHS et al., 2011; HUANG et al., 2011). Para construção da curva padrão, as células 

foram coletadas por centrifugação, lavadas com água destilada e ressuspendidas com água 

para leitura da absorvância. Para determinação da biomassa seca as células lavadas com água 

destilada foram secas a 105ºC até peso constante. 

 

2.5 Análise estatística 

Os resultados foram tratados por análise de variância seguida pelo teste de Tukey, 

considerando um nível de confiança de 95 % (p<0,05). 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Quando a biomolécula de interesse é intracelular, a extração passa a ser uma das 

etapas mais importantes do processo. Assim, neste trabalho foi realizada uma comparação de 

diferentes procedimentos para a extração de anidrase carbônica de duas microalgas: 

Phaeodactylum tricornutum e Spirulina sp. LEB 18, e no caso da cianobactéria (Spirulina) foi 

realizada a extração conjunta da enzima e das ficobiliproteínas C-ficocianina e aloficocianina. 

Os resultados de extração da enzima estão apresentados nas Figuras 1 e 2. 

Não foi possível determinar a atividade enzimática dos extratos obtidos nos 

tratamentos com etanol e acetona. Como se trata de uma metodologia colorimétrica, os 

solventes interferiram na absortividade do produto medido na reação, o p-nitrofenol. Por estes 

motivos os dados de extração com os solventes não são mostrados. 

Com a biomassa da microalga P. tricornutum foram obtidos rendimentos em 

extração de anidrase carbônica entre 31,3 U/g (homogeneizador ultrassônico) e 4,8 U/g 

(sonicador com pérolas de vidro). Com a S. sp. LEB 18 foram obtidos rendimentos entre  
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25,5 U/g (homogeneizador ultrassônico) e 2,5 U/g (maceração em gral e pistilo). Para ambas 

as algas, o tratamento ultrassônico foi o que proporcionou maior extração da enzima e o 

mesmo se diferenciou estatisticamente dos demais (nível de significância de 5%). 

A Tabela 1 apresenta os rendimentos em extração das ficobiliproteínas obtidos 

com a biomassa da cianobactéria Spirulina sp. LEB 18. O tratamento que proporcionou maior 

extração de C-ficocianina foi o congelamento/descongelamento de 4 ciclos (100 mg/g), sendo 

este estatisticamente igual ao valor obtido com o homogeneizador ultrassônico (90,4 mg/g). O 

tratamento com o homogeneizador ultrassônico, também proporcionou a maior extração de 

aloficocianina (69,9 mg/g). 

 

Figura 1 – Rendimento em extração de anidrase carbônica a partir da biomassa de P. 
tricornutum utilizando diferentes tratamentos: 1 – homogeneizador ultrassônico; 2 – 

sonicador com pérolas de vidro; 3 – vórtex com pérola de vidro; 4 – maceração com gral e 
pistilo; 5 – congelamento/descongelamento 2 ciclos; 6 – congelamento/descongelamento 4 

ciclos; 7 – Secagem e maceração; 8 – secagem, congelamento e maceração 
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Letras iguais indicam que não existe diferença significativa entre as médias (p>0,05, n=3) 
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Figura 2 – Rendimento em extração de anidrase carbônica a partir da biomassa de Spirulina 
sp. LEB 18 utilizando diferentes tratamentos: 1 – homogeneizador ultrassônico; 2 – sonicador 
com pérolas de vidro; 3 – vórtex com pérola de vidro; 4 – maceração com gral e pistilo; 5 – 
congelamento/descongelamento 2 ciclos; 6 – congelamento/descongelamento 4 ciclos; 7 – 

Secagem e maceração; 8 – secagem, congelamento e maceração 
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Letras iguais indicam que não existe diferença significativa entre as médias (p>0,05, n=3) 

 

Tabela 1 – Concentrações de ficobiliproteínas (média ± desvio padrão) obtidas a partir da 
biomassa de Spirulina sp. LEB 18 utilizando diferentes tratamentos 

Tratamento C-Ficocianina (mg/g) Aloficocianina (mg/g) 

Homogeneizador ultrassônico 90,4 ± 0,4a,b 69,9 ±0,3a 

Sonicador com pérolas de vidro 46,8 ± 9,4e 35,1 ±7,3c 

Vórtex com pérolas de vidro 83,4 ± 1,1b,c 52,6 ±1,0b 

Maceração em gral e pistilo 59,1 ± 5,0d 26,9 ±2,7c,d 

Congelamento/Descongelamento 2 ciclos 57,7 ± 5,1d,e 22,1 ±2,6d 

Congelamento/Descongelamento 4 ciclos 100,5 ± 0,2a 26,4 ±0,5d 

Secagem e maceração 74,4 ± 1,9c 19,8 ±2,2d 

Secagem, congelamento e maceração 76,2 ± 1,5c 21,1 ±0,8d 

Letras iguais indicam que não existe diferença significativa entre as médias (p>0,05) 
 

As Figuras 3 e 4 apresentam imagens de microscópio da biomassa das microalgas 

Phaeodactylum tricornutum e Spirulina sp. LEB18 antes e após os tratamentos estudados para 

a extração da anidrase carbônica e, também, para a extração das ficobiliproteínas no caso da 

cianobactéria (Spirulina). Pode-se verificar através das imagens que realmente o tratamento 
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com o homogeneizador ultrassônico foi o que provocou uma maior desintegração das células 

das microalgas. 

Para a alga marinha P. tricornutum nota-se que a secagem seguida de maceração, 

ou de congelamento e maceração (imagens h e i da Figura 3), também proporcionou uma alta 

desintegração das células, comparada com a biomassa resultante dos tratamentos com 

sonicador, vórtex, gral e pistilo e congelamento/descongelamento. Essas observações vão ao 

encontro com os resultados de extração da enzima apresentados na Figura 1, onde estes dois 

tratamentos, após o homogeneizador ultrassônico, foram os que proporcionaram maior 

rendimento de extração da enzima, que foram 18,4 e 19,8 U/g. 

 

Figura 3 – Microalga Phaeodactylum tricornutum (a) antes da extração e biomassa após (b) 
homogeneizador ultrassônico, (c) sonicação com pérola de vidro, (d) agitação em vórtex com 
pérola de vidro, (e) maceração com gral e pistilo, (f) congelamento/descongelamento 2 ciclos, 

(g) congelamento/descongelamento 4 ciclos, (h) secagem e maceração e (i) secagem, 
congelamento e maceração (todas com aumento de 400 vezes)  

 

 

No caso da cianobactéria Spirulina sp. LEB 18 nota-se que a biomassa dos 

tratamentos com sonicador e agitação em vórtex (imagens c e d Figura 4) ainda apresentam 

pedaços de células inteiras. Porém, observa-se na Figura 2 que, juntamente com o tratamento 
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ultrassônico, foram os que proporcionaram maiores rendimentos de extração da enzima. 

Apesar de a desintegração celular aparentemente ser eficiente nos tratamentos que 

envolveram secagem, maceração e congelamento/descongelamento, a atividade obtida nos 

extratos foram menores comparadas aos valores obtidos com a sonicação e agitação em 

vórtex. Possivelmente, pode ter ocorrido desnaturação da enzima nestes tratamentos. 

 

Figura 4 – Microalga Spirulina sp. LEB 18 (a) antes da extração e biomassa após (b) 
homogeneizador ultrassônico, (c) sonicação com pérola de vidro, (d) agitação em vórtex com 
pérola de vidro, (e) maceração com gral e pistilo, (f) congelamento/descongelamento 2 ciclos, 

(g) congelamento/descongelamento 4 ciclos, (h) secagem e maceração e (i) secagem, 
congelamento e maceração (todas com aumento de 400 vezes)  

 

 

Em estudos de isolamento e caracterização da anidrase carbônica, algumas das 

metodologias utilizadas para a extração da enzima são: agitação com pérolas de vidro, prensa 

francesa, sonicação, maceração em gral com nitrogênio líquido, congelamento e 

descongelamento e homogeneização mecânica, tratamento enzimático com lisozima e 

homogeneizador ultrassônico (GHOSHAL; HUSIC; GOYAL, 2002; XIA; GAO, 2005; 

RIGOBELLO-MASINI; MASINI; AIDAR, 2006; SHARMA et al., 2008; CHINNASAMY et 
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al., 2009; RAMANAN et al., 2009; KUPRIYANOVA et al., 2011; LI et al., 2012). Porém, o 

processo de extração da enzima não é avaliado nestes trabalhos. 

Na literatura é encontrado apenas um trabalho que avalia a extração da enzima 

anidrase carbônica a partir de microalgas. Ores et al. (2013) estudaram a extração da enzima 

da microalga marinha Dunaliella tertiolecta a partir de diferentes proporções de 

biomassa:solvente utilizando um homogeneizador ultrassônico. Foram alcançados altos 

rendimentos com esta biomassa (67,2 U/g) utilizando uma suspensão de 1 g/L. A 

desvantagem desta microalga é que o cultivo apresenta baixas produções de biomassa. O 

cultivo de D. tertiolecta alcança valores de biomassa em torno de 0,4 g/L, enquanto os 

cultivos com P. tricornutum e S. sp. LEB 18 resultam em valores de biomassa em torno de 1,1 

e 1,8 g/L, respectivamente.  

Com relação à biomassa de cianobactéria, são encontrados trabalhos que avaliam 

a extração de C-ficocianina a partir de biomassa seca (SILVEIRA et al., 2007; MORAES; 

BURKERT; KALIL, 2010) e de biomassa úmida (SARADA; PILLAI; RAVISHANKAR, 

1999; MORAES et al., 2011). No estudo de Sarada, Pillai e Ravishankar (1999), dentre as 

técnicas estudadas para a extração de C-ficocianina de Spirulina platensis, o congelamento e 

descongelamento e a homogeneização em gral e pistilo foram as que proporcionaram os 

maiores rendimentos, 194,7 e 196,6 mg/g, respectivamente. Os autores ainda relatam que o 

congelamento/descongelamento foi o método que proporcionou maior qualidade de C-

ficocianina; o extrato obtido não continha clorofila. Neste estudo, o maior rendimento em 

extração de C-ficocianina, também, foi alcançado com a técnica de congelamento e 

descongelamento (4 ciclos). 

Nos trabalhos de Silveira et al. (2007) e Moraes, Burkert e Kalil (2010) são 

alcançados valores de rendimento de extração em torno de 82 mg/g quando utilizado secagem 

seguida de congelamento e maceração para a extração de C-ficocianina a partir da biomassa 

da cianobactéria Spirulina platensis LEB 52. Com o tratamento de secagem, congelamento e 

maceração utilizado neste trabalho, utilizando biomassa de Spirulina sp. LEB 18, foi 

alcançado um valor de C-ficocianina (76,2 mg/g) próximo ao dos autores citados acima. 

Já no estudo de Moraes et al. (2011) com biomassa úmida Spirulina platensis 

LEB 52, a sonicação com pérola de vidro foi o tratamento que resultou nos maiores 

rendimentos. Os autores obtiveram valores de C-ficocianina em torno de 43,7 mg/g, valor 

próximo ao obtido neste trabalho utilizando o mesmo tratamento, que foi de 46,8 mg/g.  

Poucos trabalhos são encontrados com relação à extração de aloficocianina (EL-

MOHSNAWY, 2013). São encontrados mais estudos com relação à purificação deste 
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pigmento (PARMAR; SINGH; MADANWAR, 2010; YAN et al., 2011; FAN et al., 2012; 

HASHIMOTO et al., 2012; EL-MOHSNAWY, 2013), onde são utilizadas técnicas como 

agitação com pérolas de vidro, sonicação, tratamento enzimático, alta pressão, congelamento 

e descongelamento, liofilização e a combinação destes tratamentos. 

No estudo de El-Mohsnawy (2013) é avaliada a extração de aloficocianina a partir 

da biomassa de Thermosynechococcus elongatus por duas técnicas, lisozima juntamente com 

alta pressão ou somada à agitação em vórtex com pérolas de vidro. Os autores avaliam ainda a 

purificação da aloficocianina por diferentes técnicas. Em todos os ensaios é verificado, 

também, o conteúdo de C-ficocianina. Os ensaios realizados com o vórtex foram os que 

resultaram em uma maior extração de aloficocianina e nos experimentos de alta pressão 

ocorreu uma maior extração de C-ficocianina. Os autores relatam que as pérolas de vidro 

possuem um efeito mais forte de destruição, levando à libertação de mais conteúdo de 

aloficocianina. No presente trabalho, o vórtex também proporcionou altos rendimentos de 

extração da aloficocianina de Spirulina sp. LEB 18, que foi de 52, 6 mg/g, ficando atrás 

apenas do tratamento ultrassônico. 

Em operações de ruptura celular de micro-organismos em larga escala comumente 

são utilizados métodos mecânicos de desintegração celular como moinho de bolas e 

homogeneizadores de alta pressão, porém a eficiência energética destes métodos é geralmente 

em torno de 5-10%. O restante é dissipado na forma de calor, que precisa ser removido de 

forma eficiente para manter a integridade de bioprodutos sensíveis (GOGATE; KABADI, 

2009). Embora os métodos mecânicos sejam industrialmente preferidos, devido sua alta 

recuperação do produto, a sua fraca seletividade é uma grande desvantagem, juntamente com 

a micronização dos fragmentos celulares (BALASUNDARAM; HARRISON; 

BRACEWELL, 2009).  

O tratamento com ultrassom é um dos métodos de ruptura mais usados em escala 

laboratorial (GECIOVA; BURY; JELEN, 2002) e tem sido reconhecido cada vez mais como 

um eficiente método de extração, sendo utilizado para lise celular de leveduras (MEDEIROS 

et al., 2008; LEMES; ÁLVARES; KALIL, 2013) e de microalgas (BERMEJO et al., 2001; 

FURUKI et al., 2003; PATEL et al., 2005, BERMEJO et al., 2006; MORAES et al., 2011). 

O uso de reatores de cavitação hidrodinâmica para rompimento celular tem sido 

aprovado, inclusive, para aplicações em larga escala, pois tem demostrado maior eficiência 

em comparação com técnicas convencionais baseadas na utilização da energia mecânica 

(GOGATE; KABADI, 2009). No geral, a cavitação é uma tecnologia bem estabelecida em 

escala de laboratório e piloto (GOGATE et al., 2001; BALASUNDARAM; HARRISON; 
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BRACEWELL, 2009), mas são necessários os esforços combinados de químicos, engenheiros 

e físicos para aproveitar eficazmente o potencial desta tecnologia em escala industrial. 

Altos valores de rendimento em extração da enzima e das ficobiliproteínas foram 

obtidos neste trabalho com técnicas possíveis de serem utilizadas tanto em escala laboratorial 

como industrial. A escolha da metodologia mais apropriada, bem como da biomassa 

microalgal, vai depender do uso destas biomoléculas e, também, do suporte disponível.  

 

4 CONCLUSÃO 

Maiores rendimentos de extração da enzima a partir da microalga marinha 

Phaeodactylum tricornutum e da cianobactéria Spirulina sp. LEB 18 foram obtidos utilizando 

homogeneizador ultrassônico, que foram 31,3 U/g e 25,5 U/g, respectivamente. Os 

tratamentos com secagem, congelamento e maceração, bem como a agitação com abrasivo, 

também demonstraram ser técnicas eficazes para a extração da enzima. 

A biomassa de Spirulina sp. LEB 18, também apresentou potencial para a 

extração de ficobiliproteínas em conjunto com a enzima anidrase carbônica. Com o 

homogeneizador ultrassônico foi possível obter uma alta concentração de C-ficocianina de 

90,4 mg/g, bem como 69,9 mg/g de aloficocianina. Ou seja, a partir da mesma biomassa, foi 

possível obter três biomoléculas de alto valor industrial. 

O trabalho apresenta diferentes processos eficientes para a extração de anidrase 

carbônica e de ficobiliproteínas tanto para escala laboratorial como industrial. 
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CONCLUSÃO GERAL 

O estudo demonstrou que a biomassa de microalgas apresenta-se como uma fonte 

potencialmente atrativa para obtenção da anidrase carbônica, aplicada em processos de 

captação enzimática do CO2, e, no caso das cianobactérias, produção conjunta da enzima e 

ficobiliproteínas, que são biocorantes de alto valor comercial. 

Altos rendimentos de extração da enzima a partir da microalga Dunaliella 

tertiolecta foram obtidos utilizando tratamento ultrassônico com baixas concentrações de 

biomassa úmida, entre 0,1 e 0,2 g/L. O ultrassom mostrou ser um método de ruptura rápido e 

eficaz, sendo necessários tempos de extração mínimos de 3 min.  

Dentre as microalgas marinhas (Dunaliella tertiolecta, Tetraselmis sueccica, 

Phaeodactylum tricornutum, Isochysis galbana e Nannochloropsis oculata) e dulcícolas 

(Chlorella vulgaris e Scenedesmus obliquus) estudadas, a Phaeodactylum tricornutum e a 

Chlorella vulgaris se destacaram como produtoras da enzima anidrase carbônica. A Chlorella 

vulgaris apresentou valores de atividade enzimática de 44,0 U/L e atividade específica de 17,0 

U/g no 37° dia de cultivo, e a Phaeodactylum tricornutum apresentou atividades enzimáticas 

de anidrase carbônica de 19,9 U/L e 17,4 U/g no 30° dia de cultivo. 

No estudo da produção da anidrase carbônica e de ficobiliproteínas pelas 

cianobactérias Spirulina platensis LEB 52, Spirulina sp. LEB 18 e Synechococcus nidulans, 

foram obtidos valores de atividade volumétrica entre 41,6 e 45,9 U/L, sendo que a microalga 

Spirulina sp. LEB 18 se destacou como maior produtora de C-ficocianina e aloficocianina, as 

concentrações obtidas no ponto de máxima atividade volumétrica (45,9 U/L, 33° dia do 

cultivo) foram 65,9 µg/mL de C-ficocianina e 82,2 µg/mL de aloficocianina. 

Foram testados diferentes processos para a extração da enzima a partir da alga 

marinha Phaeodactylum tricornutum e para a extração conjunta de anidrase carbônica e 

ficobiliproteínas a partir da cianobactéria Spirulina sp. LEB 18. Maiores rendimentos de 

extração da enzima foram obtidos utilizando o tratamento ultrassônico para o rompimento 

celular. Foram obtidos rendimentos de 31,3 U/g para a microalga marinha Phaeodactylum 

tricornutum e 25,5 U/g para a cianobactéria Spirulina sp. LEB 18. 

Nos ensaios de ruptura celular da Spirulina sp. LEB 18, a máxima extração de  

C-ficocianina (100,5 mg/g) foi alcançada com 4 ciclos de congelamento e descongelamento. 

Já para a aloficocianina, a máxima concentração de 69,9 mg/g foi obtida utilizando o 

homogeneizador ultrassônico.  

A enzima extraída da microalga marinha Dunaliella tertiolecta e da cianobactéria 

Spirulina platensis LEB 52 catalisaram a hidratação do CO2, que precipitou mais rapidamente 
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na forma de carbonato de cálcio na presença da enzima, demonstrando que a anidrase 

carbônica obtida de microalgas pode ser aplicada em processos de captação enzimática do 

CO2. 
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SUGESTÃO PARA TRABALHOS FUTUROS 

• Estudo da captação enzimática do CO2 utilizando a enzima obtida pelas microalgas 

estudadas; 

• Otimização das condições da extração conjunta da anidrase carbônica e das 

ficobiliproteínas com os métodos mais promissores; 

• Caracterização da biomassa antes e após a extração dos biocompostos; 

• Purificação da enzima anidrase carbônica e das ficobiliproteínas simultaneamente; 

• Caracterização da enzima e das ficobiliproteínas; 

• Imobilização da enzima. 
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Formulações dos meios de cultivo 
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Tabela 1 – Formulação do meio Conway  

A. SOLUÇÃO PRINCIPAL (P): 
 
C10H14O8Na2 . 2H2O  (Na EDTA sal dissódico) 
H3BO3 (Ácido Bórico) 
NaNO3  (Nitrato de Sódio) 
MnCl2 . 4H2O  (Cloreto de Manganês) 
FeCl3 . 6H2O  (Cloreto de Ferro) 
NaH2PO4  (Fosfato de sódio anidro)                                                                                  

45,0 g 
33.6 g 
100 g 
0.36 g 
1.30 g 
15.38 g 

 
Diluir tudo em 1000 mL de água destilada e esterilizar em autoclave.  
B. TRAÇOS DE METAIS: 
 
ZnCl2  (Cloreto de Zinco) 
CoCl2.6H2O   (Cloreto de Cobalto) 
(NH4)6Mo7O24 . 4H2O (Molibdato de Amônia) 
CuSO4 . 5H2O  (Sulfato de Cobre) 

0.21 g 
0.20 g 
0.09 g 
0.20 g 

 
Diluir tudo em 10 mL de água destilada; tomar 1mL desta solução (estéril) e  adicionar 
à solução principal que deverá estar esterilizada. 
C. SOLUÇÃO DE VITAMINAS: 
 
Vitamina B12 – Cianocobalamina 
Vitamina B1 – Tiamina 

5 mg 
100 mg 

 
Diluir em 100 mL de água destilada esterilizar por filtração. 
D. SOLUÇÃO DE SILICATO DE SÓDIO  (S): 
 
Na2OSiO2.nH2O   (Silicato de sódio)                                         4.0 g 
 
Diluir em 100 mL de água destilada e esterilizar. 
Fonte: WALNE (1966) 

 

Quantidades das soluções do meio Conway a serem usadas nas culturas de algas: 
 
Clorofíceas: 1.0 mL da solução P / litro de água marinha 
                     0.1 mL de Vitaminas / litro de água marinha 
 
Diatomáceas: 2.0 mL da solução P / litro de água marinha 
                       2.0 mL da solução S / litro de água marinha 
                       0.1 mL de Vitaminas / litro de água marinha 
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Tabela 2 – Composição do meio BG-11 

Componente Concentração (g/L) 

NaNO3 1,5 

K2HPO4 0,03 

MgSO4.7H2O 0,075 

CaCl2 0,027 

Citrato férrico amoniacal 0,006 

EDTA dissódico 0,001 

Na2CO3 0,02 

Ácido cítrico 0,006 

Solução A5+Co* 1 mL 

Fonte: RIPPKA (1979)  

*Solução A5+Co (g/L): ZnSO4.7H2O (0,222); MnCl2.4H2O (1,81); Na2MoO4.2H2O (0,390); H3BO3 
(2,86); CuSO4.5H2O (0,079); Co(NO3)2.6H2O 
 

Tabela 3 – Composição do meio Zarrouk  

Componente 1L 

NaHCO3 16,8 

K2HPO4 0,5 

NaNO3 2,5 

K2SO4 1,0 

NaCl 1,0 

MgSO4.7H2O 0,2 

CaCl2 0,04 

FeSO4.7H2O 0,01 

EDTA 0,08 

Solução A5* 1 mL 

Solução B6** 1 mL 

Fonte: ZARROUK (1966) 

*Solução A5 (g/L): 2,86 g/L de H3BO3 (191R); 1,81 g/L de MnCl2 .4H2O (180R); 0,222g/L de 
ZnSO4.7H2O (120R); 0,079g/L de CuSO4. 5H2O (49R); 0,018g/L de NaMoO4.2H2O (201R). 
**Solução B6: 22,96 mg/L de *NH4VO3 (202R); 192,0 mg/L de KCr(SO4)2.12H2O (205R); 44,78 mg/L 
de NiSO4.6H2O (203R); 17,94 mg/L de Na2WO4.2H2O (101R); 40 mg/L de **TiO2 (211R); 43,98 mg/L 
de Co(NO3)2.6H2O (109R). 
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APÊNDICE 2 

Tecnologia enzimática para captura de CO2: cultivo de microalga para obtenção de 

anidrase carbônica – Artigo publicado na Vetor, v. 23, n. 2, p. 82-92, 2013



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 


