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Abstract 
 

Le microalghe hanno ricevuto molta attenzione negli ultimi anni come fonte di energia rinnovabile 

(biodiesel di terza generazione), inoltre possono essere coltivate su acque reflue operando una simultanea 

depurazione (utilizzo di azoto e fosforo). Il presente lavoro di tesi ha valutato la possibilità di coltivare un 

consorzio Chlorella vulgaris-batteri in un sistema semi-continuo alimentato con la frazione liquida del 

digestato ottenuto dal processo di digestione anerobica di fango e feccia di vinificazione. 

Sono stati effettuati due test, uno applicando un tempo di ritenzione idraulica (HRT) di 47 giorni (RUN 1) e 

uno abbassando l’HRT a 10 giorni (RUN 2). Nel corso della sperimentazione è stata valutata la composizione 

percentuale della biomassa con un focus sulla caratterizzazione della frazione lipidica per la produzione di 

biodiesel. Nelle condizioni di stato stazionario, la concentrazione di biomassa è risultata di 2.2 ± 0.13 g l-1 in 

RUN 1 e 0.94 ± 0.06 g l-1 in RUN 2 con una percentuale di lipidi del 20.00 ± 1.68% per RUN 1 e di 15.34 ± 

5.00% per RUN 2.   

La caratterizzazione della frazione lipidica ha mostrato che per entrambe le condizioni sperimentali l’olio 

microalgale è potenzialmente utilizzabile senza necessità di pretrattamenti per la produzione di biodiesel, 

in quanto la percentuale di acido linolenico risulta essere inferiore al limite di legge del 12% w/w (Standard 

EN 14213 e Standard EN 14214).  
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1. Introduzione 
 

L’aumento della popolazione mondiale e lo sviluppo economico hanno portato ad un incremento della 

richiesta di energia, cibo e sostanze chimiche con la conseguente necessità di sviluppare nuove fonti 

alternative e sostenibili (Koutra et al., 2018). I combustibili fossili non sono una fonte di energia rinnovabile: 

la loro combustione comporta l’incremento delle emissioni di gas serra, composti principalmente da CO2, 

che svolge un ruolo cruciale nel surriscaldamento globale (Hill et al., 2006). La CO2, che può persistere in 

atmosfera da 50 a 200 anni (Van Der Hende et al., 2012),  viene considerata il principale gas serra, 

contribuendo al riscaldamento globale per il 52% (Wilbanks and Fernandez, 2014). In seguito al protocollo 

di Kyoto del 1997, molte ricerche si sono focalizzate sull’identificazione di nuove strategie di mitigazione 

dell’anidride carbonica; tra queste, l’uso della fotosintesi svolto dalle microalghe viene considerato un 

approccio promettente dato che la loro percentuale di carbonio (50%) deriva direttamente dalla fissazione 

della CO2 e producendo 100 tonnellate di biomassa si fissano circa 183 tonnellate di CO2 (Wang et al., 

2008). 

L’aumento della popolazione ha fatto insorgere anche problematiche relative all’aumento significativo di 

rifiuti e reflui provenienti dalle attività antropiche (Chuka-ogwude et al., 2020). I reflui provenienti da 

queste attività possono essere usati come input per la coltivazione delle microalghe in quanto contengono 

azoto e fosforo, nutrienti essenziali per la produzione di biomassa microalgale contenente prodotti 

secondari ad alto valore aggiunto (i.e. lipidi e pigmenti) (Koller et al., 2014). La coltivazione di microalghe si 

può quindi inserire come trattamento terziario nei processi di trattamento delle acque reflue (Martin et al., 

1985).  

I prodotti secondari ad alto valore aggiunto ottenuti dalla biomassa microalgale possono essere utilizzati 

per la produzione di biocarburanti di terza generazione (biodiesel, biogas e bioetanolo) e biopolimeri e 

fertilizzanti (Koutra et al., 2018). Il vantaggio nell’uso di oli da microalghe per la produzione di biodiesel 

risiede nella non competizione con la filiera agro-industriale, quindi la non necessità di terreno fertile per la 

coltivazione, rese maggiori rispetto alle piante superiori e utilizzo di acque reflue sulle quali effettuano 

fitodepurazione (Razzak et al., 2013).  

 

1.1 Utilizzo delle microalghe per il recupero di prodotti secondari ad alto valore aggiunto 
 

Le microalghe sono organismi eucarioti unicellulari fotosintetici, ubiquitari in ambiente acquatico e 

rappresentano la base della catena trofica degli ecosistemi marini e di acqua dolce.  
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Hanno tre tipologie di metabolismo per produrre ATP: autotrofia, eterotrofia o mixotrofia. L’autotrofia 

utilizza il carbonio inorganico (CO2) e l’energia luminosa per produrre carbonio organico ed energia sotto 

forma di ATP, secondo il processo di fotosintesi. I vantaggi del metabolismo autotrofo sono la possibilità 

per le microalghe di convertire energia solare, CO2 e H2O contribuendo così alla riduzione dell’anidride 

carbonica presente nell’atmosfera (Carvalho et al. 2006). Le microalghe autotrofe hanno una più alta 

capacità di fissare la CO2, circa 10-50 volte superiore rispetto alle piante terrestri (Cheng et al., 2013; Lam et 

al., 2012). 

Il metabolismo eterotrofo utilizza il carbonio organico in assenza di luce per produrre energia utile alla 

cellula. Questa tipologia di metabolismo in ambito industriale offre la possibilità di incrementare la 

produttività e la densità cellulare, fattori che tipicamente inibiscono la coltivazione in autotrofia nei grandi 

impianti. La coltivazione eterotrofa delle microalghe, oltre che fornire elevata produttività in termini di 

biomassa, fornisce anche elevati contenuti di lipidi nelle cellule (Miao et al. 2006; Li et al. 2007). Lo 

svantaggio delle coltivazioni in eterotrofia è rappresentato dall’elevato costo delle fonti di carbonio 

organico; è pertanto necessario trovare fonti più economiche, come ad esempio il glicerolo derivato dai 

processi di produzione del biodiesel (Liang et al. 2009) o le acque reflue. Utilizzando le acque reflue come 

fonte di carbonio organico per la crescita delle microalghe è possibile ottenere alti tassi di crescita e un 

efficiente riciclo dei nutrienti (Perez-Garcia et al., 2011). Altri svantaggi della coltivazione eterotrofa sono 

rappresentati dai costi elevati, dalla limitata disponibilità di substrati a causa della competizione con altri 

usi (tra cui quello alimentare), dalla complessità del sistema e dai rischi di contaminazione (Safi et al., 

2014).  

Il metabolismo mixotrofo utilizza contemporaneamente sia il metabolismo autotrofo che eterotrofo, quindi 

sia il carbonio inorganico (CO2) che il carbonio organico (glicerolo, acetato, glucosio etc) per svolgere i 

processi di fotosintesi e respirazione cellulare con le rispettive produzioni di energia sotto forma di ATP. 

Alcuni ricercatori ritengono che la coltivazione mixotrofa possa rappresentare una valida soluzione per 

superare le problematiche relative ai costi di produzione, che al momento sono il principale ostacolo alla 

commercializzazione delle microalghe (Patel et al., 2019). La mixotrofia rispetto alla condizione eterotrofa 

offre una migliore carbon footprint dovuta al simultaneo sequestro della CO2 (Zahn et al., 2017). Tra le 

molteplici specie microalgali, Chlorella vulgaris ha mostrato le migliori rese in condizioni di mixotrofia per il 

trattamento dei reflui (Mallick et al., 2011). 

 

1.1.1 Definizione delle condizioni di coltura microalgale 
 

I principali fattori che determinano la crescita delle microalghe sono: concentrazione e qualità dei nutrienti, 

concentrazione di anidride carbonica, rifornimento idrico, esposizione alla luce, temperatura (16-27°C), pH 
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(4-11), salinità (12-40 g l-1), fattori biologici, presenza di composti tossici e metalli pesanti, e le condizioni 

operative del sistema di coltivazione (Jankowska et al., 2017). L’intensità luminosa è un fattore chiave 

anche per la sintesi dei lipidi: una irradiazione appropriata può portare a cambiamenti della concentrazione 

di Mg2+ e NADPH nello stroma che determinano il destino di alcuni metaboliti chiave (ad esempio GAP) e 

ciò può portare all’accumulo di triacilgliceroli (TAG) che sono componenti chiave per la produzione di 

biodiesel (Lv et al., 2010). I sistemi microalgali possono essere illuminati con la luce del sole, con lampade 

(ad esempio a LED) o in entrambi i modi. Solitamente le microalghe hanno un limite di saturazione della 

luce di 6500 lux circa; esposizioni superiori possono causare stress ossidativo. Pertanto, l’eccessiva foto-

assimilazione può tradursi in accumulo di lipidi dovuto al meccanismo di difesa che si instaura per evitare 

danni foto-ossidativi (Shin et al., 2018).  

Anche la temperatura rappresenta un fattore limitante per la coltivazione di microalghe sia in sistemi aperti 

che in sistemi chiusi (Mata et al., 2010). Molte microalghe possono tollerare temperature di 15°C inferiori al 

loro ottimale, ma superarlo anche solo di 2-4°C può provocare la perdita totale della coltura. Si possono 

anche verificare problemi legati al surriscaldamento in giornate molto calde soprattutto nei sistemi chiusi, 

che possono raggiungere al loro interno anche i 55°C; in questi casi è necessario adottare sistemi di 

raffreddamento, come i refrigeratori evaporativi, per abbassare la temperatura a circa 25-26°C (Moheimani 

et al., 2005). Per quanto riguarda il pH, la maggior parte delle specie microalgali viene coltivata in un range 

di 7-9, con valori ottimali compresi tra 8.2-8.7 (Faried et al., 2017). Un altro importante parametro 

operativo è il mescolamento, necessario per l’omogeneizzazione di cellule, calore e metaboliti. Una buona 

turbolenza, soprattutto in reattori di grandi dimensioni, permette alle cellule di circolare velocemente e 

non stazionare nelle zone meno illuminate del reattore (Barbosa et al., 2003).  

Le microalghe necessitano di alte concentrazioni di nutrienti essenziali (C, N, P, S, K, Fe, etc) (Markou et al., 

2014). Alcune microalghe sono in grado di utilizzare le acque reflue come fonte di nutrienti, in particolare 

azoto e fosforo (Pittman et al., 2011). L’azoto, dopo il carbonio, è l’elemento più abbondante nella 

biomassa microalgale, e il suo contenuto in peso secco rientra in un range di 1-14% (tipicamente 5-10%) 

(Grobbelaar et al., 2004). L’azoto fa parte di composti biochimici essenziali come acidi nucleici (DNA e RNA), 

amminoacidi (proteine) e pigmenti come clorofille e ficocianine. Può essere assimilato in forma inorganica 

(NH4
+, NO3

-) o in forma organica come urea o amminoacidi (Perez-Garcia et al., 2011). La carenza di questo 

elemento determina una condizione di stress per le microalghe che si manifesta con una produttività di 

biomassa minore ma anche con alta produzione di lipidi, sostanze di riserva che vengono stoccate 

all’interno delle cellule (Lardon et al., 2009). In particolare, la carenza di azoto determina l’espressione di 

tre geni dell’acil-transferasi coinvolti nella sintesi di TAG (Boyle et al., 2012). Nello studio condotto da Liang 

et al. (2009) la limitazione di azoto nel mezzo di coltura ha determinato un incremento del contenuto di 

lipidi dal 33% al 38%. Il fosforo è un altro elemento fondamentale per la crescita delle microalghe, e il suo 
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contenuto nella biomassa può variare da 0,05% a 3.3% (Grobbelaar et al., 2004); esso rientra nella 

composizione di molte molecole organiche essenziali per il metabolismo, come acidi nucleici (DNA e RNA), 

membrana cellulare (di natura fosfolipidica) e ATP (Razzak et al., 2013). Specialmente nei sistemi naturali, 

questo nutriente può essere un fattore limitante per la crescita delle microalghe (Oliver e Ganf, 2000). A 

differenza di azoto e carbonio che sono elementi rinnovabili (nonostante richiedano alti input energetici), il 

fosforo deriva da rocce fosfatiche fossili, che non sono rinnovabili (Elser, 2012). Negli ambienti naturali, così 

come nelle acque reflue, il fosforo è presente in varie forme, ad esempio ortofosfato, che è la forma con cui 

viene assorbito dalle cellule microalgali. Si possono comunque utilizzare forme sia inorganiche che 

organiche per la coltivazione delle microalghe (Huang e Hong, 1999). Microalghe e cianobatteri possono 

accumulare riserve di fosforo intracellulare come granuli di polifosfato (luxury uptake) (Powell et al., 2009). 

La capacità di accumulare il fosforo in eccesso può essere sfruttata per rimuoverlo dai reflui (Powell et al., 

2011). 

 

1.1.2 Utilizzo delle microalghe per la fitodepurazione 

 
Le grandi quantità di sostanze nutritive e metalli tossici presenti nelle acque reflue municipali, industriali e 

agricole costituiscono una minaccia per gli ecosistemi naturali e per la salute umana, soprattutto nel 

momento in cui raggiungono il corpo idrico recettore (Cai et al., 2013). Una delle principali conseguenze del 

rilascio ambientale di acque ricche di nutrienti è l’eutrofizzazione (de-Bashan et al., 2010). L’eutrofizzazione 

causa una crescita accelerata di alghe e piante, aumentando la loro presenza nelle acque, di conseguenza 

porta a un deterioramento della qualità dell’acqua (Arbib et al., 2014). La direttiva 98/15/CE della 

Commissione Europea definisce i requisiti per gli scarichi idrici da impianti di depurazione urbani verso le 

aree ad alto rischio di eutrofizzazione, a 10 mg l-1 per l’azoto totale e 1 mg l-1 per il fosforo totale (98/15/CE 

del 27/02/1998).  

La capacità delle microalghe di rimuovere azoto, fosforo, metalli pesanti e composti tossici da diversi 

effluenti può avere un ruolo chiave nella bioremediation delle acque reflue, come dimostrato da numerosi 

studi (Ruiz-Martinez et al., 2012; Shimura et al., 2012; Zhu et al., 2013). L’utilizzo di acque reflue determina 

una riduzione dei costi di coltivazione delle microalghe, oltre che della water footprint (Aketo et al., 2019). 

Specialmente per la produzione di biocarburanti da microalghe, la richiesta idrica della coltivazione è molto 

elevata: Yang et al. (2011) ha stimato che per la produzione di 1 kg di biodiesel derivato da microalghe 

siano necessari 3726 kg di acqua, e che l’utilizzo delle acque reflue potrebbe ridurre questo valore di circa il 

90%. 

Le acque reflue possono essere definite in base a caratteristiche fisiche, chimiche e biologiche. La più 

importante caratteristica fisica è la temperatura, in quanto influenza le reazioni chimiche e biologiche che 
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avvengono nel mezzo, oltre che pH, conduttività, etc (Rawat et al., 2011). Per quanto riguarda le 

caratteristiche chimiche, i principali componenti delle acque reflue sono proteine, carboidrati, lipidi, urea, 

oli e una piccola quantità di composti organici sintetici; i composti inorganici più comuni sono invece cloro, 

idrogeno, ferro, azoto, fosforo, zolfo e tracce di metalli pesanti (Muttamara et al., 1996). Generalmente 

l’azoto è presente come ione ammonio (NH4
+), e il fosforo in forma di anioni inorganici (H2PO4

- e HPO4
2-) 

(Martinez et al., 1999).  

La fitodepurazione può essere definita come l’utilizzo di macro o microalghe per rimuovere o 

biotrasformare inquinanti, inclusi nutrienti e composti xenobiotici dalle acque reflue (Mulbry et al., 2008). 

Le alghe possono contribuire alla degradazione degli inquinanti ambientali sia trasformando direttamente 

l’inquinante in questione sia incrementando il potenziale di degradazione di quest’ultimo da parte della 

comunità microbica presente (Rawat et al., 2011). Con il processo di fotosintesi, le microalghe producono e 

forniscono O2 ai batteri eterotrofi aerobi per mineralizzare gli inquinanti organici e ossidare NH4
+, usando a 

loro volta la CO2 emessa dai batteri durante la respirazione: ciò consente di migliorare notevolmente la 

rimozione del BOD (domanda biochimica di ossigeno) (Muñoz et al., 2006) e di mitigare le emissioni di CO2 

(Wang et al., 2010).  

L’efficienza di crescita delle microalghe nelle acque reflue tuttavia dipende da diverse variabili. Le diverse 

fonti di refluo (municipale, domestico, industriale o civile) determinano una grande differenza di 

composizione, dove generalmente si ha maggiore quantitativo di azoto nei reflui provenienti da allevamenti 

animali (Chiu et al., 2015), mentre i reflui industriali contengono metalli pesanti come Cd, Cr, Zn, e 

composti organici tossici come biocidi o surfattanti (Razzak et al., 2013). Inoltre, diverse specie di 

microalghe hanno diverse soglie di tolleranza ai vari composti. Le specie microalgali appartenenti al phylum 

Chlorophyte sono state molto studiate in questo contesto per la loro alta efficienza nella rimozione dei 

nutrienti dalle acque reflue, in particolare il genere Chlorella sp. (Cai et al., 2013; Wu et al., 2014; Zhu et al., 

2019; Fernàndez-Linares et al., 2020; Hu et al., 2020; Zuliani et al., 2016).  

1.1.3 Meccanismi di rimozione dei nutrienti  
 

Le microalghe possono rimuovere i nutrienti presenti nei reflui grazie ai loro meccanismi metabolici. La 

tipologia di refluo e le sue caratteristiche (i.e. concentrazione di inquinanti, pH, colore) determinano 

l’efficienza di fitodepurazione dei sistemi microalghe-batteri (Posadas et al., 2014). Nello specifico, il 

rapporto C:N:P determina la biodegradabilità del refluo. Il valore ottimale di questo rapporto sarebbe 

100:18:2 (g/g/g). Eventuale carenza di carbonio può essere sopperita con aggiunta di CO2 (Posadas et al., 

2015). Quantitativi di N-NH4
+ superiori a 100 mg l-1 e valori di pH superiori a 8 possono inibire il processo 

fotosintetico a causa della tossicità di NH3. Per questo motivo reflui che presentano alti valori di ammonio 
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(i.e digestato anaerobico da reflui agro-industriali (600-800 mg N-NH4
+ l-1)) devono essere diluiti o forniti in 

piccole quantità per evitare l’inibizione della crescita microalgale (Serejo et al., 2015). 

Le microalghe possono convertire biologicamente la CO2 in biomassa utilizzando gli elettroni rilasciati 

durante la reazione descritta in Eq 1 (fotolisi dell’acqua luce-dipendente): 

CO2 + H2O + nutrienti → O2 + biomassa + calore residuo                                          Eq 1 

La biomassa microalgale contiene approssimativamente 43-56% di carbonio, pertanto per ottenere 1 kg di 

biomassa è richiesto 1.8 kg di CO2. Alcune microalghe possono utilizzare come fonte di carbonio anche 

substrati organici (metabolismo mixotrofo o eterotrofo).  

Sono state identificate tre tipologie di meccanismo di rimozione dei nutrienti da parte di consorzi 

microalghe-batteri: 

1) Assimilazione dei nutrienti, che vanno a costituire nuova biomassa. Il contenuto di N nelle 

microalghe varia da 6.6% a 9.3%, mentre per P si ha un range di 0.2%-3.9% (Posadas et al., 2015; 

Powell et al., 2009).  

2) Rimozione abiotica dei nutrienti, come il processo fotosintetico che determina un aumento di pH 

causato dalla rimozione di CO2 (Eq 2), lo strippaggio dell’ammoniaca ad alti valori di pH (Eq 3) e la 

precipitazione di fosfati in presenza di Ca2+ e Mg2+ con formazione di idrossiapatite [Ca5(OH)PO4)3] o 

struvite [NH4MgPO4*6H2O] (Eq 4). 

CO2 (l) + H2O (l) ↔ H2CO3 ↔ HCO3
- + H+ ↔ CO3

2- + 2H+                                                            Eq 2 

NH4
+ ↔ NH3 (l) + H+ ↔ NH3 (gas)                                                                Eq 3 

3 HPO4
2- + 5 Ca2+ + 4 OH- → Ca5(OH)PO4)3 + 3 H2O                                             Eq 4 

Questi primi due meccanismi insieme determinano una rimozione di N e P del 70-80% e del 60-70%, 

rispettivamente, in sistemi di coltivazione aperti (Posadas et al., 2015). 

3) Dissimilazione dei nutrienti, in particolare per l’azoto processi di nitrificazione (Eq 5) e 

denitrificazione (Eq 6): 

NH4
+ + 2O2 → NO3

- + 2H+ + H2O                                                                 Eq 5 

8NO3
- + 5CH3COOH → 8HCO3

- + 6H2O + 2CO2 + 4N2                                            Eq 6 

La nitrificazione consiste nella trasformazione di ammonio in nitrato in presenza di ossigeno, 

mentre la denitrificazione è la riduzione del nitrato in azoto molecolare in condizioni anossiche da 

parte dei batteri eterotrofi (Rittmann e McCarty, 2001). 

L’assimilazione di ammonio rappresenta il principale meccanismo di rimozione dell’azoto nei sistemi 

microalghe-batteri (45%).  
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1.1.4 Tipologie di processo e reattori  

Esistono diverse tipologie di processo per la coltivazione delle microalghe, tra questi ci sono la coltivazione 

in batch, fed-batch, continuo o semi-continuo. La coltivazione in batch, detta anche “a sistema chiuso”, è 

un sistema discontinuo in cui tutto il terreno di coltura viene fornito nel momento iniziale (Yin et al., 2020). 

Le principali difficoltà che si presentano sono il mantenimento di irradiazione e livelli di nutrienti costanti, 

perché l’assorbimento dei nutrienti e il self-shading delle cellule dovuto a un continuo cambiamento della 

densità cellulare può portare a bassa produzione di biomassa (Zhu et al., 2013).  

Le colture in continuo o semi-continuo sono le tipologie di processo maggiormente utilizzate per la crescita 

di microalghe per produzione di biodiesel (Kaspar et al., 2014; Zhu et al., 2013). Nella coltura in semi-

continuo, la biomassa viene raccolta in maniera intermittente e sostituita con terreno di crescita fresco; la 

coltura in continuo invece prevede che la biomassa sia raccolta continuamente e contemporaneamente 

sostituita con i nutrienti (Yin et al., 2020). In questo modo, il volume all’interno del reattore viene 

mantenuto costante e le microalghe crescono in ambiente che non subisce variazioni. Questo forza i 

microrganismi ad adattarsi alle condizioni presenti all’interno del reattore, e dopo alcune generazioni si 

raggiunge uno stato stazionario (Guedes et al., 2014). Queste generazioni vengono definite dal parametro 

operativo HRT (tempo di ritenzione idraulica). L’HRT è uno dei parametri più importanti nei sistemi di 

coltivazione in continuo o semi-continuo ed è definito come il periodo di ritenzione del mezzo colturale nel 

sistema. Pertanto, questo parametro è determinato dal rapporto tra il volume del reattore ed il volume 

giornaliero del mezzo colturale utilizzato, che viene quindi rimosso e sostituito con mezzo colturale fresco 

(Wang et al., 2010). I sistemi di coltivazione in continuo o semi-continuo permettono una migliore 

controllabilità dei parametri di crescita e una maggiore produttività in termini di biomassa (Alejandro et al., 

2010).  

L’HRT è il fattore operativo chiave che influenza la produttività microalgale (Matamoros et al., 2015). 

Tuttavia, nei sistemi di coltivazione comuni si può applicare un range di HRT limitato per evitare il 

fenomeno di wash out dovuto a HRT troppo bassi. Questo termine indica la condizione che si viene a 

verificare quando la velocità di estrazione della biomassa è superiore a quella di recupero dei nutrienti, o 

comunque della velocità di produzione di biomassa all’interno del fotobioreattore. In generale, la crescita 

microalgale è favorita da bassi HRT e alti carichi organici, poiché in queste condizioni le cellule si trovano in 

fase di crescita logaritmica. Con HRT più lunghi raggiungono la fase di stabilità in cui si moltiplicano più 

lentamente producendo cellule più piccole (Medina e Neis, 2007). I sistemi di coltivazione con ricircolo, o 

l’utilizzo di un fotobioreattore a membrana, consentono di introdurre un nuovo parametro operativo 

definito tempo di ritenzione dei solidi (SRT). Questo parametro è associato alla concentrazione di biomassa 

ed è dato dal rapporto tra volume del reattore moltiplicato per la concentrazione di biomassa presente 

all’interno del reattore e il flusso in uscita moltiplicato per la biomassa in uscita dal sistema. Risulta 



13 
 

pertanto evidente che in sistemi senza ricircolo HRT e SRT hanno lo stesso valore (Bilad et al., 2014). La 

possibilità di sdoppiare HRT e SRT consentirebbe di lavorare con bassi HRT e alti SRT, evitando il fenomeno 

di wash out della coltura e aumentando l’efficienza di rimozione dei nutrienti in un sistema di 

fitodepurazione. Luo et al. (2017) definisce il valore ottimale di SRT (18 giorni) per la produzione di 

biomassa con Chlorella vulgaris. 

La coltivazione delle microalghe può essere effettuata in varie tipologie di impianto, i più usati vedono l’uso 

di vasche aperte (open raceway pounds) o di fotobioreattori chiusi (PBR). I sistemi a vasche aperte, mostrati 

in Figura 1, applicano una coltivazione all’aperto e possono essere artificiali o naturali, come laghi o lagune 

(Jiménez et al., 2003). Si tratta di sistemi semplici ed economici, ma possono essere suscettibili a 

contaminazione e condizioni meteorologiche avverse (Narala et al., 2016). Nei sistemi aperti è inoltre 

difficile tenere sotto controllo i parametri di crescita, come pH, temperatura, evaporazione (Mata et al., 

2010). Il vantaggio nell’uso di questi sistemi è la potenziale costruzione in zone non arabili e desertiche, 

anche se la richiesta di acqua risulta estremamente elevata (Chisti, 2007).  

 

 

 

Figura 1: Sistemi a vasca aperta per la coltivazione di microalghe. (fonte: femonline.it) 

 

I fotobioreattori (PBR), mostrati in Figura 2, sono sistemi di coltivazione chiusi. Risultano più efficienti in 

termini di qualità di produzione grazie alla possibilità di operare in condizioni controllate; tuttavia possono 

avere alcuni svantaggi tra cui pulizia, accumulo di ossigeno disciolto con conseguente limitazione della 

crescita, e costi più elevati di progettazione e mantenimento (Molina Grima et al., 1999). I PBR possono 
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avere varie conformazioni, ad esempio tubulari, a pannello e a colonna. I fotobioreattori a pannello sono 

composti di materiale trasparente per massimizzare la cattura di energia solare, con un sottile strato di 

coltura densa che scorre attraverso il pannello. Questo permette l’assorbimento di radiazioni attraverso i 

pochi millimetri di spessore della cultura diminuendo l’effetto di ombreggiatura determinato da alte 

densità cellulari. Sono particolarmente adatti a colture algali ad alta concentrazione di biomassa data 

l’elevata efficienza fotosintetica rispetto al PBR tubolari (Richmond et al., 2004). I PBR tubolari, o a colonna, 

offrono la miscelazione più efficiente e la possibilità di monitorare al meglio le condizioni di crescita 

(Eriksen, 2008). Un’altra tipologia di sistema di coltivazione chiuso è il fotobioreattore a membrana, che 

risulta dall’integrazione tra PBR e tecnologia a membrana. Si tratta di un sistema che opera in continuo il 

cui design punta a incrementare l’accesso della luce (alto rapporto superficie/volume) e offrire condizioni di 

crescita ottimali per le microalghe (Luo et al., 2017). La presenza della membrana è finalizzata alla completa 

ritenzione della biomassa microalgale per evitare il fenomeno di wash out, perciò consente di operare a 

HRT e SRT differenti. I MPBR consentono un aumento della produzione di biomassa, favoriscono la 

rimozione dei nutrienti dal mezzo di coltura (digestato o acque reflue) e hanno richieste di terreno inferiori 

(Bilad et al., 2014). 

 

Figura 2: Sistemi chiusi per la coltivazione di microalghe. 
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Sia i sistemi di coltivazione all’aperto che i sistemi chiusi vengono utilizzati su scala commerciale per 

produrre biomassa da cui ottenere proteine, pigmenti, acidi grassi e antiossidanti (Huesemann e 

Benemann, 2009). Il recupero di lipidi da biomassa microalgale e la successiva conversione in biodiesel non 

sono influenzate dal fatto che la coltivazione avvenga in sistemi aperti o chiusi; pertanto, per la produzione 

di biodiesel da microalghe, relativamente ai sistemi di coltivazione l’unico fattore di comparazione rimane il 

costo di produzione (Chisti, 2007).  

1.1.5 Sistemi di recupero della biomassa microalgale 

 
La raccolta della biomassa tramite separazione solido-liquido rappresenta circa il 20-30% del costo totale di 

produzione (Barros et al., 2015). Attualmente la raccolta delle microalghe viene effettuata con metodi 

meccanici (centrifugazione, filtrazione), chimici (coagulazione/flocculazione) o biologici (bioflocculazione). È 

di uso comune combinare due o più tecnologie per ottimizzare i risultati e ridurre significativamente i costi 

del processo (Shlesinger et al., 2012). 

La raccolta delle microalghe viene solitamente svolta in due fasi: ispessimento e separazione solido-liquido. 

L’ispessimento ha la funzione di aumentare la concentrazione della sospensione microalgale e ridurre il 

volume da trattare, e viene effettuato tipicamente tramite coagulazione/flocculazione (sia chimica che 

biologica), sedimentazione o flottazione (Barros et al., 2015). La coagulazione/flocculazione chimica è la 

tecnica più diffusa poiché consente di trattare ingenti volumi di coltura microalgale e può essere applicata 

su un’ampia varietà di specie (Uduman et al., 2010). La sedimentazione per gravità è la metodologia più 

semplice e spesso utilizzata per la raccolta di microalghe, soprattutto in acque reflue, sia per gli elevati 

volumi trattati sia per il basso valore della biomassa coltivata (Gutzeit et al., 2005). Tuttavia, questo metodo 

è utilizzabile soltanto per specie che presentano cellule di grandi dimensioni (superiori a 70 micrometri), 

come Spirulina (Muñoz et al., 2006). 

Dopo il trattamento di ispessimento, viene effettuata la separazione solido-liquido grazie a tecniche di 

filtrazione o centrifugazione. La filtrazione viene solitamente applicata dopo coagulazione/flocculazione per 

incrementare l’efficienza della raccolta. Questa tecnica risulta sostenibile a livello di costi però solo per la 

raccolta di cellule molto lunghe o che formano grandi colonie (Zhou et al., 2013). La centrifugazione è il 

metodo di raccolta più veloce, ma anche il più costoso a causa dell’alto consumo energetico, il che limita la 

sua applicazione all’ottenimento di prodotti ad alto valore aggiunto (Christenson et al., 2011). Dopo la 

raccolta, la torta di biomassa che si ottiene viene disidratata per facilitare i processi a valle, come 

l’estrazione dei lipidi (Barros et al., 2015). In Figura 3 vengono riportate le fasi e i metodi di raccolta della 

biomassa microalgale. 
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Figura 3: Fasi e metodi di raccolta delle microalghe. 

1.1.6 Chlorella vulgaris 

 
Chlorella vulgaris (dominio Eukaryota, regno Protista, divisione Chlorophyta, classe Trebouxiophyceae, 

ordine Chlorellales, famiglia Chlorellaceae, genere Chlorella, specie Chlorella vulgaris) fu scoperta dal 

ricercatore olandese Martinus Willem Beijerinck nel 1890 come prima microalga con un nucleo ben definito 

(Safi et al., 2014). Agli inizi del ‘900, il contenuto proteico di Chlorella (superiore al 55% del peso secco) 

attirò l’attenzione di studiosi tedeschi come fonte alimentare alternativa; negli anni ’50, fu studiata su 

ampia scala per tecnologie di abbattimento della CO2 (Burlew, 1953). Attualmente, il Giappone è il 

maggiore consumatore di Chlorella sp. per trattamenti medici (Kitada et al., 2009) date le sue proprietà 

immunomodulanti e anticancerogene (Justo et al., 2001; Morimoto et al., 1995). Chlorella è nota anche per 

la sua capacità di accumulare lipidi, specialmente in condizioni di carenza di azoto, che presentano un 

profilo di acidi grassi adatto alla produzione di biodiesel (Converti et al., 2009; Zheng et al., 2011). 

Morfologicamente Chlorella vulgaris è una cellula sferica di diametro compreso solitamente tra 2 e 10 μm 

(Yamamoto et al., 2005). In Figura 4 viene riportata una fotografia rappresentante cellule di Chlorella 

vulgaris. Presenta un singolo cloroplasto con una doppia membrana di fosfolipidi: la membrana esterna è 

permeabile a ioni e metaboliti, mentre quella interna è specifica per il trasporto delle proteine (Safi et al., 

2014). All’interno del cloroplasto possono formarsi granuli di amido, specialmente in condizioni di crescita 

sfavorevoli. La condizione di stress determinata dalla carenza di azoto può portare all’accumulo di lipidi 

all’interno del citoplasma o nel cloroplasto (Van den Hoek et al., 1995). Chlorella vulgaris ha riproduzione 

asessuata (autosporulazione) e veloce (circa 24 ore) (Yamamoto et al., 2004). 



17 
 

 

Figura 4: Fotografia di Chlorella vulgaris (fonte: micropia.nl). 

I principali produttori sono Giappone, Germania e Taiwan, con una produzione annua di 2000 t in peso 

secco (Brennan et al., 2010). La sua coltivazione così diffusa è associata alla sua resistenza nei confronti di 

condizioni di crescita avverse e antagonisti. In condizione di stress ambientali, quali carenza di azoto o 

fosforo, stress luminoso o con concentrazioni di CO2 troppo elevate, è stata riscontrata una diminuzione 

della produzione di biomassa con accumulo di lipidi o di amido. Su queste basi, sono state testate varie 

tipologie di coltivazione per ottenere carboidrati, lipidi, pigmenti o proteine (Pribyl et al., 2012).  

Chlorella vulgaris è considerata una delle migliori specie microalgali per la phycoremediation delle acque 

reflue, con un ottimo potenziale di rimozione totale dell’azoto e un modesto potenziale di rimozione del 

fosforo (Gonzalez et al., 1997): si può avere un range di rimozione dell’azoto del 45-97%, del fosforo del 28-

96% e una riduzione del COD del 61-86% da diverse tipologie di refluo (Aslan et al., 2006; Feng et al., 2011). 

 

1.1.7 Stato dell’arte del trattamento di digestato con microalghe  

La coltivazione in semi-continuo di microalghe alimentate con digestato anaerobico per la produzione di 

biodiesel di terza generazione è diventata oggetto di studi scientifici solo nell’ultimo decennio. 

L’applicazione di questo sistema di coltivazione risulta essere la metodologia ottimale per produrre 

biodiesel da biomassa microalgale (Yin et al., 2020). L’interesse crescente nell’uso della biomassa 

microalgale per produzione di biodiesel, trattamento di reflui, produzione di prodotti secondari ad alto 

valore aggiunto e cattura della CO2 risiede nella capacità delle microalghe di avere produttività annue e 

tassi di crescita maggiori rispetto alle piante superiori, con il vantaggio di una composizione lipidica similare 

(Shuba et al., 2018; Gnansounou et al., 2016). 
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Diversi autori hanno studiato l’uso di varie specie microalgali: Scenedesmus obliquus (Feng et al., 2014), 

Botryococcus braunii (Ashokkumar et al., 2014), Monoraphidium dybowskii (Yang et al., 2018), 

Desmodesmus sp. (Ho et al., 2014) ma un focus è stato effettuato sulla specie microalgale più studiata, 

Chlorella sp., considerata una delle specie a più alta resa di lipidi, che può essere coltivata utilizzando acque 

reflue o digestato, operando perciò una contemporanea fitodepurazione dei reflui (Li et al., 2011; Han et 

al., 2015; Tu et al., 2016). La coltivazione in semi-continuo rappresenta la miglior coltivazione per la 

produzione di biomassa su larga scala in quanto si ha una riduzione dei tempi di produzione con un 

continuo trattamento del refluo entrante nel sistema. La coltivazione microalgale per risultare sostenibile a 

livello globale richiede l’uso di fonti di carbonio provenienti da reflui civili o industriali in modo da ridurre i 

costi di produzione ed operare un trattamento terziario attraverso la biomassa microalgale (Moreira et al., 

2016). Ho et al. (2014) hanno analizzato la crescita di Desmodesmus sp. sia in semi-continuo che in fed-

batch mostrando un incremento della produzione di lipidi in semi-continuo (302 mg l-1d-1) rispetto alla 

modalità fed-batch (213 mg l-1 d-1). 

Tra le varie metodologie di coltivazione, i sistemi chiusi (PBR) sono preferibili in quanto consentono di 

monitorare meglio le condizioni colturali rispetto a sistemi aperti (open ponds), in particolare pH e 

temperatura (Han et al., 2013; Kong et al., 2020) e di effettuare una più efficiente coltivazione in semi-

continuo (Moheimani et al., 2013; Yang et al., 2017). Nella progettazione dei PBR è importante garantire 

un’elevata superficie di illuminazione per ottimizzare la coltivazione microalgale, in quanto fenomeni di 

auto-ombreggiamento possono comportare una diminuzione della crescita di biomassa (Tan et al., 2018).  

Tra le tipologie di mezzo di alimentazione più utilizzate in letteratura ci sono le acque reflue municipali 

(Yang et al., 2017; Han et al., 2016) e le acque reflue da allevamento (Fernández-Linares et al., 2020; Zhu et 

al., 2013) in quanto ricche di azoto e fosforo necessari per la crescita della biomassa (Chen et al., 2020; Lee 

et al., 2021). Integrare il trattamento dei reflui con la coltivazione di microalghe può potenzialmente 

condurre alla risoluzione della sostenibilità energetica del sistema e allo smaltimento dei reflui degli 

impianti di trattamento. Dal punto di vista  economico, utilizzare reflui per la coltivazione microalgale 

porterebbe una riduzione dei costi di coltivazione e, di conseguenza, dei biocarburanti prodotti da essa 

(Chen et al., 2018).  

In alcuni studi viene utilizzato digestato anaerobico come mezzo di crescita per la coltura microalgale. Il 

digestato prima dell’utilizzo viene tipicamente pretrattato, in genere viene applicata una filtrazione in 

modo da rimuovere anche la componente microbiologica (Silkina et al., 2017) spesso preceduta da 

centrifugazione per consentire una migliore separazione dei solidi sospesi (Zuliani et al., 2016) o 

sterilizzazione mediante autoclave. Tipologie di pretrattamento meno comuni sono l’ozonizzazione, che 

sfrutta l’azione battericida e virucida dell’ozono, con conseguente incremento della produzione di biomassa 

e di efficienza della rimozione degli inquinanti (Cheng et al., 2016), o la combinazione di strippaggio 
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dell’ammoniaca e adsorbimento su carbone attivo per ridurre sia la concentrazione di ammoniaca sia la 

torbidità del mezzo (Marazzi et al., 2017). Una diluizione importante del digestato (in cui il digestato 

rappresenta fino al 5% v/v) facilita la penetrazione della luce nella coltura, incrementando la produzione di 

lipidi e il profilo degli acidi grassi (Sepulveda et al., 2015) (Tabella 1). Il carico organico viene riportato 

prevalentemente come massa di COD su volume (mg l-1 o in g l-1) ed ha una variazione abbastanza ampia in 

base alla tipologia di digestato: dai 210 mgCOD l-1 del digestato proveniente da reflui municipali (Uggetti et 

al., 2014) ai 33 gCOD l-1 del digestato di origine agro-zootecnica (Franchino et al., 2013).
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Tabella 1:  Tipologie di digestato anaerobico per coltivazione microalgale e relativi pretrattamenti. 

 

Specie Processo Tipo digestato Pretrattamenti Carico Organico REF Anno

Chlorella sorokiniana batch macrofite acq. filtrazione 245-512 mg DOC l
-1 Kimura et al. 2019

Chlorella  PY-ZU1 batch alimentare ozonizzazione 3108 mg COD l
-1 Cheng et al. 2016

Nannochloropsis batch agricolo diluizione, sedimentazione, setacciatura, filtrazione membrana - Silkina et al. 2017

Chlorella minutissima batch allevamento centrifugazione 891-876 mg TOC l
-1 Singh et al. 2011

Scenedesmus sp. AMDD batch allevamento diluizione - Bjornsson et al. 2013

Chlorella vulgaris batch reflui agricoli centrifugazione, filtrazione 18 ± 4 g COD l
-1 Zuliani et al. 2016

Chlorella vulgaris batch allevamento diluizione 17.6 g COD l-1 Franchino et al. 2016

Chlorella pyrenoidosa batch fanghi depurazionecentrifugazione e filtrazione 1.92 ± 0.05 g TOC l-1 Tan et al. 2020

Chlorella sorokiniana batch borlanda centrifugazione, diluizione. recupero struvite 9.29 ± 0.36 g COD l-1  Sayedin et al. 2020

Chlorella vulgaris batch agrozootecnico diluizione 32.9 g COD l-1 Franchino et al. 2013

Nannochloropsis oculata batch centrale biogas filtrazione 562 ± 58 mg COD l-1 Parsy et al. 2020

Parachlorella kessleri batch agro-industriale centrifugazione e filtrazione 11.87 ± 0.12 g COD l-1 Koutra et al. 2017

Chlorella vulgaris batch agro-industriale centrifugazione e filtrazione 11.34 ± 0.04 g COD l-1 Koutra et al. 2018

Chlorella  sp. batch allevamento diluizione e filtrazione 23.76 g COD l-1 Wang et al. 2010

Chlorella vulgaris batch alimentare centrifugazione e filtrazione 1.45 g COD l-1 Zhu et al. 2019

Scenedesmus  sp. batch reflui municipali diluizione 210 mg COD l-1 Uggetti et al. 2014

Scenedesmus obliquus batch allevamento sedimentazione e filtrazione 3200-400 mg COD l-1 Xu et al. 2015

Chlorellaceae semi-continuo agricolo centrifugazione e diluizione 1.52 ± 0.22 g COD l-1 Pizzera et al. 2019

Scenedesmus  sp. semi-continuo industria tessile centrifugazione e diluizione 3-7 g COD l-1 T.Nguyen et al. 2019

Chlorella  sp. semi-continuo allevamento centrifugazione, strippaggio/adsorbimento con carbone attivo 6.3 ± 4 g COD l-1 Marazzi et al. 2017

Chlorella  sp. semi-continuo allevamento centrifugazione, filtrazione con membrana 37.64 ± 0.23 gCOD l-1 Ledda et al. 2015

Chlorella  sp. semi-continuo allevamento filtrazione 97–220 mg NPTOC l-1 Ayre et al. 2017



21 
 

 

Sono ancora pochi gli studi che analizzano la coltivazione di microalghe su digestato in modalità semi-

continuo; ancora meno sono gli studi che utilizzano Chlorella vulgaris o consorzi Chlorella sp.-batteri 

(Tabella 2).  

Ledda et al. (2015) analizza la crescita di Chlorella sp. coltivata in semi-continuo su digestato da 

allevamento sottoposto a due pretrattamenti differenti, centrifugazione e ultrafiltrazione. La 

caratterizzazione chimica del digestato riporta valori di COD di 17.77 ± 0.19 g l-1 per il digestato centrifugato 

e 2.90 ± 0.08 g l-1 per il digestato ultrafiltrato. E’ evidente che questa differenza di valori sia dovuta al 

diverso pretrattamento applicato. In seguito a diluizione il carico organico risulta 1.09 ± 0.01 g COD l-1 nel 

digestato centrifugato e 0.18 ± 0.01 g COD l-1 nel digestato ultrafiltrato. Per quanto riguarda l’ammonio, le 

concentrazioni iniziali nel digestato sono le stesse per il centrifugato e l’ultrafiltrato (2.02 ± 0.01 g l-1 e 2.01 

± 0.01 g l-1, rispettivamente). In seguito a diluizione si ottengono valori di 124.03 ± 0.68 mg NH4
+ l-1 e 124 ± 

0.80 mg NH4
+ l-1. In generale in questo studio è stata riscontrata una crescita migliore su digestato 

ultrafiltrato (0.22 ± 0.01 g l-1d-1 rispetto a 0.17 ± 0.02 g l-1d-1) grazie ai valori inferiori di COD dovuti al 

differente pretrattamento, molto simili ai valori di questa tesi (0.18 ± 0.05 g COD l-1). 

Chu et al. (2015) analizza la crescita di Chlorella pyrenoidosa in semi-continuo in fotobioreattore outdoor 

applicando diversi HRT (2 e 10 giorni) su digestato da reflui di lavorazione dell’amido sottoposto a 

sedimentazione e filtrazione. Considerando i valori da lui ottenuti nella stagione estiva, la concentrazione di 

biomassa è risultata maggiore con HRT di 10 giorni (1.82 ± 0.11 g l-1 rispetto a 0.79 ± 0.06 g l-1 in HRT di 2 

giorni). In questo studio è stato applicato anche un HRT di 20 giorni durante la stagione invernale, 

potenzialmente comparabile con l’HRT di RUN 1 di questa tesi, ma purtroppo le condizioni climatiche 

hanno molto limitato la crescita della biomassa (0.6 g l-1). 

Wang et al. (2010) analizza la crescita di Chlorella vulgaris in digestato da allevamento applicando diversi 

HRT (10 e 20 giorni) allo scopo di ottenere una rimozione completa di NH4
+. Con HRT di 10 giorni la 

percentuale di rimozione riscontrata è 58%, con HRT di 20 giorni ottiene un valore di 100%.  

Sebbene l’utilizzo di digestato per la coltivazione di microalghe sia molto promettente, prima di poter 

implementare il processo su larga scala ci sono diversi punti da risolvere: l’identificazione di un tipo di 

microalga resistente e produttiva, in grado di utilizzare fonti di carbonio sia organico che inorganico, 

resistente alle variazioni di coltura (i.e. pH e temperatura) e in grado di produrre alte percentuali di lipidi 

e/o carboidrati e/o metaboliti di interesse, inoltre vi è la necessità di ridurre i costi delle operazioni più 

onerose, come la raccolta della biomassa (Pittman et al., 2011).  
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Tabella 2: Stato dell’arte della coltivazione di Chlorella in semi-continuo su digestato. 

 

Specie HRT Reattore Digestato Pretrattamenti Carico Organico N-NH4
+ Biomassa REF anno 

Chlorella sp. - PBR (300ml) allevamento centrifugazione 1.09 ± 0.01 g COD l-1 124.03 ± 0.68 mg l-1 0.17 ± 0.02 g l-1d-1 Ledda et al. 2015 

Chlorella sp. - PBR (300 ml) allevamento ultrafiltrazione 0.18 ± 0.01 g COD l-1 124 ± 0.80 mg l-1 0.22 ± 0.01 g l-1d-1 Ledda et al. 2015 

Chlorella sp. 10 d PBR (150 ml) agricolo centrifugazione 4.0 ± 6 g COD l-1 1.2 ± 0.5 g l-1 0.7 g l-1 Marazzi et al. 2017 

Chlorella sp. 5 d  open pond (50 l) allevamento nessuno - 240-690 mg l-1 0.97 g l-1 Ayre et al. 2017 

Chlorella sp. 5 d PBR (2.5 l) allevamento ultrafiltrazione 1.7 ± 0.15 g COD l-1 - 1.67 g l-1 Salati et al. 2017 

Chlorella vulgaris 10 d PBR (1 l) allevamento diluizione (20x) 10.32 g COD l-1 1.55 g l-1 (58%rimossa) 1.35 g l-1 Wang et al. 2010 

Chlorella vulgaris 20 d PBR (1 l) allevamento diluizione (20x) 10.32 g COD l-1 1.55 g l-1 (100%rimossa) 1.35 g l-1 Wang et al. 2010 

consorzio 10 d open pond (880 l) agricolo diluizione  21-41 mg COD l-1d-1 23-36 mg N l-1d-1 0.5 ± 0.03 g l-1 Pizzera et al. 2019 

consorzio - open pond allevamento - - 0.89 g l-1 0.7 g l-1 Nwoba et al. 2016 

Chlorella pyrenoidosa 10 d PBR (820 l) reflui amido sedim e filtr 75.2 mgTOC l-1 - 1.82 ± 0.11 g l-1 Chu et al. 2015 

Chlorella pyrenoidosa 2 d PBR (820 l) reflui amido sedim e filtr 140.6 mgTOC l-1 - 0.79 ± 0.06 g l-1 Chu et al. 2015 
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1.1.8 Biodiesel di terza generazione 
 

La capacità delle microalghe di essere coltivate in digestato o in acque reflue è un indice del loro potenziale 

come materie prime per biocarburanti coltivate su mezzo di crescita sostenibile (Pittman et al., 2011). 

Esistono quattro tipologie di biocarburanti: quelli di prima generazione vengono prodotti a partire da 

biomassa ad uso alimentare (mais, frumento, canna da zucchero), quelli di seconda generazione derivano 

da biomassa legnosa di uso non alimentare, come legname e residui agricoli, quelli di terza generazione 

derivano da microrganismi, quelli di quarta generazione derivano da modificazioni genetiche di 

microrganismi (Alalwan et al., 2019).  

Il biodiesel da colture oleaginose e il bioetanolo da canna da zucchero vengono proposte come alternative 

green e sostenibili ai carburanti fossili; tuttavia la loro produzione in ampia scala non è sostenibile (Chisti, 

2007). Un’alternativa è rappresentata dalle microalghe, che con la loro maggiore resa produttiva l’anno per 

unità di area, il loro maggiore contenuto in lipidi e la possibilità di essere coltivate in terre non produttive 

hanno ricevuto molte attenzioni in qualità di materia prima per la produzione di biocarburanti di terza 

generazione, tra cui biodiesel, bioidrogeno, bioetanolo e biometano (Zhu et al., 2016). Chisti (2007) nei suoi 

studi ha confrontato varie fonti di biodiesel, come mostrato in Tabella 3. 

Tabella 3: Confronto tra varie fonti di biodiesel in termini di resa in olio (l ha-1) e richiesta di terreno (Mha) per 

incontrare il 50% della richiesta di carburanti per trasporti negli Stati Uniti. 

 

Dalla tabella si evince che le microalghe rappresentano la migliore biomassa per la produzione di biodiesel 

in quanto hanno la maggiore resa produttiva di olio, espressa in litri di olio su ettaro impiegato per la 

coltivazione. Secondo lo studio condotto da Chisti (2007), l’uso di biodiesel da microalghe negli Stati Uniti 

porterebbe a una riduzione del 50% dell’uso di combustibili fossili per i trasporti utilizzando per la 

coltivazione solo un 2-3% dell’area coltivabile esistente negli Stati Uniti. La capacità di adattarsi a varie 

condizioni colturali è un vantaggio delle microalghe che non deve essere trascurato: considerando che due 

terzi della superficie del pianeta sono ricoperti da laghi e oceani, la possibilità di coltivare microalghe sia in 

acque dolci che in acque salate le rende una risorsa rinnovabile con un elevato potenziale (Razzak et al., 

2013). 

Coltura Resa in olio (l ha-1) Richiesta terreno (Mha) 

Mais 172 1540

Soia 446 594

Canola 1190 223

Jatropha 1892 140

Cocco 2689 99

Palma 5950 45

Microalghe (70% olio dw) 1369000 2

Microalghe (30% olio dw) 58700 4.5
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Il biodiesel prodotto da microalghe presenta molti vantaggi rispetto a quello di origine fossile: è una risorsa 

rinnovabile, biodegradabile, e quasi carbon-neutral con produzione sostenibile, non è tossico e contiene 

bassi livelli di particolato, monossido di carbonio, idrocarburi e ossidi di zolfo (Brennan et al., 2010). Il 

biodiesel da biomassa microalgale, rispetto a quello di prima generazione, è più adatto all’uso nell’industria 

aeronautica in cui un basso punto di congelamento rappresenta un fattore chiave (Jet fuel from microalgal 

lipids. National Renewable Energy Laboratory; 2006). Un altro importante vantaggio è dato dalla possibilità 

di ridurre le emissioni di CO2 fino al 78% rispetto a quelle dovute alla produzione di diesel fossile (Sheehan 

et al., 1998). Inoltre, dopo l’estrazione dell’olio, la biomassa rimanente (ricca di proteine, carboidrati e altri 

nutrienti) può essere convertita in bioetanolo o biometano o essere utilizzata come mangime per bestiame 

o come fertilizzante organico grazie al suo elevato rapporto N:P, o può essere semplicemente bruciata per 

produrre elettricità e calore con cogenerazione elettrica (Sanchez-Miron et al., 2003; Wang et al., 2008). A 

seconda della specie microalgale, possono essere estratti anche altri composti con diverse applicazioni in 

vari settori industriali, compresa una vasta gamma di prodotti (sia fine chemicals che bulk chemicals) come 

grassi, acidi grassi polinsaturi, coloranti naturali, pigmenti, antiossidanti o composti bioattivi di alto valore 

aggiunto (Raja et al., 2008). Proprio grazie a questa ampia varietà di prodotti biologici di alto valore 

aggiunto con varie possibili applicazioni commerciali, le microalghe hanno il potenziale di rivoluzionare vari 

settori delle biotecnologie, come quello di biocarburanti, cosmetici, prodotti farmaceutici, acquacoltura e 

prevenzione dell’inquinamento (Rosenberg et al., 2008). 

Le microalghe sono in grado di accumulare un notevole quantitativo di lipidi, che sono una fonte 

rinnovabile da cui si può produrre biodiesel perché la composizione degli acidi grassi è simile a quella degli 

oli vegetali. Un confronto tra il contenuto di lipidi prodotto da varie specie e generi microalgali viene 

riportato in Tabella 4 (Chisti, 2007).  

Tabella 4: Confronto tra il contenuto percentuale di olio in varie specie o generi microalgali. 

 

Oltre alla tipologia di mezzo colturale, ci sono altri parametri che influenzano la produzione di lipidi e il 

profilo degli acidi grassi nelle colture microalgali, tra cui la temperatura, il pH, l’integrazione di CO2, la 

concentrazione dell’inoculo, gli eventuali pretrattamenti del digestato, e il metodo colturale (batch, fed-

batch, continuo o semi-continuo) (Dickinson et al., 2015; Ji et al., 2015; Massa et al., 2017). Le interazioni 

Microalga Contenuto in olio (%)

Chlorella  sp. 28-32

Nannochloris  sp. 20-35

Nannochloropsis  sp. 31-68

Tetraselmis sueica 15-23

Schizochytrium  sp. 50-77

Dunaliella primolecta 23

Neochloris oleoabundans 35-54
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tra alghe e batteri sembrano facilitare la produzione di lipidi in quanto la presenza dei batteri permette di 

evitare gli effetti negativi di accumuli di ossigeno nei fotobioreattori (Erkelens et al., 2014); altri studi hanno 

analizzato l’effetto di consorzi microalgali nella produzione di lipidi e hanno osservato non solo una 

produzione più elevata ma anche tolleranza a valori di pH più alti (Bohutskyi et al., 2016; Nwoba et al., 

2016).   

Il profilo degli acidi grassi rappresenta un fattore essenziale che determina le proprietà del biodiesel 

(Koutra et al., 2018). In genere, gli acidi grassi più abbondanti nelle alghe sono l’acido oleico (C18:1) e 

l’acido palmitico (C16:0). L’acido oleico viene consumato durante la divisione cellulare (Razzak et al., 2013). 

Per ottenere un biodiesel di alta qualità, si preferiscono catene alifatiche a 16-18 atomi che presentano 

un’alta percentuale di acidi grassi saturi o monoinsaturi, ad esempio acido palmitico o acido oleico (Kim et 

al., 2015; Yu et al., 2017). Tuttavia, è necessario che il biodiesel soddisfi determinati standard qualitativi per 

poter essere utilizzato. Nell’Unione Europea esistono due standard differenti: lo Standard EN 14214 

riguarda il biodiesel per i veicoli, mentre lo Standard EN 14213 quello per olio riscaldante (Knothe, 2006). 

Nel biodiesel derivato da microalghe solitamente si riscontrano alte percentuali di acido linolenico (C18:3) 

che però in base allo standard Europeo EN 14214 non possono essere superiori al 12% del totale degli acidi 

grassi in quanto troppo suscettibile all’ossidazione (Shin et al., 2015). Entrambi gli standard richiedono che 

il valore di iodio non sia superiore a 120 g gbiodiesel
-1 e 130 g gbiodiesel

-1, rispettivamente per la norma EN 14214 

e EN 14213. Inoltre, entrambi gli standard limitano il contenuto di FAME (esteri metilici degli acidi grassi) 

con quattro o più doppi legami a un massimo dell’1% mol (Chisti, 2007). 

Tutti i metodi di produzione di biodiesel da microalghe esistenti includono un’unità produttiva in cui le 

cellule vengono coltivate, seguita da raccolta della biomassa e successiva estrazione dei lipidi. In seguito, 

viene prodotto il biodiesel, generalmente tramite reazione di transesterificazione (Mata et al., 2010).  

La lavorazione e l’estrazione dei componenti lipidici rappresentano la fase più onerosa in termini economici 

sia per ottenere materie prime a basso costo, sia per ottenere composti ad alto valore aggiunto (Mata et 

al., 2010). Nel caso della produzione di biodiesel, la biomassa viene comunemente sottoposta a 

disidratazione con varie metodologie, le più comuni sono l’essiccazione a spruzzo (spray-drying), la 

liofilizzazione o l’essiccazione al sole; quest’ultima però ha una bassa efficienza dovuta all’alto contenuto 

idrico della biomassa microalgale, mentre la prima ha dei costi troppo elevati. Pertanto, si preferisce la 

liofilizzazione. Dopo l’essiccazione si procede con la rottura della cellula per il recupero dei lipidi 

intracellulari. L’estrazione dei lipidi da materiale biologico può essere svolta con metodi chimici o fisici, o 

con una combinazione dei due (Chisti, 2007). Per l’estrazione su larga scala di lipidi da microalghe di solito si 

procede con la distruzione meccanica della cellula e successiva estrazione chimica con solventi, in genere 

esano o etanolo (96%), o una soluzione dei due. Lo svantaggio dell’uso di etanolo per l’estrazione degli oli 
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risiede nel rischio di estrarre anche altri composti cellulari non desiderati, come zuccheri o amminoacidi 

(Richmond et al., 2004).  

Tra le metodologie fisiche di estrazione si possono utilizzare ad esempio gli ultrasuoni (Converti et al., 

2009), il sonicatore con bagnetto termico (Neto et al., 2013) o congelamento seguito da estrazione con CO2 

supercritica (Gouveia et al., 2007). Alcuni studi sostengono che l’estrazione di lipidi che sfrutta gli ultrasuoni 

consenta di ridurre sia i tempi di estrazione che il consumo di solventi, grazie alla migliore penetrazione di 

questi nella struttura della cellula (Mercer et al., 2011). L’estrazione di lipidi con metodi chimici prevede 

l’utilizzo di solventi, che possono essere polari o non polari. In laboratorio si può usare il metodo di Bligh e 

Dyler che prevede l’estrazione tramite cloroformio (non polare) e metanolo (polare) per ottenere lipidi 

dalle cellule (Bligh and Dyler, 1959) o il metodo Folch (1957) che sfrutta una soluzione 

cloroformio:metanolo in rapporto 2:1. In generale, l’estrazione chimica con solventi consente di ottenere 

rese più alte (Razzak et al., 2013). L’estrazione con CO2 supercritica è un metodo che sta ricevendo sempre 

più attenzioni, perché si tratta di un metodo veloce ed efficiente che evita il consumo di grandi quantità di 

solventi organici (spesso costosi e potenzialmente dannosi) e non rilascia composti tossici (Halim et al., 

2012). Mendes et al. (1995) ha studiato l’utilizzo di CO2 supercritica per l’estrazione di lipidi da Chlorella 

vulgaris riportando che la biomassa frantumata meccanicamente fornisce più alte rese di estrazione 

rispetto ad altri metodi.  

Il biodiesel è una miscela di esteri alchilici degli acidi grassi a lunga catena ottenuta tipicamente da risorse 

biologiche non tossiche, come gli oli vegetali. Queste materie prime sono composte per circa il 90-98% in 

peso da trigliceridi e piccole quantità di mono o di-gliceridi, acidi grassi liberi (1-5%) e quantità residue di 

fosfolipidi, caroteni, zolfo e tracce di acqua (Bozbas, 2008). Può essere ottenuto per conversione chimica 

tramite reazione di transesterificazione o di esterificazione, o per conversione biochimica tramite 

interesterificazione (Razzak et al., 2013).  

La via più comune è rappresentata dalla transesterificazione, una reazione a tre step successivi in cui i 

trigliceridi sono convertiti in digliceridi, i quali poi vengono convertiti in monogliceridi, che vengono a loro 

volta convertiti in esteri (biodiesel) e  glicerolo (sottoprodotto) (Mata et al., 2010).  

In Figura 5 viene riportata la reazione di transesterificazione nel suo complesso; R1, R2 e R3 rappresentano 

le catene di acidi grassi. 
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Figura 5: Reazione di transesterificazione. R1, R2 e R3 rappresentano le catene di acidi grassi. 

 

La reazione di transesterificazione nel suo complesso avviene quando  i trigliceridi vengono fatti reagire con 

un alcol (generalmente metanolo) in presenza di catalisi (generalmente NaOH). Il rapporto molare tra i due 

reagenti è teoricamente 3:1 (alcol:olio) ma nella pratica viene applicato un rapporto 6:1 per poter 

completare la reazione con precisione (Warabi et al., 2004). Questo tipo di catalisi può avere effetti 

corrosivi sulla strumentazione e può reagire con gli acidi grassi liberi (FFA) formando acqua e sapone; 

l’acqua inoltre può favorire la produzione di FFA idrolizzando i trigliceridi in digliceridi, e aumentando così la 

formazione di schiuma (Gerpen et al., 2004). È necessario pertanto inibire la reazione di saponificazione. 

Per ridurre la saponificazione, un approccio prevede l’uso di acido solforico come catalizzatore per 

convertire subito i FFA, successiva rimozione di acqua e poi conversione di trigliceridi e digliceridi in 

biodiesel con NaOH come catalizzatore (Kiss et al., 2006). Negli ultimi 15 anni, molti processi industriali 

sono passati dall’uso di catalisi acida liquida a catalisi acida solida (Wilson et al., 2000). Il catalizzatore 

dovrebbe essere tollerante all’acqua e stabile a temperature relativamente alte, oltre che efficiente e 

selettivo nell’evitare la formazione di acqua; infine, dovrebbe essere costituito di un materiale facilmente 

reperibile e non eccessivamente costoso. Il catalizzatore solido generalmente risponde a queste richieste. 

Kiss et al. (2006) ha testato vari tipi di catalizzatori solidi e ha individuato come alternativa più promettente 

zirconia solfata in base alle sue caratteristiche di stabilità.  

Un altro metodo di conversione chimica per ottenere biodiesel è l’esterificazione. Il processo di 

esterificazione consiste in una reazione reversibile in cui gli acidi grassi liberi vengono convertiti in esteri 

alchilici tramite catalisi acida (generalmente con HCl o H2SO4) (Srivastava et al., 2000). Recentemente, si è 

posta l’attenzione anche su un metodo biochimico, l’intertransesterificazione enzimatica, per la sua alta 

resa in prodotto che non richiede operazioni ulteriori di purificazione (Modi et al., 2007). Questa reazione 

porta alla formazione di triacetina ed esteri metilici degli acidi grassi a lunga catena senza formazione di 
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glicerolo (Fukuda et al., 2001). Possono essere utilizzati sia le lipasi intracellulari che quelli extracellulari 

(Shimada et al., 2002). Gli svantaggi sono gli elevati costi degli enzimi e l’inibizione della reazione quando 

viene utilizzato metanolo (Nelson et al., 1996).  

 

1.2 Digestato anaerobico da trattamento di scarti di lavorazione del vino 

 
L’effluente di digestione anaerobica trattato in questa tesi e utilizzato come mezzo colturale per la crescita 

del consorzio microalghe-batteri proviene da scarti di lavorazione del vino, nello specifico feccia ottenuta 

da produzione di vino bianco. Di seguito sono indicate le fasi del processo di produzione vinicola e i relativi 

scarti di lavorazione, la digestione anaerobica e il digestato. 

1.2.1 Processo produttivo del vino 

 
Il vino viene definito come “il prodotto ottenuto esclusivamente dalla fermentazione alcolica, totale o 

parziale, di uve fresche, pigiate o non, oppure di mosto di vino” (Regolamento CE n. 1493/1999). Secondo i 

dati della International Organization of Vine and Wine (OIV), nel 2016 in Italia sono stati prodotti 50.92 

milioni di ettolitri di vino. Si distinguono due tipologie di processo di vinificazione in base al prodotto che si 

vuole ottenere, vino bianco o vino rosso. Nella vinificazione del bianco, l’uva proveniente dall’azienda 

agricola viene scaricata in apposite vasche e in seguito alla pestata viene effettuata la classificazione 

fitosanitaria, la stima del grado zuccherino e dell’acidità. 

La fase seguente consiste nella pigiatura, che prevede la rottura meccanica degli acini per far fuoriuscire il 

mosto, e nella separazione dei raspi. In questa prima fase abbiamo pertanto un notevole volume di scarti 

costituiti dalle vinacce e dai raspi stessi. Il mosto ottenuto in questa fase viene sottoposto a fermentazione 

alcolica operata da Saccharomyces che si trovano sulla buccia dell’uva (Eq 7). 

C6H12O6 → 2 CO2 + 2 CH3OH2OH + energia                                                        Eq 7 

Nella reazione di fermentazione alcolica si ha la trasformazione di uno zucchero esoso in anidride carbonica 

ed etanolo con produzione di energia. In questa fase si procede con l’eventuale aggiunta di anidride 

solforosa, bentonite per rendere la feccia più compatta o lieviti selezionati per migliorare le caratteristiche 

qualitative del vino.  

Successivamente si hanno le fasi di travaso e torchiatura, ovvero l’estrazione del mosto rimasto nelle 

vinacce. In questa fase si aggiunge acido tartarico come correttore di acidità. I sottoprodotti della 

torchiatura sono vinaccia fermentata e feccia di fermentazione. 
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A questo punto si è ottenuto un vino giovane e si può procedere con maturazione e successiva filtrazione. 

Questa fase è necessaria per rimuovere la feccia di vinificazione. Il processo di vinificazione termina con 

l’imbottigliamento del prodotto finale. 

 

1.2.2 Scarti di lavorazione del vino 

 
Il processo di produzione del vino produce un elevato volume di scarti di lavorazione, che includono 

materia organica, acque reflue ed emissioni gassose. In particolare, si hanno: 

• i raspi, che corrispondono alla parte legnosa dei grappoli; 

• le vinacce, che sono ciò che resta degli acini d’uva una volta che viene eliminata la polpa. 

Solitamente queste vengono inviate alle distillerie per la produzione di grappa; 

• la feccia, definita come residuo melmoso che si deposita nei recipienti dopo la fermentazione, 

durante l’immagazzinamento o dopo trattamenti autorizzati, così come i residui di filtrazione o 

centrifugazione di questo prodotto (Regolamento CEE n.337/79). Pertanto, è costituita 

principalmente da cellule di lievito, batteri, sali tartarici, residui di cellule vegetali ed etanolo (Bai et 

al., 2008; Naziri et al., 2012). Si distingue in pesante o leggera in base al tipo di decadimento, e 

rappresenta mediamente il 2-6% del vino prodotto (Alanon et al., 2017); 

• le acque reflue, che rappresentano lo scarto più ingente, costituite dalle acque di lavaggio di 

taniche, attrezzature e pavimenti (Ioannou et al., 2015). La loro quantificazione può variare molto 

in base alla tecnologia adottata e alle dimensioni della cantina; in generale la quantità di acque 

reflue può variare da 0.7 a 14 l per litro di vino prodotto (Andreottola et al., 2009). 

In molti casi gli scarti del processo di vinificazione sono gestiti e smaltiti nella maniera sbagliata; questo 

rappresenta una sfida per questo tipo di industria in termini di sostenibilità (Ahmad et al., 2020). Questi 

effluenti sono caratterizzati da un’alta concentrazione di COD, per la maggior parte solubile e altamente 

biodegradabile grazie alla presenza di etanolo, zuccheri e acidi organici (Beck et al., 2005). Uno dei metodi 

per trattare questa tipologia di refluo è la digestione anaerobica, che oltre a produrre biogas e digestato 

riutilizzabile in vari modi elimina patogeni e polifenoli, con efficacia variabile in base alle condizioni 

operative, in particolare temperatura (Cavinato et al., 2014). In particolare, la feccia vinicola rappresenta un 

substrato molto interessante per la digestione anaerobica grazie alla sua degradabilità e disponibilità 

durante l’anno. Studi precedenti utilizzano la feccia come co-substrato insieme a fanghi di depurazione 

civile in condizioni sia mesofile che termofile, con rese di biogas simili (0.4 m3/kgCODaggiunto) (Da Ros et al., 

2014). L’efficienza della produzione di biogas tramite digestione anaerobica in condizioni termofile di scarti 

vinicoli può essere incrementata aumentando l’HRT e utilizzando co-substrati. Lempereur e Penavayre 

(2014) hanno applicato l’analisi del ciclo di vita di questo processo utilizzando indicatori inerenti agli impatti 
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ambientali, il cambiamento climatico, la salute umana e lo sfruttamento di risorse; la digestione anaerobica 

risulta essere più compatibile a livello ambientale rispetto ad altre tecnologie.  

Secondo dati ANPA (1999) il bilancio di massa del processo di vinificazione può essere descritto come 

riportato in Tabella 5. 

Tabella 5: Bilancio di massa del processo di vinificazione. 

 

 

Studi precedenti affermano che per la produzione di 1 l di vino vengono consumati 2.3 l di acqua con una 

produzione media di acque reflue di 1.8 l, e che per ogni quintale di uva lavorata si generano 144 l di acque 

reflue (Bonari et al., 2007). 

 

1.2.3 Trattamento acque reflue di cantina 

 
La normativa relativa alla gestione delle acque reflue è disciplinata dal D.Lgs.152/2006, in particolare dalla 

parte terza. L’articolo 74 di questo decreto definisce “acque reflue industriali” qualsiasi tipo di acque reflue 

scaricate da edifici o impianti in cui vengono svolte attività commerciali o di produzione di beni.  

La caratterizzazione chimica dei reflui da cantina dipende dalla composizione dell’uva stessa. In genere un 

refluo da cantina presenta le caratteristiche chimico-fisiche riportate in Tabella 6. 

Tabella 6: Caratteristiche chimico-fisiche di un refluo da cantina (Marchetti, 1994). 

 

Tipologia di materiale Quantità (kg)

Flusso in entrata Uva 100

Acqua 141

Flusso in uscita Acque reflue 143

Vinacce 13

Fecce e fanghi di filtrazione 3.6

Raspi 2.2

Vini di torchiatura 5

Vetro 0.2

Vino 74

pH 5.7

Conducibilità a 20°C (µS cm-1) 3170

COD (mg l-1) 7500

BOD (mg l-1) 4350

Cl (mg l-1) 250

SO4
2- (mg l-1) 275
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Il trattamento delle acque reflue prevede diverse fasi. In primo luogo, si hanno i pretrattamenti con lo 

scopo di rimuovere i solidi di dimensioni elevate, sabbia e altre sostanze inerti, oli e grassi attraverso i 

processi di grigliatura, dissabbiatura ed equalizzazione. In seguito, si ha il trattamento primario che consiste 

nella sedimentazione primaria, da cui risulta il fango primario costituito per il 97-99% di acqua e sostanza 

organica molto putrescibile (Appels et al., 2008). 

Il trattamento secondario prevede invece la rimozione biologica dei nutrienti e della sostanza organica e 

successiva sedimentazione secondaria. In questo modo si ottiene la separazione della frazione liquida del 

fango che si deposita sul fondo della vasca, e che proseguirà il trattamento insieme al fango primario 

andando incontro a pre-ispessimento, digestione anaerobica e post-ispessimento (linea fanghi). Le acque 

surnatanti vengono invece sottoposte a trattamento terziario, subendo un processo di filtrazione e 

disinfezione fino ad ottenere l’effluente finale.  

1.2.4 Digestione anaerobica 

 
La digestione anaerobica è una biotecnologia che consente di trattare reflui ad alto contenuto organico per 

produrre energia rinnovabile (Xu et al., 2015). Si tratta di un processo biologico che si verifica quando il 

materiale organico si decompone in condizioni di anaerobiosi, cioè in assenza di ossigeno, e viene svolto da 

microrganismi anaerobi che convertono la biomassa in biogas (costituito per il 65-70% da metano e per il 

restante 30-35% da CO2). L’effluente del processo di digestione anaerobica (digestato) è ricco di nutrienti 

che possono essere utilizzati per concimazione o alimentazione di microalghe (Sheets et al., 2015).  

La digestione anaerobica avviene in quattro fasi: idrolisi, acidogenesi, acetogenesi e metanogenesi. Il 

processo dipende dalle interazioni tra le diverse categorie di microrganismi responsabili dei vari stadi del 

processo di degradazione (Verma et al., 2002). Le fasi della digestione anaerobica e i relativi prodotti sono 

riportati in Figura 6. 
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Figura 6: Schema delle fasi del processo di digestione anaerobica. 

 

I microrganismi idrolitici hanno la funzione di decomporre la sostanza organica costituita da polimeri 

complessi in monomeri solubili che possono essere utilizzati dai batteri acidogenici. Ciò avviene grazie alla 

secrezione di enzimi idrolitici extracellulari che convertono carboidrati complessi, lipidi e proteine in 

zuccheri semplici, acidi grassi a lunga catena e amminoacidi (Li et al., 2011). Le condizioni ottimali per il 

processo di idrolisi sono 30-50°C di temperatura e pH di 5-7 (Azman et al., 2016). 

Nella fase di acidogenesi (o fermentazione acidogenica), i batteri convertono i monomeri solubili in VFA 

(acidi grassi volatili) e altri prodotti. Gli acidi grassi volatili rappresentano il substrato di partenza per la 

produzione di biometano da parte dei batteri metanogeni. Gli acidi grassi volatili a catena corta 

maggiormente prodotti sono acido acetico e acido propionico, anche se è l’acido acetico il substrato diretto 

per la produzione di metano (Li et al., 2019). Al termine dell’acetogenesi, i prodotti finali che si hanno sono 

l’acetato e l’idrogeno molecolare (Hansen et al., 2013). 

La metanogenesi converte i prodotti intermedi in metano grazie ai microrganismi metanogeni, che sono 

anaerobi obbligati (Ferry et al., 2010). Questi tendono a preferire condizioni di pH più alto rispetto ai 

microrganismi che operano nelle fasi precedenti, e ciò ha causato notevoli problemi nella coltivazione in 

laboratorio (Wolfe et al., 2011). Allo stesso tempo, presentano un tempo di rigenerazione più lento rispetto 

agli altri microrganismi della digestione anaerobica, fino a 5-16 giorni, determinando quindi la velocità di 

tutto il processo (Deublein et al., 2008). La metanogenesi può avvenire secondo due percorsi: acetoclastica 
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e idrogenotrofa. Nel primo caso, otteniamo metano e anidride carbonica dall’acido acetico; nel primo caso, 

la CO2 viene ridotta a metano con H2 come donatore di elettroni. Tipicamente, la via acetoclastica fornisce 

circa due terzi del metano totale che viene prodotto, mentre quella idrogenotrofa il restante terzo (Belay et 

al., 1986). 

1.2.5 Digestato 

 
L’effluente del processo di digestione anaerobica è denominato “digestato”. Il digestato è costituito da 

biomassa microbica e materia non digerita. In genere, il digestato viene separato meccanicamente in fase 

liquida (che costituisce circa 80-90% del totale) e frazione solida (per il restante 10-20%) utilizzando presse, 

setacci, centrifughe e decantatori per gestirne meglio lo stoccaggio e il trasporto. La frazione liquida 

contiene alti valori di N e K, mentre la frazione solida è più ricca in P e fibre residue (Monlau et al., 2015). La 

composizione del digestato liquido può variare molto in funzione del substrato utilizzato per 

l’alimentazione del sistema di digestione anaerobica, della comunità microbica, dei parametri di controllo 

della digestione anaerobica (temperatura, carico organico, fornitura di oligoelementi) e della 

configurazione del processo (batch o continuo, con coltivazione a uno o due stadi) (Xia et al., 2016). 

L’utilizzo di digestato come fonte di carbonio e nutrienti per le microalghe può incrementarne la 

produzione di biomassa riducendo notevolmente i costi di produzione e l’impatto ambientale di 

coltivazione (Uggetti et al., 2014).  In condizioni di mixotrofia o di eterotrofia, le microalghe possono 

rimuovere azoto e fosforo, ottenendo una riduzione importante delle concentrazioni di nutrienti presenti 

nell’effluente (Xia et al., 2016) e la produzione di biomassa ricca di lipidi per la produzione di biodiesel (Liu 

et al., 2013).   

Il digestato presenta un’elevata torbidità, dovuta alla presenza di solidi sospesi, e un alto contenuto di 

ammonio che viene prodotto durante la digestione anaerobica (conversione dell’azoto organico in 

condizioni anaerobiche); queste due caratteristiche in particolare possono determinare l’inibizione della 

crescita delle microalghe. Infatti, l’elevato contenuto di ammonio può avere effetto tossico (>100mg N-

NH4
+ l-1) (Källqvist et al., 2003), mentre l’alta torbidità può ridurre la penetrazione della luce. Per ovviare a 

questi problemi spesso il digestato viene pretrattato o eventualmente diluito, in modo tale da ridurre la 

possibilità di inibizione della crescita della biomassa microalgale (Hajar et al., 2016) (Tabella 1). Come già 

indicato in precedenza, molti studi sono stati effettuati circa l’utilizzo del digestato nella coltivazione 

microalgale, dal digestato da reflui di allevamento (Franchino et al., 2013; Wang et al., 2010) al digestato da 

reflui municipali (Uggetti et al., 2014) o fanghi di depurazione (Zuliani et al., 2016; Tan et al., 2020), ma 

poche sono le esperienze riportate in condizioni di semi-continuo in sistemi chiusi (Tabella 2). Nessuno tra 

questi studi considera il trattamento di digestato che deriva da processi di trattamento di reflui vinicoli. 
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2. Scopo 
 

Lo scopo dello studio sperimentale è l’ottimizzazione del processo in semi-continuo in fotobioreattore 

tubolare di una coltura Chlorella vulgaris-batteri fatta crescere su digestato da reflui vinicoli come mezzo di 

coltura, al fine di ottenere prodotti secondari ad alto valore aggiunto (biodiesel).  

Al fine di ottimizzare il processo sono stati testati due diversi tempi di ritenzione idraulica (47 giorni e 10 

giorni). L’andamento del processo viene valutato sia in termini di rimozione di contaminanti dal digestato 

sia in termini di crescita e composizione della biomassa microalgale (contenuto di lipidi, proteine ed amido).  

Il potenziale utilizzo della biomassa prodotta per la produzione di biocarburanti di terza generazione è stato 

valutato analizzando la frazione lipidica in termini di composizione e confrontandola con gli Standard 

Europei EN14213 e EN14214.  

Nello specifico, gli obiettivi posti sono tre: 

- ottimizzazione dei parametri di processo per massimizzare la crescita microalgale; 

- valutazione del contenuto e caratterizzazione di lipidi nella biomassa microalgale; 

- rese di rimozione dei contaminanti presenti nel digestato. 
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3. Materiali e Metodi 
 

3.1 Monitoraggio e caratterizzazione della biomassa 

 
Il consorzio microalghe-batteri usato nelle sperimentazioni è stato ottenuto mediante l’uso del ceppo 

microalgale Chlorella vulgaris, fornito dalla collezione ACUF (Algal Collection of University of Federico II, 

Napoli, Italia), in re-inoculi seriali su surnatante di digestato vinicolo (Università Ca’ Foscari di Venezia, 

Italia) non sterilizzato. Il mezzo di crescita utilizzato per il mantenimento della coltura microalghe-batteri in 

condizione mixotrofica è il mezzo sintetico BG11 (Tabella 7).  

Tabella 7: Concentrazioni delle differenti soluzioni stock per la preparazione del mezzo sintetico BG11. 

 

Il monitoraggio della crescita microalgale è stato eseguito mediante analisi del peso secco, conta cellulare, 

quantificazione e caratterizzazione dei lipidi, quantificazione proteine, amido, clorofille e carotenoidi come 

di seguito brevemente riportate e approfondite in Appendice 1 (APHA 2012): 

Analisi del peso secco 

L’analisi del peso secco consente di monitorare la crescita della coltura microalgale misurando il 

quantitativo di biomassa secca residua dopo 24 ore in forno a 105°C su filtro in acetato di cellulosa. 

L’allontanamento della frazione liquida, ottenuto prima tramite pompa a vuoto e in seguito tramite 

passaggio in forno consente di determinare la quantità di biomassa in g l-1 presente all’interno del 

fotobioreattore. Il valore del peso secco è determinato dall’equazione seguente (Eq 8): 

BG11 Quantità di soluzione stock (per 100 ml)

Composto Quantità (per 100 ml) NaNO3 0.22 ml

NaNO3 15 g K2HPO4 . 3H2O 1 ml

K2HPO4 . 3H2O 0.4 g MgSO4 . 7H2O 1 ml

MgSO4 . 7H2O 0.75 g CaCl2 . 2H2O 1 ml

CaCl2 . 2H2O 0.36 g Acido citrico 1 ml

Acido citrico 0.06 g
Citrato di ferro 

ammoniacale
1 ml

Citrato di ferro 

ammoniacale
0.06 g EDTA 1 ml

EDTA 0.01  g Na2CO3 1 ml

Na2CO3 0.2 g Sol. Micronutrienti 0.1 ml

Quantità

(in 1l)

H3BO3 61 mg

MnSO4 . H2O 169 mg

ZnSO4 . 7H2O 287 mg

CuSO4 . 5H2O 2.5 mg

(NH4)6Mo7O24 . 

4H2O
12.5 mg

Soluzioni stock

Soluzione 

micronutrienti
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       𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑐𝑜 (𝑔 𝑙−1) =
(𝑃1 (𝑔)− 𝑃0 (𝑔))

𝑉 (𝑙)
       Eq 8 

Dove: 

P1= peso del filtro con campione dopo passaggio in forno; 

P0: peso del filtro vuoto. 

Conta cellulare 

La conta cellulare permette di determinare il numero di cellule per unità di volume di liquido (milioni di 

cellule ml-1) tramite di camera di conta di Bürker (Figura 7) utilizzando il microscopio ottico da banco con 

ingrandimento 40X.  

 

Figura 7: Camera di conta Bürker. 

La camera di conta di Bürker è composta da un reticolo di 9 quadrati delimitati da doppia riga; ogni 

quadrato è suddiviso in ulteriori 16 quadrati più piccoli. La conta viene effettuata in 3 dei quadrati più 

grandi e in 8 delle doppie linee totali. L’equazione che consente di determinare il numero di cellule è la 

seguente (Eq 9): 

Milioni di cellule ml−1  =  Somma delle cellule contate nei tre quadrati ∗  3 ∗  V𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒      Eq 9 

Quantificazione dei lipidi totali 

L’analisi di estrazione e quantificazione dei lipidi totali viene effettuata seguendo il Metodo Folch (1957). 

Questo metodo si avvale dell’uso di una soluzione cloroformio:metanolo in rapporto 2:1 come solvente e 

viene effettuato su un campione di biomassa liofilizzata e finemente tritata. In seguito a centrifugazione, il 

surnatante viene lavato con acqua e NaCl. L’analisi gravimetrica si avvale di palloni in vetro per RotaVapor e 

il quantitativo totale di lipidi viene calcolato secondo la seguente equazione (Eq 10): 

𝐿𝑖𝑝𝑖𝑑𝑖 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑖 (%)  =  ((𝑃1 – 𝑃0) / 𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑝𝑒𝑠𝑎𝑡𝑎) ∗ 100                                   Eq 10 
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Dove: 

P1 = peso del pallone con il campione dopo passaggio in RotaVapor; 

P0 = peso del pallone vuoto. 

Caratterizzazione della frazione lipidica 

L’analisi di caratterizzazione della frazione lipidica (effettuata con GC-MS) consente di ottenere il profilo 

degli acidi grassi che compongono l’olio microalgale. Questa analisi serve a verificare la compatibilità 

dell’olio microalgale con l’utilizzo per la produzione di biodiesel, in quanto gli Standard Europei EN14214 e 

EN14213 richiedono una concentrazione di C18:3 (acido linolenico) inferiore al 12%.  

Quantificazione Clorofille a e b e Carotenoidi 

Le clorofille e i carotenoidi sono dei pigmenti fotorecettori responsabili della cattura dell’energia luminosa 

che consente alle cellule microalgali di svolgere il processo fotosintetico, in particolare la clorofilla a. Le due 

tipologie di clorofilla esistenti (a e b), differiscono nella composizione della catena laterale: la prima 

presenta un gruppo metilico (-CH3) mentre la seconda presenta un gruppo aldeidico (-CHO). Ciò si traduce 

in diversi spettri di assorbimento della luce: la clorofilla a infatti presenta i picchi di assorbimento della luce 

approssimativamente a 430 nm e 662 nm, mentre la clorofilla b a 453 nm e 642 nm. Clorofilla b e 

carotenoidi svolgono soprattutto il ruolo di pigmenti accessori; con questo termine vengono indicati i 

pigmenti che assorbono lunghezze d’onda che la clorofilla a assorbe di meno. Il monitoraggio della 

concentrazione dei pigmenti nei microrganismi fotosintetici può evidenziare eventuali condizioni di stress 

colturale, che influenzerebbero anche la produzione di lipidi e proteine (Chen et al., 2013). L’analisi prevede 

l’utilizzo di metanolo come solvente. I quantitativi di clorofilla a e b e carotenoidi possono essere definiti 

tramite analisi spettrofotometrica a  665.2 nm, 652.4 nm e 470 nm. Di seguito sono riportate le equazioni di 

calcolo (Eq 11, 12 e 13): 

𝐶ℎ 𝑎 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(16.72∗ 𝑂𝐷665.2)−(9.16∗ 𝑂𝐷652.4)

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
                            Eq 11 

𝐶ℎ 𝑏 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(34.09∗ 𝑂𝐷652.4)−(15.28∗ 𝑂𝐷665.2)

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
             Eq 12 

𝐶𝑎𝑟𝑜𝑡𝑒𝑛𝑜𝑖𝑑𝑖 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑖 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(1000∗ 𝑂𝐷470)−(1.63∗ 𝐶ℎ 𝑎)−(104.96∗𝐶ℎ 𝑏)

221

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
       Eq 13 

Quantificazione delle proteine totali 

Questa analisi consente di determinare il quantitativo di proteine totali presenti nella biomassa 

microalgale. Eventuali cambiamenti nella concentrazione delle proteine possono riflettere il tasso di attività 

metabolica di cellule microalgali attive e in fase di crescita. Questa analisi si avvale di una soluzione NaOH 

0.5 M e del Kit Buiret (reagente a base di solfato di rame). Il principio del metodo è che le proteine in 
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ambiente basico e in presenza di Cu2+ formano un complesso di colore violetto che si misura allo 

spettrofotometro a 540 nm. La retta di taratura viene fatta con albumina bovina. 

Analisi dell’amido totale 

Attraverso questa analisi è possibile determinare il quantitativo di amido presente nella biomassa 

microalgale. Questo metodo prevede l’utilizzo dell’enzima α-amilasi che consente di ottenere 

maltodestrine in seguito a bagno riscaldato a 100°C. Le maltodestrine vengono idrolizzate in D-glucosio 

tramite aggiunta di AMG (amiloglucosidasi). Di fatto, questa analisi determina il contenuto di D-glucosio nel 

campione, che è stechiometrico rispetto alla quantità di amido. La formula per ottenere il valore 

percentuale di amido è la seguente (Eq 14 e 15): 

𝑆𝑡𝑎𝑟𝑐ℎ, % = (𝐴 − 𝐴𝐵) × 𝐹 ×
𝐸𝑉

0.1
× 𝐷 ×

1

1000
×

100

𝑊
×

162

180
             Eq 14 

𝐹 =
100

(
𝐹1+𝐹2+𝐹3+𝐹4

4
)
                Eq 15 

Dove: 

F = fattore che converte i valori di assorbanza in μg di glucosio; 

EV = volume di campione estratto in ml [2.5 ml + 0.025 ml + 0.025 ml = 2.55 ml]; 

0.1 = volume di campione analizzato in ml; 

D = fattore di diluizione; 

1/1000 = conversione da μg a mg; 

100/W = conversione a 100 mg;  

W = peso del campione in mg; 

162/180 = fattore che converte il risultato da glucosio libero (determinato dal metodo) ad   anidroglucosio 

(amido). 

 

3.2 Digestione anaerobica della feccia vinicola bianca e rossa e caratterizzazione del 

digestato 

 
Il digestato vinicolo utilizzato per le sperimentazioni di alimentazione in semi-continuo proviene 

dall’impianto a scala laboratorio di digestione anaerobica di reflui vinicoli presente nello stesso laboratorio 

(Vega, edificio Ex-INCA) dell’Università Ca’ Foscari di Venezia (Italia). Il sistema di digestione anaerobica è 

alimentato a feccia vinicola (inizialmente feccia bianca e successivamente feccia rossa) e fanghi attivi (waste 

activated sludge, WAS) entrambe provenienti dal sistema di trattamento delle acque presente all’interno 

della cantina di vinificazione (Nord Italia).  
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Il digestato uscente dal sistema di digestione anaerobica è stato caratterizzato periodicamente mediante 

analisi dei solidi totali e volatili (TS e TVS), alcalinità parziale e totale, pH, azoto ammoniacale e domanda 

chimica di ossigeno sulla frazione solubile (sCOD) usando il metodo di analisi delle acque reflue APHA 

(APHA, 2012) (Tabella 8). In Tabella 8 sono riportati anche i contenuti medi in termini di metalli pesanti (Da 

Ros et al., 2014). Per il digestato proveniente da feccia bianca il sistema di digestione anaerobica ha 

lavorato a stabilità per 175 giorni con un tempo di ritenzione idraulica (HRT) di 20 giorni, materiale organico 

solubile e particolato applicato (OLR) di 2.21 g COD m3 -1 d-1, produttività di biogas di 4.92 ± 0.15 l d-1 e 

produzione specifica di biogas (SGP) di 0.39 ± 0.01 m3
biogaskgCOD-1. Il digestato usato nelle sperimentazioni è 

stato solamente centrifugato a 9000 rpm e filtrato su filtro a fascia nera per rimuovere la frazione solida per 

essere poi utilizzato direttamente per le sperimentazioni senza ulteriori pretrattamenti di sterilizzazione 

(i.e. filtrazione o autoclave).  

Tabella 8: Caratterizzazione del digestato alimentato al fotobioreattore (dopo separazione solido-liquido). 

 

3.3 Disegno sperimentale  

 
La sperimentazione ha utilizzato il consorzio microalghe-batteri coltivato su fotobioreattori tubolari verticali 

con volume utile di 4 litri (RUN 1, Figura 2) e su cilindri di vetro graduati con volume utile di 1 litro (RUN 2). 

Il sistema è stato mantenuto in condizione mixotrofica tramite illuminazione artificiale con lampade al neon 

(10.17 ±1.12 klux) a luce bianca e aerazione (3.50 l min-1) in continuo a temperatura ambiente (circa 20°C). 

La sperimentazione è stata divisa in due test: coltivazione su lungo periodo (RUN 1, 47 giorni di HRT) e su 

breve periodo (RUN 2, 10 giorni di HRT) qui di seguito descritti.  

TS (g l-1) 0.24 ± 0.16

pH 7.58 ± 0.07

Alcalinità totale (g CaCO3 l
-1

) 1.96 ± 0.01

Alcalinità parziale (g CaCO3 l-1) 1.45 ± 0.20

sCOD (g sCOD l
-1

) 0.18 ± 0.05

Na+ (g l-1) 1.07 ± 0.97

NH4
+ (g l-1) 0.71 ± 0.03

K
+
(g l

-1
) 0.83 ± 0.14

Mg2+ (g l-1) 0.82 ± 0.93

Ca
2+

 (g l
-1

) 2.12 ± 1.21

Cd (mg kgdw
-1

) 1.6 ± 0.3

Cr (mg kgdw
-1) 48.4 ± 1.6

Cu (mg kgdw
-1

) 929.0 ± 319.6

Ni (mg kgdw
-1) 25.8 ± 1.4

Pb (mg kgdw
-1) 114.6 ± 32.2

Zn (mg kgdw
-1

) 1198.9 ± 76.9

Hg (mg kgdw
-1) 0.4 ± 0.1
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3.3.1 Coltivazione del consorzio microalghe-batteri su lungo periodo (RUN 1 con HRT = 47 giorni) 

 
Il consorzio microalghe-batteri è stato coltivato in condizione di mixotrofia utilizzando un reattore dedicato 

alla condizione di controllo alimentata in semi-continuo con BG11 ed un reattore dedicato alla condizione 

sperimentale con alimentazione in semi-continuo con surnatante di digestato da feccia di vinificazione 

bianca. Il tempo di ritenzione idraulica (HRT espresso in giorni e calcolato come il rapporto tra il volume di 

reattore e la portata dell’influente) era inizialmente impostato a 28 giorni; questa condizione operativa è 

stata però successivamente modificata a causa dell’emergenza sanitaria. Infatti, la riduzione degli accessi 

ha condizionato il lavoro sperimentale, e si è scelto di operare considerando la disponibilità del digestato. 

L’alimentazione quindi è stata effettuata 3 volte a settimana, raggiungendo  un HRT di 47 giorni. Il carico 

organico applicato (Organic Loading Rate OLR) è stato di  3.85 mg sCOD/lreattore d. Il tempo totale di 

sperimentazione è stato di 184 giorni in modo da completare quattro cicli di HRT. Le analisi di monitoraggio 

e caratterizzazione della biomassa e dell’output sono state effettuate in copia per ogni condizione 

sperimentale. 

3.3.2 Coltivazione del consorzio microalghe-batteri su breve periodo (RUN 2 con HRT = 10 giorni) 

 
Per la sperimentazione su breve periodo  sono state mantenute le stesse condizioni operative di mixotrofia 

ed è stato applicato un HRT di 10 giorni (alimentando 5 giorni a settimana) usando digestato da feccia 

vinicola bianca e rossa uscente dal sistema di digestione anaerobica, per entrambe le copie sperimentali. La 

sperimentazione ha avuto una durata complessiva di 42 giorni in modo da completare quattro cicli di HRT. Il 

carico organico applicato (OLR) è stato di 18 mg sCOD/lreattore d. Le analisi di monitoraggio e 

caratterizzazione della biomassa e dell’output sono state effettuate in copia per ogni condizione 

sperimentale. 

3.4 Caratterizzazione dell’effluente 

L’effluente è stato prelevato dal fotobioreattore e conservato a -20°C durante il periodo di lock-down e 

successivamente caratterizzato. I parametri valutati sono riportati brevemente di seguito (e 

successivamente approfonditi in Appendice 1). Le analisi sono state effettuate mediante metodi analitici 

riportati negli standard methods per le acque (APHA 2012): 

Determinazione del pH: Il pH è stato determinato giornalmente utilizzando pHmetro Hanna Instruments. 

La misurazione è stata effettuata su campioni filtrati a 0.45 µm. Per ogni campione l’analisi è stata 

effettuata in duplicato. La taratura dello strumento veniva effettuata una volta a settimana. 

Analisi del COD solubile: L’analisi del sCOD consente di quantificare la domanda chimica di ossigeno 

(COD) della frazione solubile presente nel campione. Pertanto, questa analisi è una misurazione indiretta 

della materia biologica ossidabile chimicamente in presenza di un forte ossidante in ambiente acido a 
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caldo. Seguendo gli standard methods (APHA 2012) è stato utilizzato dicromato di potassio come agente 

ossidante e acido solforico. La digestione viene eseguita a 150°C per due ore. Il quantitativo di sCOD 

presente nei campioni viene determinato dividendo il valore ottenuto dalla lettura allo spettrofotometro 

(600 nm) per il coefficiente 0.0004 ottenuto dalla retta di calibrazione. Per il calcolo della rimozione del 

sCOD viene utilizzata la stessa equazione descritta di seguito per calcolare la rimozione dei cationi (Eq 16). 

Cromatografia ionica: La cromatografia ionica cationica consente di determinare il quantitativo di cationi 

(Na+, NH4
+, K+, Mg2+ e Ca2+) in mg l-1. Questa analisi è stata svolta sia sull’effluente prelevato dal 

fotobioreattore sia sul digestato utilizzato come mezzo colturale. Ciò ha consentito il monitoraggio 

quotidiano della concentrazione dei cationi e ha permesso di calcolare le rimozioni percentuali dei nutrienti 

presenti nel digestato, e di conseguenza la capacità fitodepurativa del consorzio microalghe-batteri.  

Questo calcolo è stato fatto considerando la rimozione giornaliera di nutrienti dall’influente da parte del 

consorzio microalghe-batteri secondo la seguente equazione (Eq 16): 

% 𝑅𝑖𝑚𝑜𝑧𝑖𝑜𝑛𝑒 = (
(𝑄𝑖𝑛∗𝐶𝑖𝑛)−(𝑄𝑜𝑢𝑡∗𝐶𝑜𝑢𝑡)

(𝑄𝑖𝑛∗𝐶𝑖𝑛)
) 𝑥 100                                                           Eq 16 

Dove: 

Qin = Portata in ingresso al reattore; 

Cin = Concentrazione del nutriente in ingresso al reattore; 

Qout = Portata in uscita dal reattore; 

Cout = Concentrazione del nutriente in uscita dal reattore. 

Nello specifico il calcolo è stato effettuato considerando la portata giornaliera di 0.0857 l d-1 per RUN 1 e 

0.1 l d-1 per RUN 2. Infatti, dato che RUN 1 è stato alimentato tre volte a settimana con 200 ml e che RUN 2 

è stato alimentato cinque volte a settimana con 140 ml, su base giornaliera si ottengono i valori sopra 

riportati.  
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4. Risultati e Discussione 
 

4.1 Crescita microalgale e produzione biomassa 

 
Nei seguenti paragrafi sono discussi separatamente i due periodi sperimentali. 

 

4.1.1 Risultati RUN 1 

 
Nella figura 8 è riportato l’andamento della concentrazione di biomassa in uscita dal fotobioreattore. I 

primi 2,5 HRT corrispondono al periodo di chiusura del laboratorio (da giorno 0 a 126), dove i campioni 

sono stati conservati a -20°C ed analizzati alla ripresa delle attività. Per tutta la durata della 

sperimentazione è stata monitorata la crescita del consorzio microalghe-batteri attraverso l’analisi del peso 

secco e la conta cellulare. L’analisi del peso secco della coltura ha mostrato un andamento della 

concentrazione di biomassa stabile a 2.2 ± 0.13 g l-1 nella condizione di stato stazionario ottenuta 

nell’ultimo HRT. La coltura alimentata con terreno sintetico BG11 (controllo) ha mostrato un andamento 

opposto a quello ottenuto dalla condizione sperimentale, evidenziando la prima fase esponenziale, poi 

stazionaria ed in fine di morte cellulare probabilmente associata alla carenza di vitamine assenti nel mezzo 

colturale (Tandon et al., 2017) (Figura 8).  

 

Figura 8: Analisi del peso secco della coltivazione del consorzio microalghe-batteri in RUN 1 per la condizione 

sperimentale (Digestato) e controllo (Controllo). 

La stabilità del sistema, per la condizione sperimentale con digestato vinicolo, è stata riscontrata anche 

nell’analisi di conta cellulare, dove la coltura ha mostrato un valore medio di 763.5 ± 94 milioni di cellule ml-
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1, mentre nella condizione di controllo si ha una diminuzione progressiva verso le ultime fasi della 

sperimentazione. Il valore medio riscontrato per il controllo durante l’ultimo HRT è risultato di 166.69 ± 

56.62 milioni di cellule ml-1 (Figura 9).  

 

 

Figura 9: Analisi di conta cellulare della coltivazione del consorzio microalghe-batteri in RUN 1 per la condizione 

sperimentale (Digestato) e controllo (Control). 

L’HRT è il parametro determinato dal rapporto tra il volume del reattore ed il volume giornaliero del mezzo 

colturale (digestato) utilizzato per l’alimentazione (Wang et al., 2010). Non ci sono in letteratura esempi di 

coltivazioni in semi-continuo di consorzi microalghe-batteri su digestato con tempi di ritenzione idraulica 

così lunghi; risulta pertanto complesso confrontare i risultati ottenuti in questa parte della sperimentazione 

con studi precedenti. Tuttavia, osservando insieme i dati ottenuti per il monitoraggio della conta cellulare e 

del peso secco, si può osservare un trend confrontabile.  

Per le coltivazioni in semi-continuo per il trattamento del digestato viene solitamente applicato un HRT più 

basso, ad esempio 7 giorni (Amini et al., 2020) o 10 giorni (Marazzi et al., 2019; Pizzera et al., 2019); in 

questo caso, nonostante la portata del refluo trattata sia molto diluita (con un conseguente carico organico 

di 3.85 mg sCOD l-1d-1)  è stato appurato che il sistema si stabilizza comunque ad alti valori di crescita 

microalgale. Se quindi da un lato applicando un HRT alto si ha un aumento dei tempi di trattamento del 

refluo, con conseguente aumento dei costi, dall’altro si ottiene produzione di biomassa elevata e stabile nel 

lungo periodo.  
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4.1.2 Risultati RUN 2  

 
La seconda fase della sperimentazione (RUN 2) ha previsto l’applicazione di un HRT inferiore (10 giorni). Il 

monitoraggio della crescita della biomassa attraverso le analisi del peso secco e della conta cellulare è stato 

effettuato giornalmente. Come si evidenzia nelle Figure 10 e 11, vi è stata una diminuzione della biomassa 

prodotta rispetto alla coltivazione nel RUN 1. Durante il periodo di stato pseudo-stazionario considerato, 

coincidente con il terzo HRT, la concentrazione di biomassa media ottenuta è stata di 0.94 ± 0.06 g l-1, con 

una densità cellulare di 75.83 ± 19.71 milioni di cellule ml-1 . 

 

Figura 10: Analisi del peso secco della coltivazione del consorzio microalghe-batteri in RUN 2. 

 

Figura 11: Analisi della conta cellulare della coltivazione del consorzio microalghe-batteri in RUN 2. 
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Questi risultati sono confrontabili con quanto riportato da Marazzi et al. (2019), con una concentrazione di 

biomassa di 0.8 ± 0.06 g l-1 per Chlorella sp. coltivata in semi-continuo su reflui da allevamento con HRT di 

10 giorni, con una densità cellulare inferiore rispetto a questa sperimentazione (9.17 ± 1.27 milioni di 

cellule ml-1). Lo studio condotto da Pizzera et al. (2019) riporta una concentrazione di biomassa di 0.5 ± 0.3 

g l-1 per un consorzio microalghe-batteri coltivato in open pond e alimentato con digestato agricolo, anche 

in questo caso con HRT di 10 giorni. Chu et al. (2015) dimostra il potenziale di una coltivazione microalgale 

in semi-continuo a lungo termine, analizzando la crescita di Chlorella pyrenoidosa su digestato da reflui di 

lavorazione dell’amido e confrontando diversi HRT. Nello specifico ottiene una concentrazione di biomassa 

di 0.79 ± 0.06 g l-1 con HRT di 2 giorni e 1.82 ± 0.11 g l-1 con HRT di 10 giorni. 

Il rischio principale di coltivazioni in continuo o semi-continuo con bassi HRT (caratterizzati da volumi 

ingenti di biomassa allontanata dal sistema) è rappresentato dal wash out (Takabe et al., 2016). Questo 

termine indica la condizione che si verifica quando la velocità di estrazione della biomassa è superiore a 

quella di produzione di biomassa all’interno del fotobioreattore. Il problema delle coltivazioni in semi-

continuo su acque reflue o digestato risiede proprio nel limitato range di HRT applicabile: con HRT troppo 

lunghi si ha un eccessivo aumento dei tempi (e di conseguenza dei costi) del trattamento e una riduzione 

dell’efficienza di rimozione dei nutrienti. Inoltre, lunghi HRT comportano reattori più grandi e di 

conseguenza una maggiore richiesta in termini di spazio. Dall’altro lato, l’applicazione di HRT troppo brevi 

può determinare una bassa produttività in termini di biomassa e il rischio di wash out del sistema. In questa 

sperimentazione, il wash out del sistema è stato identificato nel RUN 2 in corrispondenza del quarto HRT 

dove si evince un decremento della produzione di biomassa nelle ultime fasi della sperimentazione, con 

conseguente diminuzione di peso secco e conta cellulare i cui dati hanno mostrato anche elevata variabilità. 

In Tabella 9 viene riportata una sintesi dei dati ottenuti per quanto riguarda la crescita cellulare e la 

produzione di biomassa durante gli stati stazionario e pseudo-stazionario considerati per RUN 1 e RUN 2. 

Tabella 9: Confronto dei risultati di peso secco e conta cellulare per RUN 1 e RUN 2. 

 

Effettuando un confronto diretto tra le due sperimentazioni, risulta evidente che per ottenere un elevato e 

costante valore di produzione di biomassa sia conveniente applicare un HRT maggiore. Infatti, la coltura 

sperimentale alimentata con digestato vinicolo con HRT di 47 giorni si stabilizza al di sopra dei 2 g l-1 e ciò 

rappresenta un risultato ancora non riscontrato in letteratura. Tuttavia, dalla definizione stessa di HRT, 

rapporto tra volume del reattore e volume di alimentazione, risulta il limite di applicabilità di un alto HRT 

negli impianti di trattamento di reflui. Alti HRT non possono essere utilizzati nei grandi impianti di 

trattamento in quanto si allungherebbero i costi e le tempistiche di trattamento del digestato.  

RUN 1 RUN 2

Peso secco (g l-1) 2.2 ± 0.13 0.94 ± 0.06

C. cell (milioni di cell ml-1) 763.5 ± 94 75.83 ± 19.71
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4.2 Rimozione nutrienti e fitodepurazione 

 
Numerosi studi hanno evidenziato la possibilità di combinare la produzione di biodiesel da biomassa 

microalgale con la fitodepurazione delle acque reflue, rendendo il processo compatibile con l’ambiente 

(effettuando la fitodepurazione dei reflui), conveniente a livello economico e redditizia (Rawat et al., 2011; 

Li et al., 2011; Ahmad et al., 2013; Kligerman e Bouwer, 2015). L’applicazione delle microalghe al 

trattamento terziario dei reflui ha lo scopo principale di rimuovere N e P, responsabili del fenomeno di 

eutrofizzazione (Arbib et al., 2014). Per valutare la capacità di rimozione degli ioni durante le due 

sperimentazioni a differenti HRT, è stato monitorato l’effluente del sistema giornalmente.  

Di seguito viene riportata la caratterizzazione dell’effluente prelevato dal per RUN 1 e RUN 2 in termini di 

pH, sCOD e cationi (Tabella 10).  

Tabella 10: Caratterizzazione dell’effluente in condizioni di stato pseudo-stazionario per RUN 1 e RUN 2. 

 

Di seguito vengono riportati i valori di rimozione percentuale dei cationi monitorati (NH4
+, Na+, K+, Mg2+ e 

Ca2+) e del COD solubile per RUN 1 e RUN 2 (Tabella 11). 

Tabella 11: Valori di rimozione percentuale dei cationi durante la condizione di stato pseudo-stazionario in RUN 1 e in 

RUN 2. 

 

 

 

Caratterizzazione Effluente RUN 1 RUN 2

pH 8.76 ± 0.34 9.03 ± 0.07

sCOD (g sCOD l-1) 0.24 ± 0.06 0.14 ± 0.01

Na
+
 (g l

-1
) 0.07 ± 0.00 0.07 ± 0.00

NH4
+ (g l-1) 0.00 ± 0.00 0.09 ± 0.00

K+(g l-1) 0.27 ± 0.01 0.32 ± 0.02

Mg2+ (g l-1) 0.01 ± 0.00 0.02 ± 0.00

Ca2+
 (g l

-1
) 0.01 ± 0.00 0.05 ± 0.00

RUN 1 RUN 2

Na+ (%) 77.49 ± 7.76 96.82 ± 0.33

NH4
+
 (%) 98.97 ± 0.79 90.00 ± 2.31

K+ (%) 93.19 ± 2.02 59.97 ± 6.76

Mg2+ (%) 90.11 ± 4.63 98.57 ± 0.37

Ca2+ (%) 96.60 ± 2.13 98.82 ± 0.20

sCOD (%) - 27.96 ± 3.53
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Per quanto riguarda RUN 1, i risultati mostrano valori di rimozione elevati per l’ammoniaca (98.97 ± 0.79%). 

Questo dato è confrontabile con altri valori riscontrati in letteratura. In particolare, Van Do et al. (2020) 

analizza la coltivazione di un consorzio Chlorella variabilis-batteri in semi-continuo su acque reflue di 

origine domestica e ottiene una rimozione di ammoniaca del 94.1%, mentre Ledda et al. (2015) coltivando 

Chlorella pyrenoidosa su digestato da reflui di lavorazione dell’amido ottiene 95% di rimozione di ammonio 

da digestato centrifugato e 98% da digestato ultrafiltrato. Durante la seconda fase della sperimentazione 

(RUN 2) l’efficienza di rimozione dell’ammoniaca presenta invece un valore medio di 90.00 ± 2.31%. Questi 

risultati sono simili a quelli riportati da Amini et al. (2020) che, coltivando in semi-continuo un consorzio 

Chlorella vulgaris-batteri in acque reflue municipali, ottiene una rimozione di ammonio di 88.00 ± 1.00%. 

Wang et al. (2010) analizza la crescita di Chlorella vulgaris coltivata in semi-continuo su digestato da 

allevamento confrontando diversi HRT e relativa efficienza di rimozione dei nutrienti. Nello specifico con un 

HRT di 20 giorni ottiene un’efficienza di rimozione dell’ammonio del 100%, mentre applicando un HRT di 10 

giorni la percentuale scende al 58.30 ± 1.00%, diversamente da quanto accade in questa sperimentazione. 

Tipicamente, la rimozione dell’ammonio è associata ad un effetto congiunto di strippaggio ed utilizzo da 

parte delle specie microalgali (Gao et al., 2016). La concentrazione di ione ammonio in RUN 2 ha 

manifestato un andamento altalenante (Figura 12.b) che può essere associato ad una variazione 

dell’ammonio fornito come input del sistema (quindi le fluttuazioni stesse del digestato uscente dal sistema 

di digestione anaerobica). 

 Al contrario di quanto riscontrato per l’ammonio, le rimozioni di sodio, magnesio e calcio risultano 

maggiori in RUN 2 rispetto che in RUN 1. Nello specifico, per quanto concerne la rimozione di Na+ sono stati 

riscontrati valori medi di 77.49 ± 7.76% per RUN 1 e 96.82 ± 0.33% per RUN 2; la rimozione media di Mg2+ 

risulta essere 90.11 ± 4.63% per RUN 1 e 98.57 ± 0.37% per RUN 2, mentre per Ca2+ i valori sono di 96.60 ± 

2.13% per RUN 1 e 98.82 ± 0.20% per RUN 2. La percentuale di rimozione del potassio presenta invece 

valori di 93.19 ± 2.02% per RUN 1 e 59.97 ± 6.76% per RUN 2. Questa differenza seppur modesta di 

rimozione ionica può essere associata alla crescita della biomassa: infatti, per quanto in RUN 2 si manifesti il 

fenomeno di wash out, la rigenerazione cellulare ha un’attività incrementata rispetto al sistema a lungo 

periodo (RUN 1) a causa del carico organico più elevato e questo si può evincere proprio dalla rimozione 

degli ioni essenziali per l’attività fotosintetica ed enzimatica (Yao et al. 2013; Talebi et al. 2013). Data la 

maggiore costanza di monitoraggio del contenuto ionico del reattore durante RUN 2, vengono riportati in 

Figura 12 i profili di concentrazione per i vari cationi relativi a questa fase della sperimentazione.  
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Figura 12: Andamento delle concentrazioni di Na+ (a), NH4
+ (b), Mg2+ (c), K+ (d) e Ca2+ (e) all’interno del fotobioreattore durante RUN 2 .
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Per quanto riguarda la rimozione percentuale del COD solubile (sCOD), non è stata identificata nessuna 

rimozione durante RUN 1, mentre in RUN 2 è stata riscontrata una rimozione media percentuale del 27.96 

± 3.53%. Questo valore risulta confrontabile con i dati ottenuti da Pizzera et al. (2019) che applicando un 

HRT di 10 giorni a un consorzio microalghe-batteri coltivato su digestato agricolo ottiene una rimozione di 

sCOD del 29 ± 17%. I dati ottenuti da Pizzera et al. (2019) mostrano una deviazione standard elevata che 

può essere associata a vari fattori del sistema di digestione anaerobica, in quanto vengono utilizzati per 

l’alimentazione residui di tipologia stagionale che possono portare variazioni nel processo di digestione 

anaerobica (Scaglione et al., 2013). Inoltre, viene analizzato un consorzio microalghe-batteri, perciò la 

rimozione del sCOD può dipendere sia dal metabolismo mixotrofo delle microalghe sia da quello eterotrofo 

dei batteri; tuttavia i dati disponibili non sono sufficienti per distinguere i due contributi, così come in 

questo studio. 

I dati di rimozione ionica ottenuti possono portare a due considerazioni per l’applicabilità del sistema a 

lungo e breve HRT applicato alla coltivazione di consorzi microalghe-batteri: se da una parte l’applicazione 

di un lungo HRT non risulta pienamente sostenibile su larga scala, mostra però un’elevata rimozione di 

ammonio (98.97 ± 0.79%) ed un’elevata e stabile produzione di biomassa (2.2 ± 0.13 g l-1 in RUN 1 contro 

0.94 ± 0.06 g l-1 per RUN 2) dalla quale è possibile ottenere prodotti secondari ad alto valore aggiunto. Alte 

quantità di biomassa vengono inoltre richieste per facilitare le modalità di raccolta dall’impianto, che come 

precedentemente sottolineato rappresenta il principale costo di produzione. La coltivazione in cui viene 

invece applicato un HRT breve mostra un forte effetto fitodepurativo del refluo, con alte rimozioni dei 

cationi in soluzione, ma necessita di reinserimento di biomassa mediante ricircolo per evitare l’effetto di 

wash out (Solmaz et al., 2020). Questo si potrebbe ottenere attraverso l’implementazione del PBR con una 

tecnologia a membrana (Honda et al., 2017). 
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4.3 Caratterizzazione della biomassa 

 
Per entrambe le condizioni sperimentali è stata effettuata una caratterizzazione della biomassa uscente dal 

sistema in termini di composizione di proteine (%), lipidi (%), amido (%) e clorofilla a, b e carotenoidi totali 

(mg gbiomassa
-1) nelle condizioni di stato pseudo-stazionario considerato (corrispondenti al quarto HRT per 

RUN 1 e al terzo HRT per RUN 2) (Tabella 12). Nei paragrafi successivi sono riportate le discussioni dei 

risultati ottenuti per ogni singolo parametro. 

Tabella 12: Confronto composizione della biomassa del consorzio microalghe-batteri in condizioni di pseudo-stabilità 

di RUN 1 e RUN 2. 

 

4.3.1 Proteine 

 
Le analisi di caratterizzazione della biomassa alimentata con digestato vinicolo hanno mostrato un’alta 

percentuale di proteine per entrambe le condizioni sperimentali (44.39  ±  4.80% per RUN 1 e 48.65  ±  

5.33% per RUN 2) rispetto alla condizione di controllo relativa a RUN 1 alimentata con terreno sintetico BG 

11 (23.50  ± 3.63%). I valori ottenuti sono confrontabili con i dati relativi  alla coltivazione in semi-continuo 

di Chlorella sp. su reflui ad alto contenuto di ammonio che mostra una composizione percentuale in 

proteine compresa tra il 42% ed il 50% (Wang et al., 2020; He et al., 2013). I valori ottenuti risultano in linea 

anche con i dati riscontrati in letteratura (51-58%, Becker 2007). Arcila e Buitròn (2016) coltivano un 

consorzio microalghe-batteri in semi-continuo su acque reflue municipali applicando un HRT di 10 giorni e 

ottengono una percentuale di proteine di 58 ± 3%, mentre Fernàndez-Linares et al. (2020) ottiene 59.5 ± 

7.5%  per un consorzio microalghe-batteri coltivato in semi-continuo in open pond su reflui da allevamento. 

Per quanto riguarda la condizione di controllo la composizione percentuale di proteine risulta concorde con 

i dati ottenuti da Tan et al. (2020) del 25%. Tuttavia, in letteratura si possono trovare altri studi che 

riportano delle concentrazioni più elevate di proteine nella biomassa microalgale coltivata su mezzo 

sintetico: 38.9%, 40.5%, 41.3% e 39.8% per diverse specie del genere Chlorella sp. (Guccione et al., 2014). 

Ciò può dipendere dalle differenti condizioni di coltura, tra cui eventuali modificazioni del mezzo di crescita 

(utilizzo di urea come fonte di azoto invece che KNO3), differenti prestazioni dei PBR, intensità luminosa, 

concentrazione dell’inoculo, tasso di aerazione (Tan et al., 2020). Più in generale, la produzione di proteine 

varia in base alle condizioni colturali, in particolare diminuisce quando la coltura è sottoposta a stress da 

RUN 1 RUN 2

Lipidi (%) 20.00 ± 1.58 15.34 ± 5.00

Proteine (%) 44.39 ± 5.80 48.65 ± 5.33

Amido (%) 6.40 ± 0.60 5.73 ± 0.07

Clorofilla a (mg gbiomassa
-1) 3.86 ± 1.28 2.32 ± 0.26

Clorofilla b (mg gbiomassa
-1) 1.27 ± 0.20 0.68 ± 0.11

Carotenoidi (mg gbiomassa
-1

) 1.72 ± 1.03 0.64 ± 0.15
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carenza di azoto, e si verifica invece un accumulo di lipidi. Questo dato emerge da varie sperimentazioni 

che analizzano la risposta a diverse condizioni colturali, in particolare carenza o presenza di azoto (Tan et 

al., 2020). Tuttavia, in questo caso l’alimentazione in semi-continuo non porta la coltura ad una condizione 

di carenze nutrizionali e quindi la percentuale di proteine risulta correttamente invariata come evidenziato 

dal monitoraggio temporale durante RUN 1 e RUN 2 (Figura 13). L’alto contenuto di proteine nella 

biomassa microalgale può comportare, tra le varie opportunità di utilizzo, la prospettiva della produzione di 

bioplastiche (Zeller et al., 2013) o integratori alimentari per l’acquacoltura e il bestiame (Laurens e 

McMillans, 2017). 
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Figura 13: Quantitativo proteine totali (%) nella biomassa del consorzio microalghe-batteri in RUN 1 (a) e RUN 2 (b). 
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4.3.2 Amido 

 
La composizione percentuale dell’amido totale sulla biomassa in uscita dal sistema in semi-continuo è stata 

effettuata solo sulle condizioni sperimentali e non sulla condizione di controllo data la quasi totale assenza 

di biomassa analizzabile. Nello specifico, il contenuto medio di amido nella biomassa del consorzio 

microalghe-batteri in condizioni stazionarie risulta essere di 6.40 ± 0.60% per RUN 1 e 5.73 ± 0.07% per 

RUN 2. I valori riscontrati sono inferiori rispetto ai dati presenti in letteratura, 10.7 ± 3.60%,  16.8 ± 2.80% e 

25% (Halfhide et al., 2014; Garcìa-Cubero et al., 2018). A differenza di quanto accade nelle alghe rosse, 

nelle alghe verdi (Chlorophyta) l’amido viene sintetizzato esclusivamente nei cloroplasti con ADP-glucosio 

come donatore di glucosio, con lo stesso meccanismo in cui avviene nelle foglie delle piante superiori (Busi 

et al., 2014). Tale meccanismo dipende dalla disponibilità di carbonio, energia e nutrienti come azoto e 

fosforo. In condizioni di carenza di azoto a breve termine, in genere avviene un accumulo di amido. Alte 

disponibilità di fosforo invece determinano una diminuzione dell’accumulo di amido (Li et al., 2011). Allo 

stesso tempo, il pathway metabolico di sintesi dell’amido è strettamente associato al pathway di sintesi dei 

lipidi, infatti entrambi i prodotti secondari hanno un comune precursore: il gliceraldeide-3-fosfato. A livello 

molecolare, la sintesi dell’amido in condizione di stress colturale avviene prima della sintesi dei lipidi in 

quanto permette uno storage più veloce e semplice da utilizzare dal punto di vista energetico, e se le 

condizioni di stress permangono lo stesso amido degradato verrà utilizzato addizionalmente alle altre fonti 

di carbonio per la sintesi e storage dei lipidi (Fan et al., 2012; Fernandes et al., 2013; Zhu et al., 2014). Date 

le condizioni sperimentali applicate con digestato vinicolo, probabilmente il basso accumulo di amido è 

legato alla non carenza di nutrienti nel mezzo di coltura. Sfortunatamente, la bassa concentrazione di 

amido riscontrata nella biomassa non permette il suo utilizzo come substrato di terza generazione per la 

produzione di bioetanolo o bioplastiche (Asada et al., 2012; Mathiot et al., 2020).  

4.3.3 Lipidi 

 
La quantificazione dei lipidi totali ha evidenziato un accumulo maggiore e più costante in RUN 1 (20.00 ± 

1.85%) piuttosto che in RUN 2 (15.34 ± 5.00%). L’analisi per la quantificazione totale dei lipidi è stata svolta 

per tutta la durata di entrambe le fasi della sperimentazione, e il valore medio riportato è relativo allo stato 

stazionario (ultimo HRT per RUN 1) e pseudo-stazionario considerato (terzo HRT per RUN 2). Analizzando i 

dati relativi a RUN 1, si è evidenziato un accumulo importante di lipidi durante il terzo HRT, valore che poi è 

diminuito e si è stabilizzato durante lo stato stazionario (Figura 14.a). In RUN 2 invece l’accumulo di lipidi ha 

avuto un andamento differente in quanto è stata riscontrata una progressiva diminuzione della frazione 

lipidica. L’analisi visiva diretta al microscopio ottico con un ingrandimento 40X ha mostrato una variazione 

in dimensione delle cellule durante RUN 2; sovrapponendo il monitoraggio in dimensione con l’accumulo di 
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lipidi è possibile identificare una correlazione tra la diminuzione dell’accumulo di lipidi e le dimensioni 

cellulari (Figura 14.b). Per entrambe le fasi sperimentali (RUN 1 e RUN 2), il contenuto di lipidi a stabilità è 

concorde con i valori bibliografici (14-22%) riportati da Becker (2007) (Becker, 1994; Becker 2004) e anche 

con lo studio condotto da Chu et al. (2015) che riporta per Chlorella pyrenoidosa coltivata in semi-continuo 

su digestato proveniente da reflui di lavorazione dell’amido un contenuto di lipidi di 24.37 ± 1.36% con HRT 

di 20 giorni.  

Arcila e Buitròn (2016) analizzano la crescita di consorzi microalghe-batteri a vari HRT per valutarne 

l’effetto sulla composizione della biomassa, identificando che con un HRT di 10 giorni la concentrazione di 

lipidi risulta del 9 ± 2%. Tuttavia, secondo questo studio non è l’HRT a influire sul contenuto di lipidi, ma la 

concentrazione di azoto (Richardson et al., 1969). Questa ipotesi è stata indagata anche da altri studi, 

applicando sia quantitativi di azoto sufficienti che di deficit alle colture e differenti condizioni di coltura (i.e. 

temperatura, luce) ed è stato ottenuto che l’accumulo di lipidi è direttamente correlato al quantitativo di 

azoto disponibile per la cellula dove se è richiesta una produzione di lipidi elevata, si necessita di una 

condizione di limitazione di azoto (Loera-Quezada e Olguìn, 2010; Gonzàlez-Fernàndez et al., 2011). 

Pertanto, questi studi evidenziano come l’accumulo di lipidi nelle cellule microalgali sia correlato alla 

disponibilità di azoto nel mezzo colturale.  

In generale, la coltivazione di microalghe in mixotrofia in condizione di stress da carenza di ammonio (ad 

esempio 20 mg l-1 N-NH4
+ (Feng et al. 2011)) porta tipicamente ad un accumulo maggiore di lipidi nella 

biomassa. Per quanto la percentuale di lipidi ottenuta in entrambe le fasi sperimentali risulti inferiore al 

38% riportato da Feng et al. (2011), la frazione lipidica può comunque potenzialmente essere utilizzata per 

la produzione di biocarburanti unita all’effetto fitodepurativo sul refluo (Rawat et al., 2011; Salama et al., 

2017; Fazal et al., 2018; Li et al., 2019). A questo proposito si è osservato un maggiore e soprattutto più 

costante accumulo di lipidi in RUN 1 (20.00  ± 1.58% rispetto a 15.34 ± 5.00% di RUN 2) che può essere 

correlato alla maggiore efficienza di rimozione dell’azoto riscontrata in questa fase della sperimentazione 

(98.97 ± 0.79% rispetto al  90.00 ± 2.31% in RUN 2) e anche al fatto che in RUN 1 l’alimentazione è stata 

fatta tre volte a settimana, in RUN 2 cinque volte a settimana. Questi due fattori possono aver comportato 

una condizione con azoto limitante nella coltura durante RUN 1 che ha determinato a sua volta una 

tendenza ad un accumulo di lipidi superiore nella biomassa del consorzio in RUN 1 piuttosto che in RUN 2. 
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Figura 14: Monitoraggio del quantitativo di lipidi totali (%) nella biomassa del consorzio microalghe-batteri in RUN 1 (a) nelle condizioni sperimentali con 

digestato vinicolo (Digestato) e BG11 (Controllo) e in RUN 2 (b) con immagini dirette a microscopio ottico con ingrandimento 40X con micrometro.
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4.3.4 Clorofille a e b e carotenoidi 

 
La quantificazione di clorofilla a, b e carotenoidi totali è stata effettuata sulla biomassa uscente dal sistema 

di alimentazione in semi-continuo per la condizione di controllo e le condizioni sperimentali alimentate a 

digestato vinicolo (RUN 1 e RUN 2). La quantificazione dei pigmenti presenti all’interno della biomassa 

risulta un’analisi fondamentale se lo scopo della coltivazione è la produzione di biodiesel; l’eccessiva 

presenza di clorofille può influire negativamente sui processi di produzione (transesterificazione) e 

combustione del biodiesel prodotto, determinandone inoltre una colorazione opaca in quanto la 

metodologia di estrazione chimica degli oli comporta anche l’estrazione dei pigmenti (Li et al., 2016). Per 

ovviare quindi alla presenza di pigmenti fotosintetici all’interno dell’olio estratto sono state identificate 

diverse metodologie applicabili, come la saponificazione con NaOH prima dell’estrazione chimica con 

metanolo-cloroformio (Sandani et al., 2020). Le analisi hanno evidenziato in RUN 1 un notevole accumulo di 

tutti e tre i pigmenti analizzati (8.50 ± 1.28 mg l-1 di Ch a, 2.80 ± 0.20 mg l-1 di Ch b e 3.78 ± 1.03 mg l-1 di 

carotenoidi totali). L’analisi dei pigmenti durante RUN 2 invece ha mostrato un andamento decrescente nel 

tempo (Figura 15) determinato probabilmente dalla condizione di wash out del sistema. Nello specifico i 

valori medi relativi allo stato pseudo-stazionario sono di 1.77 ± 0.37 mg l-1  di Ch a, 0.76 ± 0.08 mg l-1  di Ch b 

e 0.51 ± 0.22 mg l-1 di carotenoidi totali. Per quanto si abbia una diminuzione del quantitativo di clorofilla a, 

i valori di clorofilla b e carotenoidi totali risultano invece costanti nel tempo, confrontabili con i dati 

ottenuti da Nwoba et al. (2016), che riporta valori di 1.76 ± 0.12 mg l-1, 0.28 ± 0.06 mg l-1 e 0.03 ± 0.08 mg l-1 

per clorofilla a, b e carotenoidi rispettivamente, in Chlorella sp. coltivata in semi-continuo su digestato da 

allevamento di suini in vasca aperta. La clorofilla a è il principale fotorecettore responsabile 

dell’assorbimento della radiazione luminosa, ma anche clorofilla b e carotenoidi hanno un ruolo importante 

nel processo fotosintetico (Hosikian et al., 2010). La curva relativa ai carotenoidi totali in RUN 2 non subisce 

grandi variazioni, mantenendo per tutta la durata della sperimentazione un andamento costante senza 

mostrare nessun accumulo. Queste analisi dimostrano che la coltura non ha subito particolari stress o 

effetti inibitori della crescita: infatti, condizioni di stress soprattutto dovute a carenza di nutrienti si 

manifestano con degradazione delle clorofille e accumulo di carotenoidi (Zuliani et al., 2016). Un confronto 

del quantitativo di pigmenti rispetto ai valori di peso secco ottenuti mostra che, applicando HRT brevi con 

condizione di wash out, vi è una correlazione tra le due serie di dati che mostrano lo stesso andamento, 

soprattutto per quanto riguarda la curva della Clorofilla a (Figura 15).
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Figura 15: Quantitativo di clorofilla a (Ch a), clorofilla b (Ch b) e carotenoidi totali (Cart. Tot) nella biomassa del consorzio microalghe-batteri in RUN 2 (b) confrontata con il 

grafico dell’analisi del peso secco di RUN 2 (a). 
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Tipicamente la misurazione delle clorofille ai loro picchi di assorbanza massima viene correlata al 

quantitativo di biomassa presente nel mezzo ma la correlazione può essere applicata correttamente solo se 

la coltura è in condizioni axeniche e stabili monitorate nel tempo. Ipotizzando che tutta la biomassa sia 

costituita da microalghe, otteniamo per RUN 1 valori medi relativi al periodo di stabilità di 3.86 ± 1.28 mg 

gbiomassa
-1 (Ch a), 1.27 ± 0.20 mg gbiomassa

-1 (Ch b) e 1.72 ± 1.03 mg gbiomassa
-1 (Car. Totali). Per RUN 2 invece i 

valori relativi al periodo di pseudo-stabilità considerato sono di 2.32 ± 0.26 mg gbiomassa
-1 (Ch a), 0.68 ± 0.11 

mg gbiomassa
-1 (Ch b) e 0.64 ± 0.15 mg gbiomassa

-1 (Car. Totali) (Tabella 12).  Nella sperimentazione effettuata la 

coltivazione non prevede l’utilizzo di colture axeniche di Chlorella sp., ma di un consorzio microalghe-

batteri. La correlazione tra i dati ottenuti dall’analisi della clorofilla a ed il peso secco ci può suggerire che la 

coltura è composta principalmente dalla specie microalgale e solo in piccola percentuale da batteri 

provenienti dal sistema di digestione anaerobica. Futuri studi verranno applicati per la caratterizzazione 

delle specie presenti nel consorzio studiato. 

 

4.4 Caratterizzazione della frazione lipidica 

 
Effettuando una approfondita ricerca bibliografica si è evinto che l’applicazione di un sistema di 

alimentazione in semi-continuo viene richiesta come metodologia di coltivazione ottimale per la 

produzione di biodiesel da biomassa microalgale (Kaspar et al., 2014; Zhu et al., 2013; Yin et al., 2020). 

Tambiev et al. (1989) definisce che la percentuale di triacilgliceroli (TAG) sul totale dei lipidi accumulati 

nella biomassa varia a seconda delle specie microalgali e dello stato fisiologico della coltura, indicando un 

range compreso tra 38% e 65%. Il biodiesel è costituito da esteri metilici dei TAG ottenuti da oli animali o 

vegetali che vengono sottoposti a transesterificazione (biodiesel di seconda generazione). Petkov e Garcia 

(2007) hanno identificato che, per la specie Chlorella vulgaris, la composizione della frazione lipidica risulta 

conforme a quella ottenuta da oli di origine animale e vegetale, potendola quindi applicare per la 

produzione di biodiesel di terza generazione.  

Gli esteri metilici degli acidi grassi (FAME) sono il substrato di partenza per la produzione di biodiesel. Non 

tutti i lipidi possono essere convertiti in FAME, pertanto un’analisi di caratterizzazione della frazione lipidica 

rappresenta un indicatore diretto del quantitativo di lipidi che può essere utilizzato per produrre biodiesel 

(Li et al., 2011). La caratterizzazione della frazione lipidica rappresenta il collo di bottiglia per la produzione 

di biodiesel di terza generazione poiché gli Standard qualitativi Europei (EN14214 e EN14213) richiedono un 

contenuto di C18:3 (acido linolenico) inferiore al 12% ed una concentrazione di acidi grassi con quattro o 

più doppi legami inferiore all’1% mol (Chisti, 2007). 
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La caratterizzazione della frazione lipidica della biomassa microalgale relativa a entrambe le fasi della 

sperimentazione (RUN 1 e RUN 2, Tabella 13) ha mostrato che l’olio estratto può essere utilizzato per la 

produzione di biodiesel di terza generazione in quanto conforme al EN14214 e EN14213 data la bassissima 

percentuale di acido linolenico ed acidi grassi con quattro o più doppi legami. 

 

Tabella 13: Caratterizzazione della frazione lipidica del consorzio microalghe-batteri in RUN 1 e in RUN 2. 

 

 

Per la produzione di biodiesel di terza generazione sono preferibili alte concentrazioni di acidi grassi saturi e 

monoinsaturi, poiché gli acidi grassi poli-insaturi tendono a interferire negativamente con la stabilità del 

biocarburante (Greenwell et al., 2010). I dati di caratterizzazione ottenuti applicando HRT differenti hanno 

mostrato che la composizione della frazione lipidica risulta principalmente composta da acidi C16 e C18, 

come riportato da He et al. (2013). Differenza importante risulta nell’abbondanza di acido linoleico (C18:2) 

in RUN 1 (52.35 ± 4.43%) rispetto a RUN 2 (23.37 ± 0.04%) e rispetto ai dati riscontrati in letteratura. He et 

al (2013) analizza il profilo degli acidi grassi di Chlorella vulgaris coltivata in acque reflue e ottiene 28.2% di 

acido linoleico e 26.2% di acido palmitico. Yang et al. (2017) analizza la coltivazione in semi-continuo di 

Chlorella sp. su reflui municipali riprodotti artificialmente e ottiene 28.2% di acido linoleico e 34.4% di acido 

palmitico. La presenza di acido palmitico (C16:0) nella frazione lipidica riscontrata nelle condizioni 

sperimentali con digestato è stata identificata anche in altri studi relativi alla coltivazione di microalghe su 

acque reflue e digestato (Gupta et al., 2016; Kuo et al., 2015; Fernandez-Linares et al., 2020), 

coerentemente con i nostri risultati (27.89 ± 3.41% per RUN 1 e 27.45 ± 0.50% per RUN 2).  

Interessante risulta la quasi assenza di acido linolenico (C18:3) ottenuta in entrambe le condizioni 

sperimentali: 0.53 ± 0.29% per RUN 1 e 0.7 ± 0.04% per RUN 2. Questi valori sono di molto inferiori rispetto 

a quelli riscontrati in letteratura. Chu et al. (2015) riporta per Chlorella pyrenoidosa coltivata in semi-

continuo (HRT = 10 giorni) su digestato da reflui di lavorazione dell’amido una percentuale di acido 

linolenico di 11.37 ± 1.06%, durante l’estate. Questo studio è stato effettuato in fotobioreattori all’aperto 

per valutare anche l’effetto delle temperature; a tal proposito, dimostra che con la stagione invernale 

ACIDO GRASSO RUN 1 RUN 2

A. miristico (%) C14:0 0.87 ± 0.24 6.27 ± 2.88

A. palmitico (%) C16:0 27.89 ± 3.41 27.45 ± 0.5

A. stearico (%) C18:0 2.75 ± 0.73 25.75 ± 10.77

A. palmitoleico (%) C16:1 4.48 ± 0.83 2.93 ± 0.57

A. oleico (%) C18:1 7.83 ± 1.19 6.33 ± 1.24

FA C16:2 (%) C16:2 3.28 ± 0.86 7.21 ± 1.38

A. linoleico (%) C18:2 52.35 ± 4.43 23.37 ± 4.15

A. linolenico (%) C18:3 0.53 ± 0.29 0.7 ± 0.04
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aumentano le percentuali di acidi grassi insaturi, in particolare C18:2 e C18:3 (24.57 ± 0.77% in inverno 

sempre con HRT = 10 giorni). Tan et al. (2018) analizza la coltivazione in semi-continuo di Chlorella vulgaris 

su compost di allevamento e ottiene  32.2% di acido linolenico. Fernandez-Linares et al. (2020) riporta  una 

composizione di 26.03% di acido palmitico, 8.05% di acido oleico e 19.19% di acido linolenico per un 

consorzio microalgale coltivato in semi-continuo (con HRT=13 giorni) su acque reflue da allevamento in 

vasche aperte. Questi risultati (in cui il contenuto di acido linolenico risulta superiore al 12%) li  obbligano a 

considerare dei pretrattamenti per la rimozione dell’acido linolenico in modo da rientrare negli Standard 

Europei. La necessità degli Standard Europei di limitare la concentrazione di acido linolenico riguarda la sua 

caratteristica chimica relativa alla presenza di due gruppi bi-allilici (cioè un atomo di carbonio adiacente a 

due doppi legami), che lo rendono particolarmente suscettibile all’instabilità ossidativa. La stabilità 

ossidativa è una delle proprietà più importanti del biodiesel, e serve ad evitare un aumento eccessivo della 

viscosità, la produzione di gomme, sedimenti o altri depositi (Knothe, 2005). Per aumentare la stabilità del 

biodiesel si può creare un blend di oli con valori diversi di stabilità ossidativa, o possono essere utilizzati 

degli additivi antiossidanti; nonostante molti oli vegetali contengano già delle sostanze antiossidanti (i.e. 

carotenoidi) si preferiscono antiossidanti sintetici in quanto ritenuti più efficaci (Hoekman et al., 2012).
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4.5 Considerazioni sullo sviluppo del processo 

 
Il processo di produzione di biodiesel da biomassa microalgale consiste in tre fasi principali: l’unità di 

produzione cellulare, la separazione delle cellule dal mezzo di crescita e l’estrazione degli oli. La prima fase 

prevede la selezione del tipo di microalga e la definizione dei parametri di coltivazione. Da questa 

sperimentazione emerge la validità della coltivazione in semi-continuo su digestato in condizioni di 

mixotrofia per la produzione di biodiesel di terza generazione e contemporanea fitodepurazione del refluo. 

L’utilizzo di acque reflue o digestato anaerobico come mezzo colturale consente di recuperare i nutrienti 

presenti nel mezzo da depurare e utilizzarli per la crescita delle microalghe. In questo modo, si ha il duplice 

beneficio di ridurre i costi di trattamento terziario del refluo, e di ridurre anche i costi colturali delle 

microalghe, che risulterebbero altrimenti non sostenibili. L’aspetto chiave della produzione di biodiesel da 

microalghe su larga scala risiede nello sviluppo di sistemi di coltivazione efficienti ed economici, 

nell’identificazione del mezzo colturale più appropriato, della tecnica di raccolta più conveniente e della 

specie che abbia la produttività di lipidi più idonea agli scopi.  

L’implementazione del sistema di coltivazione microalgale può essere ottenuta attraverso l’utilizzo di un 

fotobioreattore a membrana (MPBR). Questa tecnologia combina un PBR chiuso con un sistema a micro o 

ultrafiltrazione tramite membrana (Luo et al., 2017). L’uso della membrana è finalizzato alla completa 

ritenzione della biomassa microalgale per evitare fenomeni di wash out del sistema che può verificarsi 

applicando HRT troppo brevi. Infatti, utilizzando un MPBR si possono controllare in maniera separata due 

parametri operativi: HRT (tempo di ritenzione idraulico) e SRT (tempo di ritenzione dei solidi), un valore 

associato alla concentrazione della biomassa (Honda et al., 2017). La presenza della membrana consente 

quindi di lavorare ad alti SRT, mantenendo alte concentrazioni di biomassa, e bassi HRT per ottimizzare la 

rimozione dei nutrienti dal refluo. Lo sdoppiamento di questi due parametri consente ai reattori a 

membrana di ottenere una produzione di biomassa microalgale anche 3.5 volte superiore rispetto a un 

semplice PBR (Marbelia et al., 2014). Studi precedenti riportano 18 giorni come SRT ottimale per Chlorella 

sp. (Honda et al., 2012).  

La possibilità di coltivare e raccogliere microalghe in continuo  risolve il problema dell’approvvigionamento 

delle materie prime stagionali per la produzione di biodiesel (i.e. soia, colza) (Mata et al., 2010). La raccolta 

rappresenta il 20-30% dei costi operativi totali (Molina Grima et al., 2003). La difficoltà di questa operazione 

è dovuta alle piccole dimensioni delle cellule microalgali (<20µm), alla densità simile a quella dell’acqua 

(1.08-1.13 g ml-1) e carica superficiale fortemente negativa (Lavoie e de la Noue, 1987; Chen e Yeh, 2005). 

Ogni tecnologia presenta i suoi pro e contro, ed è quindi difficile individuare la tecnica migliore in assoluto: 

bisogna considerare le dimensioni delle cellule microalgali, la densità della coltura, le caratteristiche del 

prodotto che si vuole ottenere e l’eventuale riciclo del mezzo colturale. I metodi di raccolta più comuni 

prevedono sedimentazione, centrifugazione o filtrazione, talvolta associate a flocculazione chimica o 
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biologica per favorire la formazione di aggregati. Tuttavia, questi metodi sono poco convenienti a livello 

economico per trattare grandi volumi di biomassa. Studi precedenti hanno posto l’attenzione sulla 

flocculazione microbica (o autoflocculazione) come alternativa economicamente sostenibile ai metodi di 

raccolta tradizionale.  

L’autoflocculazione consiste nell’aggregazione naturale delle cellule microalgali e formazione di colonie. 

Questo meccanismo dipende da vari fattori come pH, presenza di ioni, produzione di polisaccaridi, presenza 

di altre specie microbiche (batteri) e dimensioni delle cellule (Christenson e Sims, 2012). Ad alti valori di pH, 

la CO2 consumata durante il processo di fotosintesi può precipitare come carbonato insieme alle cellule 

algali; pertanto, la coltivazione prolungata sotto la luce del sole con limitato apporto di CO2 può favorire 

questo fenomeno e facilitare così la raccolta (Pragya et al., 2013). L’autoflocculazione può essere simulata 

in laboratorio aggiungendo NaOH per raggiungere il valore di pH desiderato (Chen et al., 2011). Chlorella 

sp. coltivata in acque reflue da produzione birraia ha dimostrato una tendenza significativa 

all’autoflocculazione (Farooq et al., 2013). Favorire la naturale aggregazione tra cellule microalgali è 

un’opzione molto valida per ridurre notevolmente i costi di raccolta della biomassa, e consentirebbe di 

ottenere sia un’alta qualità di trattamento del refluo sia una grande quantità di biomassa microalgale da cui 

ottenere prodotti secondari ad alto valore aggiunto. L’aggregazione di colonie microalgali e batteri del 

refluo per formare fiocchi (>500µm) può essere favorita attraverso il ricircolo della biomassa raccolta. È 

necessario comunque approfondire la conoscenza di questo fenomeno per capire attraverso quali altri 

parametri poterlo indurre. 

L’estrazione degli oli vegetali dalla biomassa microalgale può essere ottenuta mediante metodi fisici o 

chimici, i quali prevedono l’utilizzo di solventi; in questo caso è stata utilizzata una soluzione di cloroformio 

e metanolo in rapporto 2:1. Il metodo ottimale di estrazione dei lipidi dovrebbe essere veloce, facilmente 

scalabile, efficiente e non dannoso per i lipidi estratti (Rawat et al., 2011). Tra le tecnologie green più 

studiate negli ultimi anni c’è l’estrazione con CO2 supercritica. I fluidi supercritici sono quei fluidi che si 

trovano in condizioni di temperatura superiore alla loro temperatura critica e pressione superiore alla loro 

pressione critica. In queste condizioni le proprietà del fluido sono in parte analoghe a quelle di un liquido 

(i.e. densità) e in parte analoghe a quelle di un gas (i.e. viscosità). Questi fluidi trovano impiego come 

solventi industriali, in particolare la CO2, che vanta condizioni critiche non drastiche (Tc=31.1°C, Pc=73.8 

bar). Una tipica unità di estrazione con CO2 supercritica è costituita da una pompa di alimentazione per la 

compressione e il trasporto della CO2 liquida fino al recipiente dove avviene l’estrazione, situato all’interno 

di un forno, e da una valvola per depressurizzare la CO2 allo stato supercritico in ingresso. Una volta che il 

forno è caldo, la CO2 compressa entra nell’unità allo stato supercritico ed estrae i lipidi dalla biomassa 

microalgale. L’uso di questa tecnologia vanta un basso impatto ambientale e bassa tossicità. I principali 

svantaggi sono i costi operativi e infrastrutturali elevati (Halim et al., 2012). Spesso la biomassa residua 
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dall’estrazione della frazione lipidica viene riutilizzata come mangime per animali, in acquacoltura o come 

fertilizzante organico: la bassa tossicità associata all’utilizzo di CO2 supercritica favorirebbe questo tipo di 

riutilizzo. In questa ottica sarebbe interessante sviluppare delle strutture idonee in cui poter sfruttare i 

fluidi supercritici per questo tipo di applicazioni riducendo gli oneri economici. 
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5. Conclusioni  
 

Nel presente lavoro di tesi è stata studiata l’ottimizzazione della coltivazione in fotobioreattore in semi-

continuo di un consorzio microalghe-batteri con la doppia funzionalità di depurazione del refluo (digestato) 

e produzione di prodotti secondari ad alto valore aggiunto (nello specifico, lipidi per produzione di 

biodiesel). Le sperimentazioni attuate applicando due diversi HRT (47 giorni e 10 giorni) hanno portato alla 

conclusione che per ottenere una produzione di biomassa elevata e costante è consigliabile applicare HRT 

lunghi: infatti con HRT di 47 giorni (RUN 1) si è ottenuta una produzione di 2.2 ± 0.13 g l-1, mentre con HRT 

di 10 giorni (RUN 2) 0.94 ± 0.06 g l-1, entrambi allo stato stazionario. Per quanto riguarda la rimozione di 

nutrienti e l’utilizzo del consorzio studiato per la fitodepurazione, i dati ottenuti applicando un HRT lungo 

hanno mostrato un’elevata rimozione di ammonio, superiore a quella riscontrata applicando un HRT breve. 

La problematica riscontrata in RUN 2 è stato il wash out del sistema. 

Per quanto riguarda la caratterizzazione della biomassa, i contenuti di proteine sono risultati elevati e 

stabili in entrambe le condizioni sperimentali (44.39 ± 5.8% e 48.65 ± 5.33% per la biomassa per RUN 1 e 

RUN 2, rispettivamente) indicando la potenzialità di utilizzo di questo consorzio per la produzione di 

integratori per l’acquacoltura. L’amido presente nella biomassa del consorzio microalghe-batteri presenta 

concentrazioni costanti ma purtroppo non sufficienti per essere utilizzato come substrato per la produzione 

di bioplastiche o bioetanolo (6.4 ± 0.6% e 5.73 ± 0.07% per RUN 1 e RUN 2, rispettivamente).  

Valori interessanti sono stati ottenuti per la frazione lipidica, dove l’applicazione di un HRT elevato ha 

mostrato valori costanti di lipidi (20.00 ± 1.58%) contrariamente all’applicazione di HRT breve (15.34 ± 

5.00%). La caratterizzazione in composizione della biomassa uscente dal sistema in semi-continuo ha 

risposto alla domanda relativa alla variazione in dimensione delle cellule durante la variazione degli HRT 

applicati, cioè quale composto venisse stoccato all’interno delle cellule che comportasse un aumento in 

dimensioni. Le analisi effettuate hanno evidenziato che i lipidi rappresentano il prodotto secondario con 

maggiore variazione e che probabilmente è proprio il loro accumulo a modificare morfologicamente le 

cellule microalgali (RUN 2).  

Sicuramente un’applicabilità della biomassa ottenuta è l’uso come integratori alimentari per l’acquacoltura, 

data l’abbondanza di proteine legata all’alto consumo di azoto ammoniacale (Liu et al., 2019), ma anche la 

frazione lipidica può essere utilizzata per la produzione di biodiesel. Per valutare l'applicabilità dell’utilizzo 

dell’olio estratto dalla biomassa è stata effettuata una caratterizzazione della frazione lipidica. L’analisi di 

caratterizzazione della frazione lipidica per entrambe le condizioni sperimentali ha evidenziato il potenziale 

utilizzo per la produzione di biodiesel senza la necessità di pretrattamenti. In particolare, le concentrazioni 

di acido linolenico risultano molto inferiori ai limiti imposti dagli Standard Europei (12%w/w): nello 

specifico le concentrazioni ottenute risultano essere di 0.53 ± 0.29% in RUN 1 e 0.7 ± 0.04% in RUN 2. 
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Appendice 1 – Materiali e Metodi 
 

Monitoraggio e caratterizzazione della biomassa  

 

Analisi del peso secco 

 
L’analisi del peso secco è stata effettuata utilizzando filtri in acetato di cellulosa con porosità di 0.45 µm 

(aggiungi Whatman). Prima dell’analisi il filtri venivano posti in forno a 105°C per almeno 24 ore, si 

effettuava la pesata del filtro vuoto secco (P0) e successivamente venivano posti sul sistema di filtraggio 

tramite pompa a vuoto. Un’aliquota di campione veniva prelevata (V), filtrata e lavata con acqua distillata. Il 

filtro contenente il campione umido veniva posto nuovamente in forno a 105 °C per almeno 2 ore e 

successivamente pesato (P1). Il valore di peso secco (espresso in g l-1) è determinato dall’equazione 8:  

       𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑐𝑜 (𝑔 𝑙−1) =
(𝑃1 (𝑔)− 𝑃0 (𝑔))

𝑉 (𝑙)
       Eq 8 

Dove: 

P1 = peso del filtro con campione dopo il passaggio in forno; 

P0 = peso del filtro vuoto. 

Conta cellulare 

 
La conta cellulare è stata effettuata utilizzando il microscopio ottico da banco con ingrandimento 40X 

tramite camera di conta Bürker. La struttura della camera di conta è definita da un reticolo di linee singole 

e doppie verticali e orizzontali che permettono di identificare 9 riquadri delimitati da una doppia linea. 

Prelevando 10 µl di campione opportunamente diluito e posizionandolo sulla camera di conta, coprendolo 

successivamente di un vetrino coprioggetto, si può effettuare la conta diretta delle cellule nella soluzione 

con una concentrazione definita come milioni di cellule ml-1. La camera di conta di Bürker è composta da un 

reticolo di 9 quadrati delimitati da doppia riga; ogni quadrato è suddiviso in ulteriori 16 quadrati più piccoli. 

Tipicamente la conta diretta viene effettuata in più copie in modo da avere un’omogeneità del dato 

ottenuto e sulla camera vengo contate le cellule presenti all’interno di tre su nove dei grandi quadrati 

delimitati dalla doppia linea in diagonale. Onde evitare una sovrastima della conta, per il primo quadrato 

grande vengono contate tutte le cellule sia all’interno del quadrato che di tutte e quattro le doppie linee, 

per i successivi due si contano le cellule presenti all’interno del quadrato e solo due delle doppie linee. 

L’equazione che consente di quantificare le cellule è la seguente (Eq 9): 

Milioni di cellule ml−1  =  Somma delle cellule contate nei tre quadrati ∗  3 ∗  V𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒                     Eq 9 
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Quantificazione dei lipidi totali 

 
La quantificazione dei lipidi totali (Folch et al., 1957) è stata effettuata pesando 0,02 g di campione 

liofilizzato e finemente tritato a cui vengono aggiunti 4 ml di soluzione cloroformio:metanolo (2:1). La 

soluzione viene posta in sonicatore per 1 ora ed al termine la soluzione viene recuperata e centrifugata per 

5 minuti a 9000 rpm. Al termine della centrifuga viene recuperato il surnatante e la biomassa rimanente 

viene lavata con la soluzione cloroformio:metanolo, per poi essere ricentrifugata. Tutto il surnatante 

recuperato viene lavato con H2O distillata a cui è stato aggiunto NaCl (un cucchiaio per 10 ml di acqua). 

Terminata la separazione di fase, l’acqua viene rimossa e alla fase organica vengono aggiunti 6-7 cucchiaini 

di magnesio-solfato (Sigma-Aldrich) in modo da eliminare completamente la frazione acquosa. Il campione 

contente il magnesio solfato viene agitato energicamente e sottoposto a centrifuga per 5 minuti a 9000 

rpm. Il surnatante viene recuperato e posto nei palloni di vetro da RotaVapor, precedentemente pesati da 

asciutti e vuoti (P0). Il sale rimanente viene lavato con la soluzione cloroformio:metanolo e sottoposto a un 

altro ulteriore di centrifuga per 5 minuti a 9000 rpm per recuperare completamente l’estratto. Il surnatante 

recuperato dal lavaggio viene posto nel pallone di vetro insieme al resto del campione. Ogni pallone viene 

posto in RotaVapor a 30°C per 25 minuti. Al termine, il pallone viene asciugato accuratamente e ripesato 

con il campione essiccato all’interno (P1). Il quantitativo di lipidi totali si ottiene mediante l’equazione 10:  

𝐿𝑖𝑝𝑖𝑑𝑖 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑖 (%)  =  ((𝑃1 – 𝑃0) / 𝑔𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑝𝑒𝑠𝑎𝑡𝑎) ∗ 100                                   Eq 10 

Dove: 

P1 = peso del pallone con campione dopo passaggio in RotaVapor; 

P0 = peso del pallone vuoto. 

Caratterizzazione della frazione lipidica 

 
0.2-0.3 mg di biomassa liofilizzata e finemente tritata sono stati utilizzati in duplicato per ogni 

caratterizzazione della frazione lipidica. In accordo con il metodo di derivatizzazione degli acidi grassi (Izzo 

et al., 2013; Fuster-Lòpez et al., 2016; Izzo et al., 2014; Fuster-Lòpez et al., 2018; Caravà et al., 2020; Izzo et 

al., 2017; Rigon et al., 2020) i lipidi contenuti nella biomassa liofilizzata sono stati trasformati nei loro 

corrispettivi metil-esteri tramite un singolo step di transesterificazione usando 50 µl di 

m(trifluorometilfenil)trimetilammonio idrossido, 2.5 % in metanolo, con un tempo di reazione di una notte 

a temperatura ambiente. Un microlitro di campione derivatizzato è stato iniettato automaticamente 

mediante autocampionatore  AS 1310 (Thermoscinetific) nel sistema Trace GC 1300 (Thermoscientific) 

accoppiato a uno spettrometro di massa con detector ISQ 7000 con analizzatore a quadrupolo 

(Thermoscientific). La separazione cromatografica è stata effettuata su base di legami chimici fusi alla 

colonna DB-5MS capillare in silicio (lunghezza 30m, 0.25 mm, 0.25 µm -5% fenil metil polisilossano) usando 
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elio come carrier (flusso a 1 ml min-1). La temperatura di iniezione era di 280 °C e l’interfaccia MS a 280 °C. 

La linea di traferimento era a 280 °C e la temperatura alla fonte MS era di 300 °C. Il programma di 

temperatura era settato da 50 a 320 °C con una rampa di 10 °C min-1, mantenendo la temperatura stabile 

per 5 minuti. L’MS ha corso in modalità Full Scan (m/z 40-650), 1.9 scans s-1. L’energia di ionizzazione 

elettronica era di 70 eV. I composti sono stati identificati confrontando i dati ottenuti con le librerie NIST e 

MS Search 1.7 dello spettro di massa e una libreria creata degli autori. L’analisi quantitativa degli acidi 

grassi caratterizzati ha usato l’acido nonodecanoico come standard interno e una soluzione standard 

contenete acidi grassi saturi (miristico, palmitico e sterico) e insaturi (oleico, linoleico, linolenico, 

palmitoleico) e glicerolo. La quantificazione è stata riportata in concentrazione % w/w (percentuale di acido 

grasso su totale di lipidi estratti). 

Quantificazione Clorofilla a e b e Carotenoidi totali 

 
L’estrazione e quantificazione delle Clorofille a e b (Ch a e Ch b) e carotenoidi totali è stata effettuata su 

campione liquido (Lichtenthaler et al., 2001). Prelevata un’aliquota nota di campione (1 ml) contente la 

biomassa, veniva centrifugato a 12000 rpm per 5 minuti e lavata la biomassa con acqua distillata e 

ricentrifugata. Il pellet così ottenuto poteva essere utilizzato per l’estrazione.  L’estrazione è stata 

effettuata aggiungendo al pellet 2 ml di metanolo puro (Sigma-Aldrich) e posto in bagnetto termico a 60°C 

per 1 ora. Al termine, le eppendorf contenenti i campioni vengono centrifugate di nuovo per 5 minuti a 

12000 rpm ed il surnatante viene prelevato per la lettura spettrofotometrica usando cuvette in vetro. Ai 2 

ml di campione viene aggiunto 1 ml di metanolo puro prima della lettura spettrofotometrica. Le lunghezze 

d’onda utilizzate per la quantificazione di Ch a, Ch b e carotenoidi totali sono: 665.2 nm, 652.4 nm e 470 

nm. Per la quantificazione si usano le seguenti equazioni (Eq 11, 12 e 13): 

𝐶ℎ 𝑎 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(16.72∗ 𝑂𝐷665.2)−(9.16∗ 𝑂𝐷652.4)

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
                           Eq 11 

𝐶ℎ 𝑏 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(34.09∗ 𝑂𝐷652.4)−(15.28∗ 𝑂𝐷665.2)

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
 Eq 12 

𝐶𝑎𝑟𝑜𝑡𝑒𝑛𝑜𝑖𝑑𝑖 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑖 (µg 𝑚𝑙−1) =  
(1000∗ 𝑂𝐷470)−(1.63∗ 𝐶ℎ 𝑎)−(104.96∗𝐶ℎ 𝑏)

221

𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒
      Eq 13 

 

Quantificazione delle proteine totali 

 
10 mg di biomassa liofilizzata e finemente tritata viene miscelata con 1 ml di soluzione NaOH 0.5 M, 

ottenuta con 14 g di NaOH in 1 litro di acqua distillata. I campioni vengono successivamente messi in un 

bagnetto termico a 80°C per 10 minuti e successivamente centrifugati per 5 minuti a 12000 rpm. Il 

surnatante viene recuperato e sugli stessi 10 mg di biomassa vengono effettuate altre due estrazioni. 

Successivamente tutto il surnatante viene posto nella stessa falcon (Safafar et al., 2016). In seguito, da 
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suddetta falcon viene estratto 1 ml e posto insieme a 2 ml di reagente Biuret in un’altra falcon da 15 ml; il 

campione viene agitato vigorosamente e lasciato reagire per 20 minuti a Tambiente. Viene preparato anche un 

bianco con acqua distillata e reagente. Una volta avvenuta la reazione i campioni vengono letti allo 

spettrofotometro a 540 nm. La retta di taratura è stata preparata utilizzando albumina bovina a 

concentrazioni di 0.0, 0.4, 0.8, 1.2, 1.6 e 2.0 mg ml-1. La soluzione stock contiene 2.0 mg ml-1 di albumina 

bovina.  

Analisi dell’amido totale 

 
L’estrazione dell’amido totale è stata effettuata tramite il kit di analisi Total Starch Kit Analysis – 

Meganzyme. Vengono posti in vials di vetro 25 mg di biomassa liofilizzata finemente tritata. Per ogni 

campione devono essere preparate tre provette: replica1, replica2 e bianco. In tutte vengono messi 2.5 ml di 

buffer sodio acetato 100 mM pH 5.0 contenente CaCl2 5 mM. In seguito, nei campioni vengono aggiunti 25 

µl di α-amilasi termostabile e nel bianco 25 µl dello stesso buffer utilizzato in precedenza. I tappi delle 

provette vengono chiusi senza stringere troppo e il contenuto viene mescolato con il vortex. Il tutto viene 

incubato nel bagnetto termico a 100°C per 15 minuti. Trascorsi i primi 2 minuti vengono stretti i tappi. Dopo 

altri 3 minuti, i campioni vengono mescolati con il vortex; lo stesso trascorsi 10 minuti totali e alla fine dei 

15 minuti. In seguito, i campioni vengono fatti freddare in bagnetto termico a 50°C per 5 minuti. Nei 

campioni vengono aggiunti 25 µl di amiloglucosidasi AMG, e nel bianco 25 µl di buffer sodio acetato 100 

mM pH 5.0 contenente CaCl2 5 mM. Dopo averli mescolati con il vortex per 3 secondi, i campioni vengono 

incubati nel bagnetto termico a 50°C per 30 minuti. Al termine dell’incubazione i campioni vengono tolti dal 

bagnetto termico e lasciati raffreddare a temperatura ambiente. Una volta raffreddati, si mescola il 

contenuto agitando delicatamente le provette. Dalle provette vengono trasferiti 2ml di campione in 

eppendorf che vengono centrifugate a 12000 rpm per 6 minuti. Il surnatante viene opportunamente diluito 

in base alla concentrazione attesa: per i campioni si effettua una diluizione 1:5 con 1ml di surnatante e 4 ml 

di buffer sodio acetato 100 mM pH 5.0 contenente CaCl2 5 mM; per il kit di controllo si effettua diluizione 

1:11 con 1 ml di surnatante e 10 ml di buffer sodio acetato 100 mM pH 5.0 contenente CaCl2 5 mM; per il 

bianco non si effettua diluizione. Viene trasferito in provette di vetro 0.1 ml di campione diluito e di bianco, 

in duplicato. In quattro provette viene preparato lo standard di glucosio aggiungendo 0.1 ml di standard di 

glucosio, e in una provetta viene preparato il bianco del reagente con 0.1 ml di buffer sodio acetato 100 

mM pH 5.0 contenente CaCl2 5 mM; in tutte le provette, sia campioni, che bianchi, che standard, vengono 

aggiunti 3 ml di reagente GOPOD. Tutte le provette vengono incubate nel bagnetto termico a 50°C per 20 

minuti. Trascorso questo tempo, si effettua la lettura allo spettrofotometro a 510 nm utilizzando le cuvette 

in vetro. Lo zero dello strumento viene ottenuto con il bianco del reagente.  

La formula per ottenere la % di amido totale è riportata in Eq 14 ed Eq 15: 
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𝑆𝑡𝑎𝑟𝑐ℎ, % = (𝐴 − 𝐴𝐵) × 𝐹 ×
𝐸𝑉

0.1
× 𝐷 ×

1

1000
×

100

𝑊
×

162

180
             Eq 14 

𝐹 =
100

(
𝐹1+𝐹2+𝐹3+𝐹4

4
)
                Eq 15 

 

Dove: 

F = fattore che converte i valori di assorbanza in μg di glucosio; 

EV = volume di campione estratto in ml [2.5 ml + 0.025 ml + 0.025 ml = 2.55 ml]; 

0.1 = volume di campione analizzato in ml; 

D = fattore di diluizione; 

1/1000 = conversione da μg a mg; 

100/W = conversione a 100 mg;  

W = peso del campione in mg; 

162/180 = fattore che converte il risultato da glucosio libero (determinato dal metodo) ad anidroglucosio 

(amido). 

Caratterizzazione dell’effluente  

 
L’effluente è stato prelevato dal fotobioreattore e conservato a -15°C durante il periodo di lock-down e 

successivamente caratterizzato. I parametri valutati sono riportati di seguito, analizzati mediante metodi 

analitici riportati negli standard methods per le acque (APHA 2012): 

Determinazione del pH 

 

Il pH è stato determinato giornalmente utilizzando pHmetro Hanna Instruments. La misurazione è stata 

effettuata su campioni filtrati a 0.45 µm. Per ogni campione l’analisi è stata effettuata in duplicato. La 

taratura dello strumento veniva effettuata una volta a settimana. 

Analisi del COD solubile 

 
L’analisi del sCOD consente di quantificare la domanda chimica di ossigeno (COD) della frazione solubile 

presente nel campione. Vengono prelevati 2.5 ml di campione (filtrato a 0.2 µm) e posto in vials di vetro. Vi 

sono aggiunti 1.5 ml di soluzione ossidante (soluzione I) e 3.5 ml di soluzione catalizzante (soluzione II) 

(Open Reflux Method, APHA 2012).  La miscela viene posta in fornetto termico per due ore a 150 °C e la 

lettura allo spettrofotometro avviene a 600 nm.  

La soluzione I (ossidante) viene preparata mettendo 208 ml di K2Cr2O7 1N in un matraccio da 1l che viene 

riempito per metà di acqua distillata; in seguito si aggiungono 167 ml di H2SO4 (96%) e 33.3 g di HgSO4, 
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portando infine a volume con altra acqua distillata. La soluzione II (catalizzante) viene preparata mettendo 

10 g di Ag2SO4 in un matraccio da 1l e portando a volume con H2SO4 (96%).  

La retta di taratura è stata preparata utilizzando potassio ftalato monobasico a concentrazioni di 50, 100, 

250, 500, 750 e 1000 mgCOD l-1.  

Cromatografia ionica 

 
La cromatografia cationica viene effettuata per determinare le concentrazioni di Na+, NH4

+, K+, Mg2+ e Ca2+ 

in mg l-1. Il macchinario utilizzato è il cromatografo ionico 25 (IC25) Dionex, composto da un sistema 

integrato costituito da: soluzione eluente (N2SO4 22mN), pompa a doppio pistone, valvola di iniezione a sei 

vie, comparto colonna (pre-colonna CG 12A 2x50 mm e colonna analitica CS 12A 2x250 mm) e detector a 

cella conduttometrica termostatata. I moduli che costituiscono il cromatografo IC25 Dionex sono tre: il 

rilevatore elettrochimico ED 50, la pompa a gradiente GS 50 e il forno cromatografico L25). L’interfaccia di 

comunicazione con i moduli avviene attraverso il computer utilizzando il software Chromeleon 6.50. La fase 

mobile N2SO4 22mN viene preparata manualmente con 0.61 ml di H2SO4 18M Romil (super puro) portato a 

1000 ml con acqua milliQ. Il soppressore utilizzato per la lettura dei cationi è CSRS a 4mm e 22mA di 

corrente. Tramite siringa da insulina vengono iniettati manualmente 0.5 ml di campione filtrato a 0.2 µm 

nel macchinario. 

Il calcolo delle percentuali di rimozione dei cationi è stato fatto considerando la rimozione giornaliera di 

nutrienti dall’influente da parte del consorzio microalghe-batteri secondo la seguente equazione (Eq 16): 

% 𝑅𝑖𝑚𝑜𝑧𝑖𝑜𝑛𝑒 = (
(𝑄𝑖𝑛∗𝐶𝑖𝑛)−(𝑄𝑜𝑢𝑡∗𝐶𝑜𝑢𝑡)

(𝑄𝑖𝑛∗𝐶𝑖𝑛)
) 𝑥 100                                                           Eq 16 

Dove: 

Qin = Portata in ingresso al reattore; 

Cin = Concentrazione del nutriente in entrata al reattore; 

Qout = Portata in uscita dal reattore; 

Cout = Concentrazione del nutriente in uscita dal reattore. 

Nello specifico il calcolo è stato effettuato considerando la portata giornaliera di 0.0857 l d-1 per RUN 1 e 

0.1 l d-1 per RUN 2. Infatti, considerando che RUN 1 è stato alimentato tre volte a settimana con 200 ml e 

che RUN 2 è stato alimentato cinque volte a settimana con 140 ml, su base giornaliera si ottengono i valori 

sopra riportati.  
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