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Abstract 

 

Le microalghe sono microorganismi unicellulari fotosintetici, in grado di utilizzare l’energia 

luminosa per fissare l’anidride carbonica sotto forma di sostanza organica. Negli ultimi anni il 

numero di lavori riguardanti il loro utilizzo in ambito biotecnologico è cresciuto notevolmente, 

specialmente grazie alla varietà di prodotti che ne possono essere ricavati: la biomassa - ricca 

in azoto e fosforo, può essere utilizzata per produrre biofertilizzanti; i lipidi estratti possono 

essere utilizzati per la produzione di biocarburanti di terza generazione; le proteine e i 

pigmenti possono essere utilizzati come additivi alimentari per l’acquacoltura e per 

l’allevamento; possono essere ricavati prodotti secondari ad alto valore aggiunto come 

carboidrati, antiossidanti, omega-3 etc. inoltre vi sono promettenti applicazioni nell’ambito 

del trattamento di reflui e della bio-fissazione della CO2. Le applicazioni a piena scala della 

tecnologia sono ad oggi limitate alla produzione di additivi alimentari e prodotti nutraceutici 

ad alto valore aggiunto, mentre non vi è ancora un know-how sufficiente ad applicare il 

processo su scala industriale per la produzione di biofuels, per il trattamento dei reflui o per 

la fissazione della CO2. Affinché il processo diventi applicabile anche per questi settori 

economicamente meno attraenti, è necessario ottimizzare le condizioni operative e i 

parametri di processo, in maniera tale da massimizzare la crescita microalgale e l’accumulo 

dei prodotti di interesse, minimizzando i costi di produzione. Questo lavoro ha investigato le 

potenzialità di Chlorella vulgaris su un fotobioreattore pilota da 200L illuminato internamente 

da 5 colonne a LED. Sono state svolte due RUN, una con fotoperiodo 12:12 e una a 

illuminazione pulsata, impostate in maniera tale che nell’arco della giornata la coltura fosse 

sottoposta alla stessa quantità di radiazione luminosa. Con l’illuminazione pulsata la biomassa 

microalgale massima raggiunta è risultata pari a 0,765 g.L-1, il 65,4 % in più rispetto quanto 

ottenuto nella prova con fotoperiodo 12:12 a luce fissa 0,463 g.L-1. I risultati ottenuti, molto 

inferiori rispetto a quanto ottenuto da letteratura su scala da laboratorio, evidenziano quanto 

sia complesso ottenere rese di produzione soddisfacenti in impianti pilota a volumetrie 

elevate. Malgrado ciò, l’utilizzo di luce LED pulsata ha permesso di ottenere cinetiche di 

crescita superiori, evidenziando come questa strategia di illuminazione possa essere un 

tassello importante nell’abbattimento dei costi di produzione e nell’avvicinare l’uso delle 

microalghe a settori finora non adeguatamente soddisfatti. 
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1. Introduzione 

 

Le riserve petrolifere insufficienti, l'estrema dipendenza dalle risorse energetiche straniere e 

le attuali preoccupazioni ambientali hanno spinto gli scienziati a trovare energie alternative 

rispettose dell'ambiente e rinnovabili.  

Le microalghe sono considerate la materia prima più probabile per sostituire il petrolio, per 

alti livelli di produzione di biocarburante, brevi cicli di vita e sequestro del carbonio (Ahmad 

et al., 2011). 

Inoltre, sono studiate da decenni perché la grande varietà di prodotti metabolici possono 

essere ottenuti attraverso la loro coltivazione, come pigmenti, enzimi e soprattutto lipidi che 

possono essere convertiti in biocarburanti (Perez-Garcia et al., 2011). Tuttavia, la difficoltà di 

produzione commerciale di biocarburanti da microalghe risale all'alto costo del processo di 

coltivazione, il processo di estrazione e il processo di transesterificazione (Nadezhda et al., 

2017). L’alto costo del processo di coltivazione comprende la creazione e l’utilizzo di impianti 

per la crescita delle microalghe in termini di biomassa. 

La qualità spettrale della luce e l'intensità (quantità) della luce devono essere considerate nella 

scelta della sorgente luminosa per la coltivazione delle microalghe. 

I LED rappresentano una tecnologia promettente per la coltivazione e presentano vantaggi 

tecnici rispetto alle sorgenti di illuminazione tradizionali (Mitchell et al. 2012). 

Inoltre, sono la prima sorgente di luce con possibilità di controllo dello spettro di emissione, 

consentendo di abbinare le lunghezze d'onda ai fotorecettori delle piante per fornire una 

produzione più ottimale e per influenzarne la morfologia e la composizione (Morrow 2008). 

 

L’obiettivo generale della tesi è determinare gli effetti dell’utilizzo di illuminazione a LED 

pulsata sulla crescita di biomassa di Chlorella vulgaris, una tra le microalghe con elevata 

capacità di accumulo di acidi grassi adatti per la produzione di biocarburante.   
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1.1 Le microalghe 

 

Le microalghe sono un vasto ed eterogeneo gruppo di microorganismi fotosintetici, 

accomunati dalla capacità di sfruttare l’energia proveniente da una fonte luminosa per fissare 

la CO2 sotto forma di zuccheri. Sono organismi eucarioti unicellulari, distribuiti in maniera 

ubiquitaria sia in ambiente acquatico che terrestre. Vengono spesso identificate anche con il 

termine di fitoplancton, e rappresentano la base della catena trofica in tutti gli ecosistemi 

acquatici, sia marini che di acqua dolce. Le dimensioni microscopiche e l’assenza di una 

strutturazione complessa (tipica, ad esempio, nelle piante superiori) rendono questi 

microorganismi estremamente efficienti nella conversione dell’energia solare. 

Complessivamente, il processo fotosintetico (Eq 1) può essere riassunto come:  

 

𝐶𝑂2 + 𝐻2𝑂 
𝑙𝑢𝑐𝑒
→   (𝐶𝐻2𝑂)𝑛 + 𝑂2  Eq. 1 

 

Il meccanismo attraverso il quale le microalghe compiono la fotosintesi viene comunemente 

schematizzato in due fasi: la fase luminosa e la fase oscura. 

Durante la fase luminosa l’energia messa a disposizione da una fonte luminosa viene assorbita 

dai pigmenti fotosintetici (clorofilla a e clorofilla b) e utilizzata per generare intermedi 

energetici come ATP e NADPH. Durante il processo vengono scisse molecole d’acqua e viene 

liberato ossigeno molecolare (Luan et al., 2020). 

Nella fase oscura, che può avvenire indifferentemente sia alla luce che al buio, gli intermedi 

energetici prodotti durante la fase luminosa vengono impiegati dalla cellula per ridurre 

dell’anidride carbonica a glucosio. L’insieme di reazioni caratteristiche di questa fase è noto 

come Ciclo di Calvin. Il glucosio così prodotto può essere utilizzato dalla cellula durante la 

respirazione cellulare, oppure può essere immagazzinato dalla cellula sotto forma di lipidi o 

amido. 

1.1.1 Il metabolismo microalgale 
 

Il metabolismo microalgale può essere di tre tipologie: autotrofo, eterotrofo o mixotrofo. 

Con il metabolismo autotrofo le microalghe riescono a sfruttare una fonte di energia luminosa 

per convertire la CO2 disciolta in acqua in carbonio organico da utilizzare per la loro crescita.  



9 
 

Il metabolismo eterotrofo avviene in assenza di luce, utilizzando una fonte di carbonio 

organico per la produzione dell’energia necessaria alla crescita della cellula. (Safi, 2014). 

Il metabolismo mixotrofo consiste nella produzione di biomassa tramite l’uso simultaneo sia 

dell’energia luminosa che della CO2 e del carbonio organico (Clement-Larosière, 2012). 

Questa via metabolica risulta vantaggiosa rispetto a quella autotrofa, in quanto la disponibilità 

di luce (specialmente in colture molto dense e con un alto tasso di estinzione) non risulta 

essere un fattore limitante per la crescita microalgale. Inoltre, rispetto al metabolismo 

eterotrofo, la possibilità di organicare la CO2 garantisce un consumo inferiore di substrato a 

parità di biomassa prodotta (Safi, 2014). L’andamento di crescita di una coltura microalgale 

può essere diviso in 5 fasi (Figura 1):  

1- lag – fase iniziale di adattamento fisiologico dell’inoculo alle nuove condizioni 

ambientali  

2- crescita esponenziale – fase successiva alla fase lag, in cui l’abbondanza di nutrienti 

porta le cellule a crescere e moltiplicarsi in maniera esponenziale; 

3- lineare – fase di rallentamento della crescita della coltura cellulare, dovuto al 

progressivo esaurimento dei nutrienti e ad eventuali fenomeni di auto-

ombreggiamento che limitano la penetrazione della luce all’interno della coltura;  

4- stazionaria – fase in cui il rallentamento della crescita è tale da portare ad un equilibrio 

tra il tasso di crescita e di morte delle cellule;  

5- morte cellulare – fase di declino della coltura cellulare causata dal completo 

esaurimento dei nutrienti. L’equilibrio tra tasso di crescita e di morte della coltura si 

rompe, portando a una progressiva diminuzione della biomassa. 
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1.2 Chlorella vulgaris 
 

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

Trebouxiophyceae, ordine Chlorellales, famiglia Chlorellaceae, genere Chlorella, specie 

Chlorella vulgaris) fu scoperta nel 1890 da Beijerinck ed è la prima specie microalgale con 

nucleo ben definito ad essere stata identificata. 

 

C. vulagris è una microalga unicellulare che cresce in acqua dolce, composta da una cellula 

sferica di diametro compreso da 2 a 10 μm. È caratterizzata da un elevato tasso di crescita (il 

tempo di raddoppio della biomassa cellulare è di circa 19 ore) (Yamamoto et al., 2005), dovuto 

alla rapida riproduzione asessuata delle cellule.  

Per quanto riguarda i mitocondri, incaricati a svolgere i processi metabolici con i quali C. 

vulgaris ottiene energia, sono costituiti da doppie membrane, proteine e fosfolipidi. 

Altra caratteristica peculiare di C. vulgaris è la presenza di un singolo cloroplasto ben definito, 

facilmente individuabile a microscopio (Figura 2). 

Figura 1 – Ciclo di vita microalghe (Mata et al., 2010). 
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Figura 2 - Fotografia di Chlorella vulgaris al microscopio, ingrandimento 400X. 

 

C. vulgaris è una microalga che nel suo mezzo di crescita ha un'organizzazione sia isolata che 

individuale, oltre ad essere in grado di formare colonie con un massimo di 64 cellule 

(Coronado-Reyes et al., 2020) (Figura 3). 

 

 

Figura 3 - Organizzazione tipo di C. vulgaris (Coronado-Reyes et al., 2020) 
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C. vulgaris in condizioni di crescita mixotrofica ha registrato una resa maggiore rispetto alle 

condizioni autotrofe ed eterotrofe (Moon et al., 2013). Per questo è raccomandato utilizzare 

questa via metabolica durante la coltivazione di C. vulgaris poiché sono state riportate 

concentrazioni di biomassa comprese tra 2 e 5 g/L al giorno di crescita (Safi, 2014). 

C. vulgaris è una delle microalghe più studiate nella letteratura scientifica, grazie alle sue 

rapide cinetiche di crescita, all’elevato tasso di bio-fissazione della CO2 (Ho S. et al., 2010), e 

alla possibilità di accumulare una grande quantità di lipidi se sottoposta a particolari condizioni 

di crescita, caratteristica che la rende un candidato molto promettente per la produzione di 

biocarburante (Ahmad et al., 2011). 

I lipidi sono un gruppo eterogeneo di composti solubili in solventi non polari e relativamente 

insolubili in acqua (Bajguz, 2000).  

In studi condotti da Safi (2014) riportano che C. vulgaris sotto normali condizioni di crescita 

riesca a raggiungere il 40% di lipidi del peso secco nella biomassa generata. In condizioni di 

stress con concentrazioni di azoto basse, l’accumulo di lipidi può raggiungere il 58%. 

Inoltre, C. vulgaris è anche un’ottima produttrice di proteine e carboidrati, i quali possono 

raggiungere determinate concentrazioni (Lardon et al., 2009) (Tabella 1). 

 

Tabella 1 - Composizione proteine e carboidrati di C. vulgaris in diverse condizioni (Lardon et al., 2009) 

 Condizioni normali 
Basse concentrazioni di 

azoto 

Proteine (g·Kg-1) 282 67 

Carboidrati (g·Kg-1) 495 529 

 

 

Le proteine sono importanti perché molto utilizzate nell’industria agro-alimentare e 

farmaceutica. C. vulgaris risulta avere proteine con capacità migliori di quelle degli ingredienti 

commerciali (Ursu et al., 2014). 

I carboidrati invece rappresentano un gruppo di zuccheri e polisaccaridi come l’amido, il quale 

abbondante in C. vulgaris (Ru et al., 2020). 

I carboidrati sono importanti perché attraverso la saccarificazione di essi si può produrre 

bioetanolo (Matsumoto et al., 2003). 
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C. vulgaris può potenzialmente produrre clorofilla raggiungendo il 2% del peso secco della 

biomassa generata (Safi, 2014). Inoltre, contiene grosse quantità di carotenoidi, i quali insieme 

alle clorofille hanno molte proprietà terapeutiche, come ad esempio attività antiossidanti 

(Gouveia et al., 2005) e altre proprietà che fortificano il sistema immunitario (Cha et al., 2008; 

Tanaka et al., 1984). 

Altri componenti biochimici come le proteine, sono le vitamine e i minerali. 

Le vitamine sono sostanze organiche essenziali all’organismo umano, il quale non può 

produrne in quantità sufficienti. Per questo motivo deve necessariamente inserirle nella dieta 

(Ru et al., 2020). 

I minerali sono sostanze inorganiche necessarie al corpo umano per essere in buona salute.  

C. vulgaris contiene vitamina A, B12, C ed E (Safi, 2014; Maruyama et al., 1997) e minerali come 

calcio, potassio e zinco (Yusof et al., 2011). 

C. vulgaris è un microorganismo di ampia applicazione a livello biotecnologico, in quanto 

presenta una notevole produzione di metaboliti a seconda di come è coltivata, di seguito una 

tabella riassuntiva delle possibili applicazioni dei metaboliti derivati da C. vulgaris (Tabella 2): 

 

 

Tabella 2 - Applicazioni dei metaboliti derivati da C. vulgaris 

Categoria Applicazioni 

Lipidi Biocarburante 

Proteine 
Integratore alimentare, uso 

farmaceutico 

Carboidrati Bioetanolo 

Pigmenti Uso farmaceutico 

Vitamine e minerali Integratore alimentare 

 

 

Molti studi dimostrano come C. vulgaris riesca a fissare la CO2 quando coltivata in un 

fotobioreattore (Keffer et al., 2002) e rimuovere azoto e fosforo da acque reflue (Aslan & K., 
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2006). Inoltre, il risparmio di uso di acqua dolce utilizzando acque reflue per la produzione di 

biomassa è uno dei punti principali della ricerca sulle microalghe (Brennan & Owend., 2010). 

Grazie alla capacità di rimuovere il 100% dello ione ammonio (NH4
+) e alle capacità di 

biorisanamento di acque reflue, C. vulgaris è considerata una delle migliori microalghe per la 

fitodepurazione (Gonzàlez et al., 1997). 

Sulla base di una ricerca condotta da Coronado-Reyes (2020), viene consigliato di coltivare C. 

vulgaris utilizzando fotobioreattori in cui è possibile posizionare sensori per monitorare 

ossigeno, temperatura, pH e intensità della luce. Inoltre, consiglia l’uso di luci LED perché 

possono essere collocate all’interno del fotobioreattore così da irradiare la coltura. 

 

1.3 Configurazione impiantistiche 

 

A livello industriale, la coltivazione di colture microalgali può avvenire utilizzando diverse 

tipologie di reattore, che differiscono principalmente per lo spazio in pianta occupato, per la 

qualità della biomassa ottenuta, per la strategia di alimentazione e di raccolta della biomassa, 

e per la precisione nel controllo dei vari parametri operativi. 

Per quanto riguarda la strategia di alimentazione, i reattori possono essere divisi in: batch, 

fed-batch, semi-continui e continui. 

La coltura in batch è un sistema chiuso, in cui tutti i nutrienti necessari alla crescita cellulare 

(terreno di coltura) vengono forniti ad inizio sperimentazione, senza aggiunte successive. 

La coltura in fed-batch è un sistema semi-aperto (o a volume variabile), in cui non si hanno 

flussi in uscita fino a fine sperimentazione, ma vi è un flusso in entrata, finalizzato al reintegro 

dei nutrienti consumati durante la crescita microalgale.  

Nei reattori che lavorano in semicontinuo, un volume definito di coltura cellulare viene 

periodicamente raccolto e sostituito da terreno di crescita, con l’obiettivo di reintegrare i 

nutrienti consumati e mantenere la coltura nella condizione di crescita ottimale. I sistemi in 

continuo lavorano analogamente, prelevando e reintegrando la coltura costantemente (Yin et 

al., 2020). Nei reattori in semi-continuo ed in continuo, è fondamentale definire 

adeguatamente i flussi in entrata e in uscita dal sistema, in modo tale da garantire un tempo 

di ritenzione idraulico (HRT) sufficiente alle microalghe per replicarsi in fase esponenziale.  
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Per quanto riguarda le caratteristiche costruttive invece, i reattori possono essere raggruppati 

in tre macrocategorie: sistemi aperti (open ponds), sistemi chiusi (fotobioreattori) o sistemi 

ibridi.  

 

1.3.1 I sistemi aperti (open ponds) 
 

 

Gli open ponds sono delle vasche aperte in cui la coltura microalgale è tenuta in sospensione 

meccanicamente tramite pale o giranti. Sono generalmente collocati all’esterno e illuminati 

per mezzo della luce solare. Questi sistemi hanno trovato fin da subito un largo utilizzo a livello 

industriale grazie alla semplicità di installazione e alle elevate volumetrie coltivabili. Le 

caratteristiche di costruzione di questi sistemi, però, li rendono estremamente suscettibili alle 

variabili ambientali. Ad esempio, l’illuminazione e la temperatura non possono essere costanti 

e controllate, perché soggette agli eventi meteorologici; allo stesso modo è difficile mantenere 

un volume costante in vasca, a causa della pioggia o dell’eccessiva evaporazione nelle giornate 

più soleggiate. In questi sistemi, generalmente mantenuti ad un livello di circa 30 cm per 

garantire un’illuminazione sufficiente in tutta la colonna di liquido, l’eccessiva evaporazione 

risulta essere una problematica particolarmente grave, in quanto può comportare un 

consistente utilizzo di acqua di reintegro, con un conseguente aggravio dei costi di esercizio e 

andando inevitabilmente a pesare sull’impronta idrica e sulla sostenibilità del processo. 

Un’altra criticità importante di questi sistemi è legata al fatto che, essendo sistemi aperti, è 

difficile evitare contaminazioni esterne e garantire la purezza del ceppo coltivato. 

Uno degli open ponds più utilizzati è il tipo Raceway pond (Figura 4), costituito da un circuito 

chiuso e progettato per garantire il ricircolo continuo della coltura, evitandone la 

sedimentazione.  

Altri sistemi utilizzati sono i Circular open pond system (Figura 5). 
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Figura 5 - Circular open pond system (Making Biodiesel Books). 

 

 

1.3.2 I sistemi chiusi (fotobioreattori) 
 

 

Per risolvere alcune delle criticità legate ai sistemi open ponds è possibile utilizzare dei 

fotobioreattori chiusi (PBR -PhotoBioReactor-) Questi sistemi permettono un controllo più 

mirato dei vari parametri di processo, permettono di gestire i flussi in entrata ed in uscita dal 

sistema, e limitano la possibilità di contaminazione della coltura (Bellucci et al., 2020) 

I PBR possono essere posizionati sia all’esterno, sfruttando quindi la luce solare per 

l’illuminazione, oppure all’interno. In questo caso possono essere utilizzate varie fonti 

Figura 4 - Raceway pond (Shaikh Abdur Razzak et al., 2017). 
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artificiali di illuminazione, tra queste le più comunemente impiegate sono lampade alogene, 

tubi a fluorescenza, e LED. 

Le sorgenti luminose possono essere collocate esternamente o internamente al reattore. Nel 

caso in cui l’illuminazione sia fornita esternamente, le pareti del reattore vengono realizzate 

in materiali trasparenti, come vetro o più comunemente Plexiglas.  

Utilizzare sorgenti luminose artificiali permette di garantire costantemente il mantenimento 

delle condizioni ottimali per la coltura, sia in termini di illuminazione che di lunghezze d’onda, 

così da massimizzare la produzione di biomassa e aumentare l’efficienza fotosintetica 

Lo svantaggio principale dei PBR consiste nella maggiore complessità del sistema, che 

conseguentemente influisce sui costi di installazione e di esercizio.  

A seconda di come sono realizzati, i PBR possono essere raggruppati in: bag-systems, bubble-

columns, air-lifts, tubular systems e flat-panels. Tutte queste categorie differiscono per quanto 

riguarda le caratteristiche costruttive, ma hanno l’obiettivo comune di massimizzare le rese di 

produzione, o di minimizzare i costi di installazione e gestione. 

I fotobioreattori più semplici da un punto di vista costruttivo sono i bag-systems (Figura 6), 

costituiti da borse di plastica di diversa dimensione. Il primo svantaggio che si riscontra su 

questi reattori è la difficoltà nell’installazione di sistemi di aerazione e miscelazione, portando 

facilmente la coltura a sedimentare. I vantaggi principali riguardano i bassi costi di 

installazione e la possibilità di utilizzare buste molto capienti. 

 

 

Figura 6 - Bag system (Indoor algae culture system – WUR). 
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I sistemi bubble-columns e air-lifts consistono in colonne verticali, illuminate esternamente o 

internamente. I reattori bubble-columns (Figura 7a) mantengono la miscelazione della coltura 

sfruttando il sistema di aerazione, posto generalmente sul fondo della colonna. Nei sistemi 

air-lifts vengono implementate particolari configurazioni o ripartizioni interne in maniera tale 

da massimizzare il rimescolamento della coltura, separando il flusso ascendente da quello 

discendente (Figura 7b). Il flusso d’aria alimentato nel sistema per mantenere la miscelazione 

può, inoltre, essere addizionato con percentuali variabili di CO2, per implementare la 

produttività e l’efficienza fotosintetica (Barahoei 2020). 

 

 

Figura 7 - (a) PBR Bubble column utilizzato durante la sperimentazione, GreenPropulsion Laboratory, Fusina, Porto 
Marghera. (b) rappresentazione schematica delle differenze di moto della coltura microalgale in un sistema bubble-columns 

e in una delle possibili configurazioni air-lift (R. Mudde & T. Saito, 2001, modificato). 

 

I tubular reactors (Figura 8) sono costituiti da un sistema tubolare a serpentina, generalmente 

con un diametro di 10-15 cm, in cui la coltura è tenuta in costante movimento da pompe di 

ricircolo. Questa conformazione permette di incrementare notevolmente il rapporto 

superficie/volume del reattore, al fine di massimizzare l’efficienza fotosintetica della coltura. 

La conformazione a serpentina permette di ridurre per quanto possibile lo spazio in pianta 

occupato. Tuttavia, questi sistemi presentano degli svantaggi per quanto riguarda i fenomeni 

di sedimentazione della coltura e la manutenzione del sistema. 
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Figura 8 - Sistema tubolare (Terraevita.edagricole.it).  
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1.4 Parametri di processo 

 

1.4.1 Nutrienti 
 

I fattori che influenzano la crescita delle microalghe comprendono due categorie: fattori 

nutrizionali e fattori ambientali. I fattori nutrizionali includono la composizione e la quantità 

delle specie chimiche nel mezzo di coltura, le più importanti sono la fonte di carbonio, azoto, 

fosforo. Il tipo e la concentrazione della fonte di carbonio e della fonte di azoto condizionano 

l’efficacia della strategia di coltivazione. Il secondo fattore è quello ambientale, tra cui il pH 

dell'ambiente di coltivazione, la temperatura, l'intensità della luce e l'intensità dell'aerazione 

del sistema. (Faramarzi et al., 2010). 

Spesso, per aumentare l’apporto di CO2, viene utilizzato un flusso d'aria arricchito di CO2 in 

percentuale. Montoya et al. (2014) hanno implementato la coltivazione di C. vulagris in un 

fotobioreattore tubolare autotrofico, ottenendo la massima concentrazione di biomassa e la 

massima efficienza di produzione di lipidi, con aria contenente l'8% di CO2, rispettivamente di 

6,8 g L-1 e 29,56 mg L-1 d-1. 

Tra tutti i fattori ecologici capaci di influenzare la crescita algale, la disponibilità di nutrienti è 

senza dubbio uno dei più importanti. Le microalghe necessitano di micronutrienti in quantità 

minime per catalizzare le loro reazioni enzimatiche, i più importanti sono Cu, Mn, Fe, Zn, Co e 

Mo.  

Inoltre necessitano in grande quantità di macronutrienti che sono i componenti strutturali 

delle cellule, come per esempio C, H, O N, P, S, Mg, Ca, K, NA, Cl e Si. 

L’azoto, uno degli elementi fondamentali per il metabolismo microalgale, è possibile trovarlo 

nelle acque in varie forme, specialmente sotto forma inorganica. 

Il fosforo invece può essere organico o inorganico. Sotto forma di inorganico è 

prevalentemente presente come ortofosfato ed è l’unica forma che può essere utilizzata dalle 

microalghe. 

Tra i parametri che incidono sulla crescita delle microalghe c’è il pH; il valore di pH più 

appropriato per la crescita di C. vulgaris è compreso tra 10 e 10,5. (Gong et al., 2014). 

Durante l'assimilazione fotosintetica della CO2, si verifica un costante aumento del pH dovuto 

all'accumulo dello ione idrossido (OH-) nel mezzo di coltura (Richmond, 2004). 
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Una diminuzione del pH della soluzione altera l'equilibrio chimico, accelerando così la 

formazione di CO2. Tuttavia, fornire un elevata quantità di CO2 può portare ad un incremento 

nella concentrazione di HCO3
- nel sistema, con conseguente diminuzione del pH ed inibizione 

della crescita microalgale (Larsdotter, 2006). 

Un valore di pH elevato influenza la concentrazione di fosforo nelle microalghe, che possono 

causare la precipitazione di fosfati attraverso la formazione di fosfati di calcio limitando quindi 

la disponibilità di fosforo per le microalghe (Larsdotter, 2006). 

Una maggiore concentrazione di ammoniaca in linea con un pH elevato può compromettere 

l'efficienza della fotosintesi. Inoltre, un pH elevato può causare la flocculazione delle 

microalghe, portando alla riduzione della crescita delle microalghe e dell'assorbimento dei 

nutrienti (Larsdotter et al., 2006). 

 

1.4.2 Illuminazione 

 

L'illuminazione è caratterizzata da due parametri: intensità e lunghezza d'onda della luce.  

La luce influenza la fotosintesi, la crescita e la respirazione cellulare, e in particolare quando 

non sussistono condizioni di limitazione da nutrienti. 

Il metabolismo del carbonio, come tutte le reazioni endotermiche, necessita di energia per 

potersi compiere. Nella fotosintesi questa energia è fornita dalla luce. 

L’illuminazione è un fattore importante nel processo di fotosintesi per convertire l'anidride 

carbonica e acqua in ossigeno e composti organici, come carboidrati e proteine. 

La biomassa delle microalghe riflette i fotoni che vengono forniti alla coltura, riducendo la 

disponibilità di luce nelle parti interne dei fotobioreattori. Infatti, le microalghe vicine alla 

superficie in un fotobioreattore assorbono la maggior parte dei fotoni, limitando la luce 

ricevuta nella parte interna. Questo è noto come self-shading o shadow-effect (Gonzàlez et 

al., 2019). 

Avere zone nel fotobioreattore che sono molto illuminate e altre del tutto buie, non sarebbe 

adatto per la crescita cellulare a causa, rispettivamente, dei fenomeni di fotoinibizione e 

fotolimitazione. 

Tuttavia, alcuni risultati suggeriscono una strategia di illuminazione non continua, perché i 

tassi di crescita rimangono elevati e i costi di produzione si riducono. 
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Questo perché la divisione cellulare per la coltura fotosintetica unicellulare di solito avviene 

in condizioni di oscurità. 

Invece, per altri casi, la divisione cellulare avviene sia nella fase scura che in quella chiara, ma 

per le microalghe appartenenti al genere Chlorella, si verifica una maggiore divisione cellulare 

dopo l'interruzione della fase di illuminazione. Inoltre, alcuni meccanismi enzimatici possono 

essere disabilitati durante l'illuminazione (Hultberg et al., 2014; Al-Qasmi et al., 2012). 

Se la sorgente luminosa avesse uno spettro limitato che si sovrappone allo spettro di 

assorbimento fotosintetico, l'emissione di luce a frequenze inutilizzabili non ci sarebbe, 

rendendola molto efficiente. 

Tra le sorgenti luminose attualmente disponibili, i diodi a emissione di luce (LED) sono le 

uniche che soddisfano i criteri precedenti. I LED sono leggeri e sufficientemente piccoli da 

essere inseriti in qualsiasi fotobioreattore e i loro altri vantaggi includono una minore 

generazione di calore, una maggiore efficienza di conversione e una maggiore tolleranza per 

l'accensione e lo spegnimento (luce pulsata). 

Inoltre, i LED hanno uno spettro di emissione di luce ristretto compreso tra 20 e 30 nm, che 

può sopperire alle esigenze fotosintetiche. Ad esempio, la lunghezza d'onda di adsorbimento 

del LED blu e del LED rosso è rispettivamente di circa 450–470 nm e 645–665 nm (Yeh et al., 

2009). 

Nel lavoro di Katsuda et al. (2004) è stato verificato l’effetto della luce LED blu su 

Haematococcus pluvialis, con un tasso di crescita massimo di 0,026 h-1. 

Lo stesso autore in un articolo successivo (Katsuda et al., 2006) ha evidenziato come anche 

l’uso di luce pulsata LED blu sia conveniente per incrementare le cinetiche di crescita, 

ottenendo 0,030 h-1. 

Molti altri risultati suggeriscono invece che i LED rossi a 660 nm sono in grado di sostenere la 

crescita della biomassa con la massima efficienza energetica. 

Infine, i LED possono essere utilizzati per far crescere le alghe sotto una luce pulsata 

personalizzata tramite modulazione dell'ampiezza dell'impulso, che aumenta la produzione di 

biomassa e potrebbe consentire alle microalghe di superare l'efficienza fotosintetica massima 

proposta del 17% (Blanken et al., 2013). 
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1.4.3 Temperatura 

 

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

aperti che in sistemi chiusi. Può influenzare le reazioni enzimatiche, il sistema della membrana 

cellulare e altre caratteristiche (Zeng et al., 2011). 

Le condizioni di crescita a bassa temperatura portano a una reazione spontanea e cambiano il 

meccanismo cellulare e quindi una riduzione della fluidità delle membrane cellulari. 

La bassa temperatura limita la velocità di crescita cellulare e quindi riduce la produzione di 

biomassa (Nishida et al., 1996). 

La temperatura ottimale per C. vulgaris è di circa 30°C, in cui si ottiene la massima produttività 

della biomassa (Chinnasamy et al., 2009). 

Converti et al., (2009) hanno riportato che il tasso di crescita di C. vulgaris a 35°C diminuisce 

del 17% rispetto a 30°C. Un eccessivo aumento della temperatura fino a 38°C porta a un brusco 

arresto della crescita delle microalghe portando alla morte le cellule.  

 

1.4.4 Il ruolo dei pigmenti 
 

Qualsiasi composto che assorbe lunghezze d'onda specifiche esibisce di conseguenza un 

colore distintivo, ed è chiamato pigmento (Mauseth 1991). 

L'assorbimento di energia da parte degli organismi fotosintetici dipende quindi dalla natura 

chimica dei loro pigmenti costitutivi. 

I principali gruppi di pigmenti presenti nelle microalghe, vale a dire clorofille, ficobiline e 

carotenoidi (caroteni e xantofille), sono descritti nella tabella (Tabella 3) (Masojidek et al. 

2004). 
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Gruppo di 

pigmenti 

Colore Intervallo delle bande di 

assorbimento (nm) 

Pigmenti 

    

Clorofille Verde 450-475 Clorofilla a 

  630-675 Clorofilla b 

   Clorofilla c1,c2, d 

Ficobiline Blu, Rosse 500-650 Ficocianine 

   Ficoeretrine 

   Alloficocianine 

Carotenoidi Giallo, Arancione 400-550 β-Carotene 

   α-Carotene 

   Luteine 

   Violaxantine 

   Fucoxantine 

 

 

1.4.5 La clorofilla 

 

Le clorofille rappresentano il gruppo più importante; la loro struttura comprende una coda di 

fitolo e un anello di porfirina. 

Questi due composti fungono da antenna per catturare la luce, con l'atomo di magnesio al 

centro che trasporta gli elettroni necessari per le reazioni di fotosintesi. 

All'interno del suddetto gruppo principale, la molecola più importante è la clorofilla a. 

I pigmenti accessori includono le clorofille b e c, nonché i carotenoidi; i primi assorbono altre 

lunghezze d'onda dello spettro di radiazione e trasmettono la loro energia alla clorofilla a, 

mentre il ruolo dei carotenoidi sembra essere l'assorbimento della luce in eccesso (e quindi la 

protezione dell'integrità della clorofilla). 

I carotenoidi sono solitamente rossi, gialli o arancioni, quindi non assorbono la luce nel range 

tipico delle clorofille, ma invece nelle regioni viola/blu e blu/verde della luce visibile 

(Kommareddy et al., 2003). 

Tabella 3 - Pigmenti nelle microalghe (Carvalho,2011). 
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Le ficobiline sono pigmenti idrosolubili, costituiti da molti composti strettamente correlati, ad 

esempio la ficocianina, un pigmento blu presente nelle microalghe blu-verdi. 

Di seguito l’immagine dello spettro di assorbimento di alcuni pigmenti fotosintetici (Figura 9): 

 

 

 

In C. vulgaris la clorofilla può raggiungere l’1-2% in peso secco, inoltre questi pigmenti possono 

essere estratti per ricavare prodotti ad uso terapeutico, come attività antiossidante e come 

prevenzione da malattie croniche (Safi, 2014). 

Al fine di stimolare la produzione di carotenoidi in C. vulagris, è possibile coltivare queste 

microalghe in condizioni di stress come alta intensità della luce e bassi livelli di nutrienti 

(Gouveia et al., 1996). Di seguito una tabella con i principali pigmenti di C. vulgaris (Tabella 4): 

Figura 9- Spettro di assorbimento di alcuni pigmenti fotosintetici. Fonte: 
www.treccani.it. 
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Tabella 4 - Possibili pigmenti contenuti in C. vulgaris in differenti condizioni di crescita (Safi, 2014) 

Pigmenti Ug g-1 (dw) 

β-Carotene 7-12000 

Astaxantina 550000 

Cantaxantina 362000 

Clorofilla a 52-3830 

Clorofilla b 72-5770 

Feofitina a 2310-5640 

Feofitina b N/A 

Violoxantina 10-37 
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1.5 Stato dell’arte 

 

L'utilizzo di luce LED come sistema di illuminazione dei fotobioreattori è molto promettente 

ed ha attirato l'attenzione della comunità scientifica negli ultimi anni. Rendón et al. (2013) nel 

suo studio sull’effetto della concentrazione di CO2 nella crescita di C. vulgaris sotto quattro 

differenti illuminazioni LED, ha registrato valori di biomassa massima quando la coltura era 

illuminata da luce blu ottenendo 1.5 g.L-1. Invece, Kim et al. (2014) ha sperimentato come la 

biomassa prodotta da C. vulgaris incrementi del 30% cambiando le lunghezze d’onda dei LED 

da blu a rosso durante la sperimentazione. 

Anche lo studio riportato da Atta et al. (2013) ha rivelato che C. vulgaris mostra la massima 

produttività di biomassa, utilizzando LED blu con fotoperiodo 12:12, ottenendo concentrazioni 

maggiori di 2,5 g.L-1. 

Fu et al. (2012) invece, ha fornito dati sui tentativi di ottenere prestazioni ottimali utilizzando 

illuminazioni LED ma cambiando il mezzo di coltura arricchito di nutrienti durante la 

sperimentazione, ottenendo per C. vulgaris una produttività di 2,11 g.L-1.d-1 con una 

concentrazione di biomassa massima di 20 g.L-1. Queste metodologie sono state dispendiose 

ma gli autori hanno voluto dimostrare quale strategia sia migliore per l’utilizzo di un 

fotobioreattore bubble column di 300 mL con luce LED per produrre biomassa nell’industria 

delle microalghe. 

Abu-Gosh et al. (2016) e Lima et al. (2021) riportano come la luce pulsata, utilizzando i LED, 

abbia effetti positivi anche sulla produzione di pigmenti, lipidi e proteine. 

Viste le loro caratteristiche costitutive, le luci LED risultano particolarmente adatte 

all'applicazione di luce pulsata, in quanto la loro risposta rapida permette pulsazioni anche di 

alta intensità, con un tempo di vita maggiore di 25000 ore (Lima et al., 2021). 

C. vulgaris e C. pyrenoidosa sono state coltivate con luce pulsata da Keramati et al.  (2021) e 

Matthijs et al. (1996) rispettivamente. Keramati ha utilizzato un fotobioreattore a membrana 

da 12 L e Matthijs una beuta da 232 ml, ottenendo tassi di crescita massimi 0,30 g.L-1d-1 e 0.1 

h-1 rispettivamente. 

 

Sempre Keramati nel medesimo studio (2021) ha applicato una frequenza di 1 Hz ottenendo 

1,37 g.L-1. Invece utilizzando luce continua 24h ha ottenuto una concentrazione di 1,87 g.L-1. 
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Un'applicazione a scala pilota è stata ottenuta da Lam et al. (2014) che ha utilizzato un 

fotobioreattore sequential baggled con capacità 100L, ottenendo una biomassa di 0,38 g.L-1. 

Un’applicazione interessante, invece, è stata ottenuta da McClure et al. (2019) che ha 

utilizzato un fotobioreattore bubble column da 50L, illuminato da LED bianco, per produrre 

Luteina (pigmento carotenoide che trova applicazioni nel settore alimentare e nutraceutico) 

ottenendo valori massimi di 1,6 mg.L−1.day−1. 

 

Di contro, Schulze et al. (2017) ha riportato in una review sull’utilizzo di luce pulsata, 

mostrando risultati di diversi autori, come la luce pulsata a lunghezze d’onda e frequenze 

d’impulso diverse, non abbiano influenzato né la crescita di biomassa né la produzione di 

prodotti di valore nelle cellule microalgali. 

Sempre Schulze et al. (2020) in uno studio ha riportato come Tetraselmis chui e Chlorella 

stigmatophora non abbiano beneficiato della luce pulsata, con nessuna frequenza e intensità 

possibile. 

 

Tuttavia, ad oggi la letteratura risulta alquanto limitata per quanto riguarda l'utilizzo di reattori 

su scala pilota che implementino luci LED e luce pulsata. 
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2. Scopo 

 

Attualmente sono pochi gli studi fatti sull’utilizzo di illuminazione LED pulsata per la crescita 

delle microalghe, specialmente per C. vulgaris, ma sono ancora meno gli studi fatti utilizzando 

impianti pilota per le sperimentazioni. La decisione quindi di sperimentare la crescita di C. 

vulgaris su un impianto pilota è stata dettata dalla mancanza di studi sulle coltivazioni stesse. 

I protocolli per la coltivazione di microalghe sono numerosi e si diversificano tra di loro per gli 

impianti di produzione e per la tipologia, per i parametri chimico fisici quali luce, pH e 

temperatura.  

L’obiettivo della sperimentazione è focalizzato quindi nel trovare quali condizioni possono 

essere ottimali per la crescita di C. vulgaris in un impianto pilota da 200 litri illuminato da 5 

colonne LED. 

Le analisi effettuate per il monitoraggio della crescita sono la misura del pH, conta cellulare, 

analisi del peso secco, quantificazione di clorofille e carotenoidi. 

Per questa sperimentazione sono stati svolti due test, il primo con illuminazione pulsata e il 

secondo con fotoperiodo 12:12, impostati in maniera tale che nell’arco della giornata la 

coltura fosse sottoposta alla stessa quantità di radiazione luminosa.  
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3. Materiali e metodi 

 

3.1 Reattore 

 

I test sono stati effettuati su un fotobioreattore di capacità 200 L di tipo bubble-column, 

caratterizzato da un cilindro in plexiglass all’interno del quale sono contenute 5 colonne 

contenenti strisce di LED (Samsung) da 58 W, le quali forniscono una luminosità massima di 

5500 lux misurata mediante luximetro (Dr. Meter LX1330B). 

Il reattore è stato mantenuto costantemente in aerazione utilizzando una soffiante (Nitto 

Kohki) (Figura 10a), mantenendo un flusso d’aria di circa 10 NL min-1, corrispondenti a 0,05 

vvm. L’aerazione è stata fornita al sistema dal fondo del reattore, collegando la pompa ad un 

tubo circolare forato (fori da 4 mm distribuiti equamente su tutta la lunghezza del tubo, Figura 

10b). 

 

 

Figura 10, (a) soffiante Nitto Kohki utilizzata durante la sperimentazione per garantire l’aerazione della coltura microalgale; 
(b) dettaglio del sistema di aerazione e della disposizione dei fori di ingresso dell’aria 
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3.2 Ceppo microalgale e condizioni operative 

 

In questo studio è stato utilizzato un ceppo microalgale di Chlorella vulgaris. L’inoculo è stato 

prelevato da un fotobioreattore da 4 L, dove era in utilizzo per il finissaggio dell’effluente di 

un digestore per il trattamento di scarti vinicoli. Una volta prelevato il ceppo è stato 

mantenuto su mezzo sintetico BG-11 su un fotobioreattore da 30 L, alimentandolo una volta 

a settimana in modo da garantire il mantenimento del ceppo e l’adattamento alla nuova 

tipologia di alimentazione.  

Come terreno di crescita, sia per il mantenimento dell’inoculo sia durante la sperimentazione, 

è stato utilizzato un terreno standard BG-11 (Rippka et al., 1979). In Tabella 5 le concentrazioni 

dei sali utilizzati per la preparazione del terreno. 

 

 

Tabella 5 - composizione del terreno di crescita standard BG-11 

Composto Concentrazione (g L-1) 

NaNO3 1,5 

K2HPO4·3 H2O 0,04 

MgSO4·7 H2O 0,075 

CaCl2·2 H2O 0,036 

Acido citrico 0,006 

Citrato ferrico di ammonio 0,006 

EDTA 0,001 

Na2CO3 0,02 

Soluzione di metalli in tracce* 1 mL 

* la soluzione di metalli in tracce è stata preparata con: H3BO3 2,86 g L-1; MnCl2·4 H2O 1,81 g L-1; ZnSO4·7 H2O 

0,222 g L-1; Na2MoO4·2 H2O 0,390 g L-1; CuSO4·5 H2O 0,079 g L-1; Co(NO3)2)·6 H2O 0,0494 g L-1 
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In queste due sperimentazioni C. vulgaris è stata coltivata in batch, attraverso l’uso di un 

fotobioreattore bubble column da 200L, per un periodo di 28 giorni. 

La prima sperimentazione prevedeva l’utilizzo di illuminazione LED a luce pulsata, con una 

frequenza di 0,5 Hz mantenuta 24h. 

Nella seconda sperimentazione invece, la luce era fissa con fotoperiodo 12:12 (l'illuminazione 

è stata regolata utilizzando una presa temporizzata, in modo tale che fosse attiva dalle 7 di 

mattina alle 19 di sera). 

 

Di seguito una tabella riassuntiva delle condizioni operative (Tabella 6): 

 

Tabella 6 - Riassunto condizioni operative 

 

 
Tipo di 

illuminazione 

Frequenza 

(Hz) 

Illuminazione 

giornaliera media 

Volume 

(L) 

Biomassa iniziale 

(𝑔 L −1) 

Run 1 Luce pulsata 0,5 2250 200 0,05 𝑔 L −1 

Run 2 Luce fissa - 2250 200 0,05 𝑔 L −1 
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3.3 Monitoraggio della coltura microalgale e dei parametri di crescita 

 

3.3.1 Misura del pH 

 

Il pH viene controllato ogni giorno attraverso un pH-metro. Il pH-metro viene lavato con acqua 

distillata e asciugato prima dell’uso. 

Per una corretta misura del pH, il procedimento di misura viene ripetuto più volte. La taratura 

dello strumento viene effettuata una volta a settimana. 

 

3.3.2 Conta cellulare 

 

La conta cellulare determina quante cellule ci sono per millilitro di soluzione. 

La concentrazione cellulare è stata stimata tramite conta con l’ausilio di un microscopio (Leica 

DME) e una camera di conta Bürker (Figura 11). 

La camera di conta (Figura 12) è dotata di due griglie separate, composte da un quadrato 

suddiviso a sua volta in 9 quadrati chiamati settori di conta, ulteriormente suddivisi in 16 

quadrati più piccoli.  

La conta del campione diluito è stata effettuata su tre dei settori di conta. 

L’equazione che determina il numero di cellule è la seguente (Eq 2): 

 

𝑥106𝑐𝑒𝑙𝑙 𝑚𝐿6 =
𝐶𝐶 𝑥 𝐹𝐷

𝑉 
 × 

1

106
 Eq 2 

 

Dove CC indica il numero di cellule contate nella camera di Bürker, FD il fattore di diluizione 

applicato, V il volume effettivo in mL di soluzione contata (in questa sperimentazione è pari a 

0,0003 mL dato il numero di settori contati e le dimensioni caratteristiche della camera di 

conta); 
1

106
 infine è il fattore di conversione utilizzato per esprimere il risultato in milioni di 

cellule mL-1. 

Il risultato delle conte è espresso in milioni di cellule per millilitro di soluzione.  
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Figura 11 - Camera di conta Bürker. 

 

 

 

3.3.3 Analisi del peso secco 

 

L’analisi del peso secco misura quanta biomassa effettiva è rimasta dopo 24 ore in forno a 

105°C. 

Il peso secco è stato monitorato giornalmente, attraverso l’uso di filtri in acetato di cellulosa 

(ArtiGlass) con porosità 0,45µm e diametro 47mm. I filtri essiccati per almeno 24 ore a 105 °C, 

sono stati pesati tramite bilancia analitica (Mettler-Toledo B204-S). 

Un’aliquota nota di campione viene filtrata, la biomassa filtrata viene lavata con acqua 

distillata e posta in forno a 105°C per almeno 24 ore, per poi essere nuovamente pesata. 

Figura 12– Foto camera di Bürker 
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I filtri sono stati filtrati su un sistema di filtraggio collegato ad una pompa a vuoto (ILMVAC 

MPC301Z). 

Il valore del peso secco è determinato dall’equazione seguente (Eq 3): 

 

𝑃𝑒𝑠𝑜 𝑠𝑒𝑐𝑐𝑜 (𝑔𝐿−1) =
𝑃1− 𝑃0

𝑉 
  Eq 3  

 

Dove: 

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

P0= peso del filtro vuoto. 

V= volume di coltura microalgale filtrato 

 

Il tasso di crescita massimo (µmax) (d-1) e la produttività massima (𝑔 L −1 d-1) sono state 

determinate basandosi sul peso secco (Eq 4-5): 

 

µ𝑚𝑎𝑥 =
𝑙𝑛𝐶1 −  𝑙𝑛𝐶0

𝑡
 Eq 4 

 

𝑃𝑚𝑎𝑥 =
𝐶1 − 𝐶0
𝑡

 
Eq 5 

 

Dove C1 indica la concentrazione della biomassa finale e C0 la concentrazione iniziale; t indica 

il tempo trascorso in giorni. 

 

 

3.3.4 Quantificazione Clorofille a, 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). 
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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.  

L’analisi dei pigmenti è stata effettuata utilizzando un'aliquota nota di campione (1-2 mL di 

coltura cellulare, a seconda del contenuto di pigmenti atteso) successivamente centrifugata a 

9000 rpm per 5 min in modo da separare la biomassa dal surnatante. 

Dopo la rimozione del surnatante sono stati aggiunti sono stati aggiunti 3 mL di soluzione 

estraente. Come soluzione estraente è stato utilizzato metanolo (Sigma Aldrich, purezza 99%). 

L'estrazione è avvenuta su un bagnetto termico a 60°C per 60 min. Al termine dell'estrazione 

le provette sono state nuovamente centrifugate a 9000 rpm per 5 min in modo da separare la 

biomassa dal surnatante, al quale è stata letta l’assorbanza a 470,0 nm, 652,4 nm e 665,2 nm 

utilizzando uno spettrofotometro (marca, modello), sulla base del metodo riportato da 

Lichtentaler and Wellburn (Lichtenthaler & Wellburn, 1985). 

Questi valori sono quindi stati utilizzati per determinare il contenuto di clorofilla a, clorofilla b 

e carotenoidi totali, tramite equazione 6, 7 e 8 rispettivamente: 

 

 

 

Ch a (µg m𝐿−1) = ((16,72 × Abs665,2) − (9,16 × Abs652,4)) ×
𝑉𝑠𝑜𝑙𝑣𝑒𝑛𝑡𝑒
𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒

 

 

Eq 6 

 

Ch b (µg m𝐿−1) = ((34,09 × Abs652,4) − (15,28 × Abs665,2)) ×
𝑉𝑠𝑜𝑙𝑣𝑒𝑛𝑡𝑒
𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒

 

 

Eq 7 

 

Carotenoidi (µg m𝐿−1) = (
(1000 × Abs470,0 ) − (1,63 × Ch a) − (104,96 × Ch b)

221
) ×

𝑉𝑠𝑜𝑙𝑣𝑒𝑛𝑡𝑒
𝑉𝑐𝑎𝑚𝑝𝑖𝑜𝑛𝑒

 

 

Eq 8 
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4. Risultati e discussione 

 

I due sistemi di coltura sono stati utilizzati con due diversi fotoperiodi e tipo di illuminazione. 

Uno degli obiettivi è quello di studiare la crescita delle colture algali e di confrontare le diverse 

condizioni di luce, al fine di determinare l’effetto della luce stessa sulla cinetica di crescita 

microalgale. 

 

4.1 pH 
 

Il pH, uno dei parametri importanti da controllare per la crescita delle microalghe, influisce sul 

metabolismo. 

Nella sperimentazione con luce pulsata, il pH ha avuto un andamento decrescente sin da 

subito fino ad un valore inferiore a 8,50.  

A differenza della sperimentazione con luce pulsata, nella sperimentazione con fotoperiodo 

12:12 si è avuto un aumento del pH a valori superiori di 10, per tutta la durata della 

sperimentazione, con oscillazioni fino a valori di 11,50 (Figura 13). 

Un aumento del pH è dovuto, durante l’assimilazione fotosintetica della CO2, all’accumulo 

dello ione idrossido (OH-) nel mezzo di coltura (Richmond, 2004). 

Al contrario, una diminuzione del pH della soluzione altera l’equilibrio chimico, accelerando 

così la formazione di CO2, che è la fonte di carbonio preferibile per le microalghe (Larsdotter, 

2006). 
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Figura 13 - Grafico andamento pH 

 

4.2 Conta cellulare e peso secco 
 

Nelle due sperimentazioni, l’analisi del peso secco ha riportato una crescita della biomassa 

fino ad un valore di 0,77 ± 0,02 g.L-1 e 0,46 ± 0,01 g.L-1 con luce pulsata e fotoperiodo 12:12 

rispettivamente (Figura 14) (Tabella 7). Si direbbe che la luce pulsata sia vantaggiosa ma il 

risultato è comunque minore da quanto ottenuto da Keramati et al. (2021) che ha ottenuto 

1,37 g.L-1, utilizzando una frequenza di impulso pari 1 Hz, a differenza della sperimentazione 

condotta per questa tesi che ha utilizzato una frequenza di impulso di 0,5 Hz. 

Il tasso di crescita massimo nella coltura con luce pulsata risulta pari a 0.09 ± 0,01 d-1, valore 

superiore a quanto ottenuto con fotoperiodo 12:12 (0,06 ± 0,01 d-1). 

La produttività massima invece è risultata 0,11 g.L-1d-1 sotto luce pulsata mentre per il 

fotoperiodo 12:12 0,05 g.L-1d-1. 

Valore poco inferiore per la luce pulsata registrato rispetto a Keramati et al. (2021), il quale 

nel suo studio ha ottenuto un tasso di crescita massimo di 0,15 g.L-1d-1 utilizzando un reattore 

a membrane per trattenere la biomassa.  

 

Il confronto dell’andamento del peso secco tra le due sperimentazioni dimostra come la luce 

pulsata non influenzi subito la produttività ma bensì la crescita cellulare, dove ha evidenziato 

una fase esponenziale di crescita cellulare nei primi due giorni registrando al secondo giorno 

15,67±9,89 milioni di cellule.mL-1, valore maggiore a quello registrato per il fotoperiodo 12:12 
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con 5,07±2,83 milioni di cellule.mL-1. Si nota come la fase esponenziale nel fotoperiodo 12:12 

sia stato preceduto da una fase latente (Figura 15). 

Nella sperimentazione con fotoperiodo 12:12, inoltre, ha evidenziato una fase decrescente 

successivamente a quella esponenziale, riportando una diminuzione della biomassa. 

Un’osservazione riguarda l'ultima parte della curva che mostra un andamento decrescente. 

Questa fase di morte può verificarsi quando i nutrienti stanno limitando la capacità di 

duplicazione delle cellule. 

 

 

Figura 14 - Grafico peso secco 

 

Figura 15 - Grafico conta cellulare 
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In Tabella 7 vengono riportati i dati ottenuti per quanto riguarda la concentrazione della 

biomassa delle due sperimentazioni, espressa come peso secco e come conta cellulare. 

Tabella 7 - Risultati peso secco e conta cellulare. 

 Luce pulsata Fotoperiodo 12:12 

Peso secco (g.L-1) 0,77 ± 0,02 0,23 ± 0,01 

Conta cellulare 

(milioni di cellule.ml-1) 
9,38 ± 31,82 11,33 ± 1,41 

 

4.3 Clorofilla a, b e Carotenoidi 
 

Le analisi nella sperimentazione con luce pulsata hanno evidenziato un accumulo di clorofilla 

a, b sin da subito registrando un successivo calo diminuendo progressivamente, ottenendo 

concentrazioni di 6,41 ± 0,16 µg.mL-1 , 1,51 ± 0,04 µg.mL-1  rispettivamente. 

I valori dei carotenoidi totali hanno registrato un calo di concentrazione all’inizio della 

sperimentazione, generando un successivo accumulo, raggiungendo una concentrazione 

finale di 0,73 ± 0,03 µg.mL-1. 

Nella condizione sperimentale di crescita con fotoperiodo 12:12, invece, le analisi dei pigmenti 

hanno registrato valori di concentrazione diversi che durante la sperimentazione con luce 

pulsata, specialmente per la clorofilla a dove ha subito un drastico calo di concentrazione 

raggiungendo un valore di 1,31 ± 0,43 µg.mL-1. 

Per quanto riguarda i valori di clorofilla b e carotenoidi totali risultano costanti nel tempo, 

raggiungendo una concentrazione di 0,30 ± 0,09 µg.mL-1 e 0,16 ± 0,03 µg.mL-1 rispettivamente. 

Analizzando gli andamenti delle due sperimentazioni si nota come le concentrazioni dei 

pigmenti risultino tutti maggiori nelle condizioni con luce pulsata (Figure 16, 17, 18). 
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Figura 16 - Grafico andamento clorofilla A 

 

Figura 17 - Grafico andamento clorofilla B 
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Figura 18 - Grafico andamento carotenoidi 

 

Di seguito sono riportate le concentrazioni finali dei pigmenti (Tabella 8): 

 

Tabella 8 - Concentrazioni pigmenti 

 Luce pulsata Fotoperiodo 12:12 

Clorofilla a (µg.mL-1) 6,41 ± 0,16 1,31 ± 0,43 

Clorofilla b (µg.mL-1) 1,51 ± 0,04 0,30 ± 0,09 

Carotenoidi (µg.mL-1) 0,73 ± 0,03 0,16 ± 0,03 

 

 

In Tabella 9 viene riportato un confronto tra le due condizioni con i risultati principali ottenuti: 
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Tabella 9 - Confronto delle due condizioni 

 Luce pulsata Fotoperiodo 12:12 

Tipo di illuminazione Pulsazioni Luce fissa 

Durata sperimentazione (d) 28 26 

Biomassa massima raggiunta 
(g.L-1) 

0,77 ± 0,02 0,46 ± 0,01 

Tasso di crescita massimo µmax 
(d-1) 

0,09 ± 0,01 0,06 ± 0,01 

Conta cellulare massima 
raggiunta  

(milioni di cellule.mL-1) 
30,83 ± 3,54 17,67 ± 2,83 
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5. Conclusioni 

 

Nel presente lavoro di tesi è stata studiata la cinetica di crescita di C. vulgaris in 

fotobioreattore da 200L con luce pulsata e con fotoperiodo 12:12. 

Le sperimentazioni effettuate hanno portato a conclusione, visto l’esito delle analisi, che per 

produrre più biomassa l’utilizzo della luce pulsata è consigliata. 

Sono state eseguite due tipologie di prove sperimentali: una a luce pulsata e una a luce 

continua con fotoperiodo 12:12. 

Riportando i dati, l’utilizzo di luce pulsata ha riportato una concentrazione massima di 0,766 

g.L-1 ± 0,02 mentre nel fotoperiodo 12:12 0,46 g.L-1 ± 0,01.  

Per ogni prova sperimentale sono state effettuate analisi del peso secco, conta cellulare, 

misura del pH e misura della concentrazione di pigmenti (clorofilla a, b e carotenoidi). 

Nella prova sperimentale a luce pulsata, si ottiene che, la velocità di crescita e la 

concentrazione in fase stazionaria aumentano fino alla fine dei giorni prefissati per la 

sperimentazione. 

Invece, per la sperimentazione con fotoperiodo 12:12, le analisi evidenziano come questo tipo 

di illuminazione influisca sulla cinetica di crescita, raggiungendo valori minori della luce 

pulsata. Questo risultato può essere rilevante dal punto di vista industriale in quanto può 

essere sfruttato nella progettazione di fotobioreattori in grado di ottimizzare le pulsazioni in 

grado di raggiungere la miglior cinetica di crescita per C. vulgaris.  
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