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RESUMO 

 

O biodiesel de terceira geração, cuja matéria prima é obtida a partir de 

microrganismos, é a alternativa promissora para substituir grandes cultivos com 

finalidade combustível. Os organismos oleaginosos mais estudados são 

microalgas e leveduras, onde a levedura mostra algumas vantagens que 

conferem viabilidade e potencial para ser aplicada em nível industrial. Porém, o 

esforço de triagem de leveduras selvagens com capacidade acumuladora de 

lipídio não é suficiente e novas metodologias devem ser desenvolvidas para 

acelerar o processo de seleção. Além disso, a biodiversidade de leveduras do Rio 

Grande do Sul (Brasil) tem sido pouco explorada, apesar dos relatos na literatura 

do grande potencial de acúmulo de lipídios em leveduras da região. Neste 

sentido, o objetivo principal desta tese foi avaliar a habilidade de acumulação de 

lipídios em leveduras de uma coleção, cujas fontes de isolamento foram (1) 

estruturas de plantas bromélias do parque Itapuã (Viamão, RS), e (2) plantas 

macrófitas associadas a marismas da lagoa dos Patos, Rio Grande (RS). De 55 

leveduras recuperadas e avaliadas, quatro linhagens mostraram capacidade 

oleaginosa a partir de determinação gravimétrica, observação em microscopia de 

fluorescência e leituras de cinética do acúmulo de lipídios usando intensidade de 

fluorescência. Três linhagens foram identificadas como Papiliotrema flavescens 

(BI281, BI283, BI296) e uma linhagem como Vishniacozyma sp. BI237.  Estas 

espécies são descritas pela primeira vez como oleaginosas. Foi testado o corante 

fluorescente 2-(1,3-benzothiazol-2-yl)-5-(N,N-dyethylamino)phenol, denominado 

nessa tese como “Gaúcho Dye (GD)”. Este corante foi comparado com o 
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vermelho de Nilo em duas leveduras oleaginosas e uma levedura não oleaginosa. 

Os resultados sugerem que o corante GD é lipofílico, marca fluorescência nas 

gotas lipídicas, e em espectrofluorimetria mostra duas bandas de emissão, o que 

é relacionado com a sua natureza química. O mecanismo de transferência de 

protons intramolecular no estado excitado (ESIPT em inglês) pode ser 

evidenciado de acordo com o solvente empregado e células com acúmulo de 

lipídios. Os resultados sugeriram a segunda banda de emissão com maior 

afinididade lipofílica à molécula. Por tudo isso, as propriedades espectroquímicas 

são vantajosas quando comparadas com o vermelho de Nilo, principalmente pela 

sua fotoestabilidade. Assim, esta tese envolveu a ampliação da lista de leveduras 

relatadas como acumuladoras de lipídios, a otimização da produção de lipídios 

em P. flavescens BI281 e obtenção do seu perfil lipídico. P. flavescens BI281 está 

sendo proposta como matéria prima para produção de biodiesel. Além disso, um 

novo corante para marcação de leveduras oleaginosas com propriedades 

fotoquímicas melhoradas foi avaliado.  
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ABSTRACT 

 

Third generation biodiesel, where the feedstock are oleaginous microorganisms, is 

an promissor alternative to replace vegetable crops to produce fuel. The most 

studied oleaginous organisms are microalgae and yeasts, where yeast showed 

advantages that offer economic viability and potential to be applied in industry. 

However, the effort of native yeast screening with lipid-accumulating ability is not 

enough, and new methodologies should be developed to accelerate the selection 

process. Moretheless, the yeast biodiversity in Rio Grande do Sul (Brazil) had 

been little explored besides reports literature of great potential lipid-accumulating 

ability in yeasts of the region. In this sense, the objective of this thesis was to 

assess the lipid-accumulating ability in our yeast collection, with focus in two 

isolation sources: (1) bromeliads plants and structures from Itapuã park (Viamão, 

RS), and (2) macrophyte plants associated to a marshland in “lagoa dos Patos”, 

Rio Grande (RS). From 55 recovered and assessed yeasts, four strains showed 

oleaginous ability using gravimetric determination, observation in fluorescence 

microscopy and fluorescence kinetics readings. Three strains were identified as 

Papiliotrema flavescens (BI281, BI283, BI296) and the other one as 

Vishniacozyma sp. BI237. These species are described for first time as oleaginous 

in this Thesis. We tested the fluorescent dye 2-(1,3-benzothiazol-2-yl)-5-(N,N-

dyethylamino)phenol, and was called “Gaúcho Dye (GD)”. This dye was compared 

to Nile red in two oleaginous strains and one non-oleaginous strain. Our results 

suggested that “GD” dye is lipophilic, stain lipid droplets, presents ESIPT property 

only in presence of oleaginous yeast and showed advantageous characteristics 
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when compared to Nile red., being photostable. Therefore, this thesis involved list 

expansion of novelty oleaginous species, optimization of lipid production in P. 

flavescens BI281 and obtained their lipid profile. P. flavescens BI281 is proposed 

as feedstock for biodiesel. Furthermore, a new fluorescent dye to stain oleaginous 

yeasts, called GD, with improved photochemical properties, was assessed.  
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INTRODUÇÃO 

 

Numerosas espécies de microrganismos têm sido relatadas na literatura como 

fonte de óleo microbiano, incluindo bactérias, fungos filamentosos, microalgas e 

leveduras (THEVENIEAU et al., 2013). A produção de óleo microbiano é de 

interesse devido à capacidade de vários microrganismos de sintetizar lipídios de 

importância médica e nutricional, por exemplo, o ácido graxo poli-insaturado γ-

linolênico (MATTANNA et al., 2014a; SITEPU et al., 2014), ou para processos 

biotecnológicos, como produção de biodiesel (POLI et al., 2013, 2014a).  

 

A produção de biodiesel de terceira geração é uma alternativa promissora para 

sobrepor a competição entre combustível e alimento para produção de biodiesel 

de primeira geração (SITEPU et al., 2014). A produção de biodiesel no Brasil usa 

principalmente óleo de soja como matéria prima, competindo com alimentação 

humana. Como numerosas linhagens de leveduras são consideradas uma fonte 

de óleo microbiano (SITEPU et al., 2014), conseguindo acumular até 70% do seu 

peso seco em lipídios (ANGERBAUER et al., 2008), vários estudos foram 

realizados no Brasil com o objetivo de avaliar sua capacidade produtora de 

lipídios, seja para biodiesel ou como suplemento alimentício (por exemplo, 

DUARTE et al., 2013, POLI et al., 2013, 2014b, MATTANNA et al., 2014a, 2014b, 

VIEIRA et al., 2014, ROSA et al., 2015). Algumas das espécies de leveduras 

descritas na literatura como oleaginosas e com possível utilidade na produção de 

biodiesel são Yarrowia lipolytica, Rhodotorula glutinis, Rhodotorula toruloides, 
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Lipomyces starkeyi, Cutaneotrichosporon curvatus, Occultifur externus e 

Sporobolomyces pararoseus (AGEITOS et al., 2011, GARAY et al., 2016). 

 

Os métodos convencionais de extração de lipídios propostos por FOLCH et al. 

(1957) e BLIGH & DYER (1959) se baseiam em determinação gravimétrica do 

conteúdo relativo à biomassa seca. A extração envolve reagentes analíticos e 

solventes orgânicos, tais como metanol ou clorofórmio (SITEPU et al., 2012, POLI 

et al., 2013, 2014b, MATTANNA et al., 2014a, DALLE DA ROSA et al., 2014). Por 

outro lado, vários métodos têm sido propostos baseados em fluorescência para 

avaliar conteúdo lipídico dentro da célula. Para isso, vários corantes têm sido 

testados para quantificação dos lipídios, tais como Sudan Black (DUARTE et al., 

2013), vermelho de Nilo (GREENSPAN et al., 1985, KIMURA et al., 2004, CHEN 

et al., 2009) e BODIPY 505/515 (4,4-difluro-1,3,5,7-tetramethyl-4-bora-3a,4a-

diaza-s-indacene, GOVENDER et al., 2012). Estas metodologias demostraram ser 

efetivas e rápidas na hora de estimar a produção de lipídios em fungos, 

microalgas, ciliados e macrófagos. Porém, metodologias “high throughput” para 

avaliar leveduras oleaginosas são escassas na literatura (KIMURA et al., 2004, 

SITEPU et al., 2012, POLI et al., 2014a).  CAPUS et al. (2016) propôs uma nova 

tecnologia usando microscopia confocal para testar diferentes estágios (relativo 

ao tempo de cultivo) de produção de lipídio em diferentes células oleaginosas. 

Porém, esse equipamento é difícil de ser encontrado na maioria de laboratórios e 

é difícil aplicar uma triagem de alto desempenho com técnicas de imagem.  
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A aplicação de metodologias de triagem, seleção, otimização e analíticas na área 

de produção de lipídios em leveduras facilita o entendimento do mecanismo de 

acúmulo de lipídios em cada espécie. A integração de várias análises ômicas, tais 

como genômica (CHERRY et al., 2011; LEE et al., 2013), transcriptômica (WANG 

et al., 2009; ROSSOUW et al., 2010), proteômica (CHEN & SNYDER, 2010; 

ROSSOUW et al., 2010), metabolômica (SMEDSGAARD & NIELSEN, 2005; 

JEWISON et al., 2011), e fluxômica (FENG & ZHAO, 2013; WINTER & KROMER, 

2013) permitem o maior entendimento do metabolismo lipídico, e colaboram na 

criação de ferramentas de engenharia metabólica para otimização de uma 

linhagem na fase produtiva industrial (SHENG & FENG, 2015). 

 

Esta tese propõe a caracterização de uma nova levedura oleaginosa isolada no 

Rio Grande do Sul, Brasil. A primeira parte da caracterização, microbiológica, 

envolve a aplicação de uma metodologia de triagem “high throughput” para o 

isolamento de uma nova levedura oleaginosa. Na segunda parte, foi avaliado um 

corante fluorescente microscopica e espectrofluorimetricamente para a marcação 

de gotas lipidicas em leveduras oleaginosas.  
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REVISÃO DE LITERATURA 

Biocombustíveis e biodiesel 

Os biocombustíveis são combustíveis produzidos direta ou indiretamente de 

biomassa (FAO, 2004). Entre eles são catalogados a lenha, carvão vegetal, 

bioetanol, biodiesel, biogás (metano) e/ou biohidrogênio. Biomassa é o material 

de origem biológica excluindo material incorporado em formações geológicas e 

transformadas em fóssil (FAO, 2004). Entre elas encontra-se cultivos, resíduos e 

subprodutos agroindustriais ou silviculturais, adubo ou biomassa microbiana.  

Os biocombustíveis são agrupados em três categorias, dependendo da matéria 

prima e tecnologia de conversão usada: (1) primeira geração, produzidos de 

cultivos dedicados à produção de bioenergia. Os mais utilizados são açúcar, 

amido e óleo vegetal; (2) segunda geração, são produtos bio-baseados que vêm 

de matérias primas não alimentícias e incluem resíduos agroindustriais, tais como 

biomassa lignocelulósica ou biomassa descartada; (3) terceira geração, sendo 

biocombustíveis produzidos de matérias primas obtidas por microrganismos. Os 

mais usados são algas e leveduras (SALADINI et al., 2016). 

O biodiesel pode ser definido como um combustível de acil-ésteres de ácidos 

carboxílicos de cadeia longa, produzidos pela transesterificação de gorduras e 

ácidos graxos de origem vegetal, animal ou microbiana (SITEPU et al., 2014). A 

Lei brasileira 11.097 de 13 de janeiro de 2005 definiu biodiesel como um 

combustível derivado de biomassa renovável que é usado em motores de 

combustão interna com ignição por compressão (FREITAS et al., 2013). O 

biodiesel apresenta várias características vantajosas quando comparado ao diesel 

tradicional. Ele causa menor quantidade de emissão de gases, tais como dióxido 
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de enxofre, dióxido de carbono (em até 78%), material particulado (até 66,7%) e 

hidrocarbonetos não queimados (45,2%) (GEN et al., 2014). 

O biodiesel mais usado na indústria atualmente usa óleo vegetal como fonte de 

matéria prima, implicando no amplo uso de terra cultivável para produção, 

dependência de sazonalidade, competição com alimentos para os seres 

humanos, entre outros motivos, que levam à procura de fontes alternativas de 

óleo (Figura 1).  

 

Figura 1. Comparação entre diesel, biodiesel de primeira e segunda geração (modificado 
de: NAIK et al., 2010) 
 

Os cultivos mais usados no mundo para produção de biodiesel são canola (84 %), 

girasol (13 %), óleo de palma (1 %), soja e outros (2 %) (ATABANI et al., 2012). 

Os óleos apresentados por esses cultivos estão compostos principalmente por 

Biodiesel 1a. geração

Tecnologia: económica
Matéria prima: óleo vegetal

Problemas:

Debate alimento vs. 
combustível

misturado parcialmente com 
diesel convencional

Benefícios:

Amigável ambientalmente, 
económico e segurança social

Biodiesel 2a. geração
Matéria prima: óleo obtido de biomassa 

vegetal residual llignocelulósico
Benefícios:

Amigável ambientalmente, não compete 
com alimento

Problema:
Tecnologia ainda em desenvolvimento para 

redução dos custos

Diesel de petróleo

Matéria prima: Petróleo cru.
Problema:

Declive/esgotamento de reservas 
de petróleo

Poluição ambiental
Problemas ecológicos e 

económicos
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ácido oleico, e portanto, fornecem qualidade de ignição superior, ponto de fusão e 

viscosidade ideais e estabilidade oxidativa (SITEPU et al., 2014). 

No Brasil, o principal cultivo utilizado é a soja (Figura 2), usando 21% do cultivo 

nacional para extração de óleo (BONATO et al., 2000). Em 2014, houve um 

incremento de 26% na produção de biodiesel, passando de 2,7 a 3,4 milhoes de 

metros cúbicos (Figura 3, BRASIL, Ministério da agricultura, pecúaria e 

abastecimento, 2015). 

 

Figura 2. Matérias primas utilizadas na produção de biodiesel no Brasil. Tomado de: 
BRASIL, Ministério da agricultura, pecúaria e abastecimento, 2015. 
 

Apesar da grande produção de soja no Brasil, a produção de biodiesel apresenta 

vários problemas. A soja esta sujeita a variações de preços significativos 

dependendo da sazonalidade, afetando os seus produtos. Por outro lado, o 

incremento na demanda energética aparece como uma oportunidade para 

diversificar a matriz energética (NETO et al., 2016).  
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Figura 3. Produção mensal de biodiesel no Brasil expressa em metros cúbicos. Tomado 
de: BRASIL, Ministério da agricultura, pecúaria e abastecimento, 2015. 
 

O governo Brasileiro criou em 2003 a Comissão Executiva Interministerial do 

Biodiesel (CEIB) e em dezembro de 2004, o governo federal lançou o Programa 

Nacional de Produção e Uso do Biodiesel (PNPB), com o objetivo inicial de 

introduzir o biodiesel na matriz energética brasileira. A mistura ao diesel fóssil 

teve início em 2004 e a Lei n° 11.097/2005, que introduziu o biodiesel na matriz 

energética brasileira, postulou a mistura de 2% de biodiesel (B2), entrando em 

vigor em janeiro de 2008. Com o amadurecimento do mercado brasileiro, esse 

percentual tem sido incrementado sucessivamente até 7,0% (novembro de 2014) 

(NETO et al., 2016). A Lei nº 13.263/2016 determinou o cronograma de aumento 

do teor de biodiesel até março de 2019, quando a percentagem deverá ser de 

10% (B10) (ANP, 2017). Na Argentina, o biodiesel B10 foi implementado em 

dezembro de 2013 (NETO et al., 2016). Finalmente, não existem dados 

estatísticos oficiais relacionados à produção de biodiesel de segunda geração no 
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Brasil. Porém, vários esforços têm sido realizados pelo governo para procurar 

alternativas aos problemas de produção de biodiesel de primera geração 

(CREMONEZ et al. 2015). 

 

Produção de biodiesel de terceira geração 

O biodiesel de terceira geração está em desenvolvimento usando microrganismos 

que acumulam óleo, tais como microalgas, bactérias, leveduras e outros fungos. 

Óleos provenientes de uma célula (Single cell oils ou SCO), ou sistemas 

microbianos que produzem e acumulam óleo, têm chamado a atenção da 

pesquisa científica, principalmente em resposta à elevação do preço do petróleo.  

Microrganismos oleaginosos podem converter substratos como dióxido de 

carbono, açúcares e ácidos orgânicos a lipídio. Enquanto algumas espécies 

produzem lipídios intracelulares continuamente, a maioria das células precisa de 

condições estressantes como privação de determinados nutrientes para estimular 

a síntese de lipídios em altas quantidades. Uma vez que as células produzem o 

lipídio, elas são coletadas e lisadas por diversas metodologias (solventes, lise 

mecânica, enzimática e outros), liberando o lipídio. Estes lipídios são separados 

da fração celular e refinados quimicamente para produzir um éster, liberando 

glicerol dos ácidos graxos. Tipicamente, isso é feito por uma hidrólise ácida ou 

básica na presença de um álcool. Enquanto o atual sistema leva a um custo de 

produção alto, o estabelecimento de um sistema robusto é necessário para ser 

competitivo com combustíveis baseados em petróleo.  
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Neste sentido, a estimativa do custo tem sido difícil e as projeções variam entre 

USD$1 a USD$80 por galão (DAVIS et al.,2011). RATLEDGE & COHEN (2008) 

examinaram projeções para lipídios de algas e leveduras. Eles calcularam que o 

preço de óleo proveniente de células de levedura, baseado nas tecnologias em 

2008, deveria ser de USD$3000 por tonelada (excluindo o custo de matéria-

prima), o qual deve ser duas vezes o valor do óleo vegetal usado para biodiesel. 

Até então, foi concluído que o óleo de levedura não seria viável economicamente 

até o preço do petróleo e óleo vegetal aumentar o suficiente. Outro estudo na 

China estimou o custo de produção de óleo de levedura a partir de biomassa 

lignocelulósica em USD$1230 por tonelada, incluindo o custo da matéria prima 

(HUANG et al., 2013a). Portanto, até 2014, os custos e projeções de custo de 

produção de biodiesel de terceira geração continuavam altos (GEN et al., 2014), 

necessitando pesquisas em desenvolvimento tecnológico para que sejam 

reduzidos. Entretanto, NETO et al. (2016) aponta que a produção de biodiesel por 

leveduras é sustentável, mais eficiente que biodiesel de primeira geração e tem 

aproximadamente os mesmos custos de produção. De fato, experimentos de 

SOCCOL et al. (2017) sugeriram um custo de produção mais competitivo usando 

leveduras (U$0,76/L) quando comparado com vegetal (U$0,81/L). Assim, a 

viabilidade econômica do biodiesel de terceira geração está perto de ser uma 

realidade industrialmente.  

 

Leveduras oleaginosas 

Uma levedura é considerada oleaginosa quando a razão em peso seco dos 

lipídios totais em relação à biomassa é igual ou maior a 20% (SITEPU et al., 
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2014). Sendo assim, as leveduras oleaginosas têm sido estudadas como uma 

fonte microbiana de óleo para oleoquímicos, incluindo combustíveis, plataformas 

químicas através de tecnologias integradas de biomassa, e ingredientes de 

alimentação (WOODBINE, 1959). As vantagens de usar leveduras em 

comparação com algas são que as primeiras possuem um crescimento mais 

rápido, em maior densidade, são menos suscetíveis à infecção viral e conseguem 

crescer em pH baixo, o que evita a contaminação bacteriana. Com as condições 

de cultivo otimizadas, tem sido reportado que acumulam até 70% de óleo por 

peso seco (ANGERBAUER et al., 2008). 

Os tipos de lipídios que podem ser produzidos por leveduras incluem 

triacilglicerol, diacilglicerol, monoacilglicerol, ácidos graxos, ésteres esteril, 

esteróis livres, glicerofosfolipídios, cardiolipinas, esfingolipídios, glicolipídios, 

hidrocarbonetos (tipo esqualeno e carotenoides), álcoois de cadeia longa, 

polipropinóis, quinonas isoprenoides, entre outros (BLAGOVIĆ et al., 2001; 

LÖSEL, 1988; RATTRAY, 1988; SCHWEIZER, 2004). Algumas espécies podem 

acumular somente triacilgliceróis nos corpos lipídicos, enquanto que outras 

podem acumular somente ésteres esterol. Ainda outras, como Saccharomyces 

cerevisiae, podem acumular ambos (CZABANY et al., 2008; MURPHY, 2012). 

Ácidos graxos mono-insaturados, principalmente ácido oléico, são os mais 

utilizados na indústria de biodiesel, pela estabilidade que forcenem à reação de 

transesterificação, fluidez, ponto de névoa, ponto de entupimento de filtro ao frio, 

viscosidade, entre outros (BRASIL, Ministério da agricultura, pecúaria e 

abastecimento, 2015) 
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Sob o ponto de vista ecológico, muitas leveduras que são reportadas como 

oleaginosas são isoladas de habitats relativamente secos ou pobres em 

nutrientes, tais como as superfícies das plantas (KURTZMAN et al., 2011), onde a 

capacidade de usar uma grande variedade de fontes de carbono deve ser uma 

vantagem (SITEPU et al., 2014). Portanto, a maioria de leveduras oleaginosas 

pode utilizar uma ampla variedade de fontes de carbono. Por outro lado, as 

leveduras oleaginosas não conseguem fermentar carboidratos, sendo aeróbias 

estritas. Essas características permitem que a levedura consiga sobreviver por 

longos períodos de tempo em nichos secos ou pobres em nutrientes e opte por 

armazenar reservas de carbono como estratégia adaptativa para sobrevivência 

em habitats adversos.  

 

Por muitas décadas, a maioria dos estudos em produção de lipídios por leveduras 

foi concentrada em poucas espécies, principalmente Yarrowia lipolytica, 

Lipomyces spp., Rhodotorula glutinis, R. graminis, C. curvatus, N. albida e R. 

toruloides (Tabela 1 e Tabela 2). Porém, dezenas de novas leveduras oleaginosas 

têm sido descritas atualmente, mas poucas têm sido estudadas em profundidade. 

Alguns critérios de seleção têm sido recentemente utilizados, como assimilação 

de carboidratos, osmotolerância ou tolerância a baixo pH. Na Tabela 1 são 

relatadas as leveduras oleaginosas pertencentes ao filo Ascomycota e na Tabela 

2 as leveduras oleaginosas pertencentes ao filo Basiodiomycota descritas na 

literatura até o momento.  
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Tabela 1. Espécies de leveduras oleaginosas pertencentes ao filo Ascomycota. 
Modificado e atualizado de SITEPU et al. (2014) 

Espécie Número 
de 
linhagens 

% de 
óleo 

Referência 

Candida diddensiae  1 37 MALKHAS'IAN et al. (1982) 
Candida freyschussii  1 32 AMARETTI et al. (2012) 
Candida sp. 1 20-56 DUARTE et al. (2013) 
Candida tropicalis  1 23 ANDREEVSKAYA E 

ZALASHKO (1979) 
Cyberlindnera jadinii  2 20-30 SCHMIDT (1947), JIGAMI et 

al. (1979) 
Cyberlindnera saturnus  1 25 BOULTON & RATLEDGE 

(1981) 
Debaryomyces etchellsii 1 22 AROUS et al. (2016) 
Galactomyces candidum  1 50 GEFFERS (1937) 
Galactomyces 
pseudocandidum  

1 28 FRANKLIN et al. (2011) 

Geotrichum histeridarum  1 33,77 FRANKLIN et al. (2011) 
Kodamaea ohmeri  2 22,9-

53,28 
KITCHA & CHEIRSILP (2011), 
POLBUREE et al. (2015) 

Kurtzmaniella cleridarum  1 33 SITEPU et al. (2013) 
Lipomyces doorenjongii  1 72,3 OGURI et al. (2012) 
Lipomyces kockii  1 77,8 OGURI et al. (2012) 
Lipomyces lipofer 2 40-43 KLEINZELLER (1944), 

MCELROY & STEWART 
(1967) 

Lipomyces starkeyi  5 21-62 STARKEY (1946), CHEN et al. 
(2009), SIGNORI et al. (2016) 

Lipomyces tetrasporus 1 66,5 EROSHIN & KRYLOVA (1983) 
Magnusiomyces magnusii  1 27 ZHELIFONOVA et al. (1983) 
Metschnikowia gruessii 1 34 STANIER (1946) 
Metschnikowia pulcherrima 
  

1 30 PAN et al. (2009) 

Metschnikowia sp. 6 25-48 MAINA et al. (2016) 
Meyerozyma caribbica 1 37,6 POLBUREE et al. (2015) 
Myxozyma melibiosi  1 23 SITEPU et al. (2013) 
Myxozyma udenii  1  20,6 DIEN et al. (2016) 
Pichia manshurica 1 64,8 POLBUREE et al. (2015) 
Saturnispora silvae 1 30,1 POLBUREE et al. (2015) 
Schwanniomyces 
occidentalis  

2 23-41,90 GUERZONI et al. (1985), 
LAMERS et al. (2016) 

Torulaspora delbrueckii  1 40 FRANKLIN et al. (2011) 
Trigonopsis variabilis  1 20-43,7 SENTHESHANMUGANATHAN 

& NICKERSON (1962) 
Wickerhamomyces 1 30 SOUZA et al. (2017) 
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Espécie Número 
de 
linhagens 

% de 
óleo 

Referência 

anomalus 
Wickerhamomyces ciferrii 1 22 HOPTON & WOODBINE 

(1960) 
Yarrowia lipolytica 26 37,6-70 BATI et al. (1984), POLI et al. 

(2013), MATTANNA et al. 
(2014), QIAO et al. (2015), 
LEIVA-CANDIA et al. (2014), 
SOUZA et al. (2017) 

  

Tabela 2. Espécies de leveduras oleaginosas pertencentes ao filo Basidiomycota. 
Modificado e atualizado de SITEPU et al. (2014) 

Espécie Número de 
linhagens 
reportadas 

% de óleo Referência 

Apiotrichum brassicae 1 20,34 FRANKLIN et al. (2011) 
Apiotrichum cacaoliposimilis 2 64,50 GUJJARI et al. (2011), 

MATSUO et al. (1981) 
Apiotrichum domesticum 1 35,16 FRANKLIN et al. (2011) 
Apiotrichum loubieri 1 22,39 FRANKLIN et al. (2011) 
Apiotrichum montevideense 1 25,60 FRANKLIN et al. (2011) 
Apiotrichum porosum 1 24,5 SCHULZE et al. (2014) 
Colacogloea terpenoidalis 1 27 FRANKLIN et al. (2011) 
Cryptococcus neoformans 1 21,3 ITOH et al. (1975) 
Cutaneotrichosporon 
curvatus 

5 32-69 MOON et al. (1978), 
THIRU et al. (2011), 
LEIVA-CANDIA et al. 
(2014), JIRU et al. 
(2016), SIGNORI et al. 
(2016) 

Cutaneotrichosporon 
cutaneum 

2 20-39,8 MOON et al. (1978), 
CHEN et al. (2009) 

Cutaneotrichosporon 
dermatis 

2 40,1-60,8 MATSUO et al. (1981), 
HUANG et al. (2012) 

Cutaneotrichosporon 
guehoae 

1 37 SITEPU et al. (2013) 

Cutaneotrichosporon 
oleaginosus 

2 51 GUJJARI et al. (2011), 
MOON et al. (1978) 

Cystobasidium laryngis 1  VIÑARTA et al. (2016) 
Cystobasidium minuta 1 24,62 PAN et al. (2009) 
Cystobasidium 
oligophagum 

1 36,46 VYAS & CHHABRA 
(2017) 

Cystobasidium slooffiae 1 N.D.* CAPUS et al. (2016) 
Filobasidium oeirense 1 25 SITEPU et al. (2013) 
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Espécie Número de 
linhagens 
reportadas 

% de óleo Referência 

Filobasidium wieringae 1 23-53 SITEPU et al. (2013) 
Hannaella sp. 1 25 SITEPU et al. (2013) 
Leucosporidiella creatinivora 2 49-62 ROSSI et al. (2009), 

SITEPU et al. (2013) 
Moesziomyces aphidis 1 44 GILL et al. (1977) 
Moesziomyces parantarcticus 1 43,54 AREESIRISUK et al. 

(2015) 
Moniliella spathulata 1 41,5 KITCHA & CHEIRSILP 

(2011) 
Naematelia encephala 1 41 SITEPU et al. (2013) 
Naganishia adeliensis 4 32,10 LI et al. (2012) 
Naganishia albida 3 25-40,1 HANSSON & 

DOSTALEK (1986a), FEI 
et al. (2011), SITEPU et 
al. (2013) 

Occultifur externus 1 57 ± 2.2 GARAY et al. (2016) 
Papiliotrema aurea 1 21,10 ENEBO et al. (1944) 
Papiliotrema laurentii 2 23-30 GUERZONI et al. (1985), 

POLBUREE et al. (2015) 
Papiliotrema flavescens 4 52 Este trabalho. 
Phenoliferia glacialis 1 68 AMARETTI et al. (2010) 
Pseudohyphozyma 
bogoriensis 

1 29,2 ± 2,9 GARAY et al. (2016) 

Pseudozyma hubeiensis 7 25 TANIMURA et al. (2016) 
Rhodosporidiobolus colostri 1 26,89 SITEPU et al. (2013) 
Rhodosporidiobolus fluvialis 1 25 SITEPU et al. (2012) 
Rhodotorula araucariae 1 60,1 ± 4,1 GARAY et al. (2016) 
Rhodotorula babjevae 1 65 SITEPU et al. (2013) 
Rhodotorula dairenensis 1 33,44 JIRU et al. (2016) 
Rhodotorula diobovata 4 20–41 SITEPU et al. (2012) 
Rhodotorula glacialis 2 73-77 AMARETTI et al. (2010), 

VIÑARTA et al. (2016) 
Rhodotorula glutinis 4 35,4-57,2  NILSSON et al. (1943), 

YOON & RHEE (1983), 
VIÑARTA et al. (2016) 

Rhodotorula graminis 2 40-52 GALAFASSI et al. 
(2012), SITEPU et al. 
(2012) 

Rhodotorula kratochvilovae 2 40 PATEL et al. (2014), 
JIRU et al. (2015) 

Rhodotorula mucilaginosa 15 28–67,5 ATAMANYUK et al., 
1978, SITEPU et al. 
(2012), JIRU et al. 
(2016), GARAY et al. 
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Espécie Número de 
linhagens 
reportadas 

% de óleo Referência 

(2016) 
Rhodotorula paludigenum 2 31 SITEPU et al. (2012), 

GARAY et al. (2016) 
Rhodotorula sp. 1 1 57,2 ± 2,2 GARAY et al. (2016) 
Rhodotorula sp. 2 1 53,4 ± 1,6 GARAY et al. (2016) 
Rhodotorula sphaerocarpa 2 37-43 FRANKLIN et al. (2011), 

SITEPU et al. (2013) 
Rhodotorula taiwanensis 15 21,9-71 POLBUREE et al. (2015) 
Rhodotorula toruloides 11 19-67 HUSAIN & HARDIN 

(1952), TATSUMI et al. 
(1977), SITEPU et al. 
(2012), CHEN et al. 
(2009), WANG et al. 
(2012), LI et al. (2007), 
SIGNORI et al. (2016), 
SARAN et al. (2017) 

Saitozyma podzolica 6 34,6-55 TANIMURA et al. (2014), 
SCHULZE et al. (2014) 

Saitozyma sp. 1 64,4 POLBUREE et al. (2015) 
Solicoccozyma aeria 1 63,3 EROSHIN & KRYLOVA 

(1983) 
Solicoccozyma terreus 1 51 SITEPU et al. (2013) 
Solicoccozyma terricola 1 69,30 PEDERSEN (1961) 
Sporobolomyces johnsonii 2 24,8-43,4 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces pararoseus 4 53,2-60,4 GARAY et al. (2016) 
Rhodosporidiobolus ruineniae 5 21,3-66 POLBUREE et al. 

(2015), GARAY et al. 
(2016) 

Sporidiobolus salmonicolor 4 22,2-43,3 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces bannaensis 4 27,3-38,8 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces sp. 1 2 40,8-55,8 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces sp. 2 1 45,9 ± 0,8 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces carnicolor 3 47,1-61,4 GARAY et al. (2016) 
Sporobolomyces roseus 1 34,8 CUI et al. (2012) 
Sporidiobolus metaroseus 1 34,6 ± 0,4 GARAY et al. (2016) 
Rhodosporidiobolus odoratus 2 48,7-56,7 GARAY et al. (2016) 
Rhodosporidiobolus 
poonsookiae 

1 50,4 ± 3,6 GARAY et al. (2016) 

Tausonia pullulans 3 29,3-46 NILSSON et al. (1943), 
TATSUMI et al. (1977), 
MARTINEZ et al. (2016) 

Trichosporon coremiiforme 1 37,8 HUANG et al. (2013b) 
Trichosporon fermentans 1 52,2 LI et al. (2011) 
Vanrija albida 2 23 SITEPU et al. (2012) 
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Espécie Número de 
linhagens 
reportadas 

% de óleo Referência 

Vanrija humicola 3 23-35 ZOTOVA et al. (1985), 
SITEPU et al. (2013), 
SOUZA et al. (2017) 

Vanrija musci 1 44,7 TANIMURA et al. (2014) 
Vishniacozyma sp. 1 1 37 SITEPU et al. (2013) 
Vishniacozyma sp. 2 1 33,27 Este trabalho 
Vishniacozyma victoriae 1 22 SITEPU et al., (2012) 

 * Determinado a partir de microscopia confocal, proposto por CAPUS et al. (2016) 
 

Desde o relato de Galactomyces candidum por GEFFERS et al. (1937) como 

levedura oleaginosa, várias pesquisas foram focadas em triagem de leveduras 

produtoras de óleo. A Figura 1 mostra uma série histórica de pesquisas com 

leveduras oleaginosas. Por exemplo, entre 1942-1948, 1960-1962 e 1974-1986 

foram relatadas várias espécies oleaginosas e que continuam sendo avaliadas e 

melhoradas até a atualidade. Porém, desde 2008 até 2016 tem sido observado 

um crescimento exponencial das pesquisas reportadas para a seleção de novas 

linhagens oleaginosas. Nesse sentido, entre Janeiro e o Outubro de 2016 foram 

relatadas 70 novas linhagens oleaginosas, mostrando o grande interesse 

científico em descobrir o potencial oleaginoso de leveduras.   
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Figura 4. Número de linhagens de leveduras reportadas na literatura como oleaginosas 
ao longo do último século.  
 

Ao mesmo tempo, a maioria de espécies de leveduras oleaginosas foi relatada 

somente com um ou dois isolados, enquanto outras espécies apresentam várias 

linhagens oleaginosas, podendo chegar até 26 linhagens diferentes de Yarrowia 

lipolytica (Figura 2). Y. lipolytica, um microrganismo considerado “seguro” para 

uso na indústria (GROENEWALD et al., 2014), é a levedura preferida para 

produção de lipídios (LEDESMA-AMARO et al., 2016). Outras espécies ricas em 

linhagens oleaginosas são Rhodotorula mucilaginosa, R. toruloides e R. 

taiwanensis, mostrando uma associação filogenética na capacidade oleaginosa 

(KURTZMAN et al., 2015). Algumas espécies como Lipomyces spp., R. glutinis, R. 
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graminis, C. curvatus, N. albida, e R toruloides têm sido exploradas com maior 

profundidade para produção de lipídios em escala industrial (SITEPU et al., 2014). 

 

Figura 5. Número de linhagens oleaginosas reportadas por espécie de levedura. 
 

Dois tipos de estratégias podem ser utilizadas para avaliação de novas leveduras 

oleaginosas. A primeira estratégia consiste em avaliar grupos filogenéticos 

próximos a espécies já reportadas. Por exemplo, OGURI et al. (2012) reportaram 

a capacidade oleaginosa de L. doorenjongii e L. kockii, que são espécies 

próximas a L. starkeyi. Da mesma forma, GARAY et al. (2016) reportaram alta 

percentagem de novas linhagens oleaginosas quando avaliaram um clado 

específico do filo Basidiomycota.  Outra estratégia é baseada em propriedades 

fisiológicas que podem estar presentes em leveduras oleaginosas. Por exemplo, a 
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seleção de leveduras que armazenam lipídios, posteriormente crescem em meios 

livres de carbono. Com esta estratégia foi detectado N. adeliensis como linhagem 

oleaginosa (LI et al., 2012). Leveduras que respondem ao enriquecimento de 

meios de cultivo com glicerol como fonte de carbono já foi testado por alguns 

autores, como PAN et al. (2009), que relataram que 32,5% das linhagens foram 

oleaginosas. Também, o crescimento de leveduras em meios pobres em 

nitrogênio ofereceu um rendimento de 28,23% de linhagens oleaginosas 

(KRAISINTU et al., 2010). Finalmente, características semelhantes em coleções 

de cultura podem ser associadas com oleaginicidade. Por exemplo, SITEPU et al. 

(2012) avaliou com sucesso leveduras que flutuavam no tubo de ensaio quando 

era adicionado glicerol 20% para criopreservação da coleção de culturas Phaff da 

Universidade de Davis (USA), tendo reportado que 73,33% de leveduras eram 

oleaginosas.  

 

Quanto à taxonomia de leveduras, em dezembro de 2015, foram publicadas 

várias mudanças na taxonomia dentro do filo Basidiomycota, devido a várias 

inconsistências filogenéticas de acordo com o grupo avaliado, tais como a 

existéncia de grupos polifiléticos (LIU et al. (2015, WANG et al. 2015a,b). Por 

exemplo, a polifilia é claramente evidenciada na tabela apresentada por SITEPU 

et al. (2014). Os trabalhos reportados por LIU et al. (2015) e WANG et al. 

(2015a,b) reorganizaram os grupos filogenéticos de leveduras dentro das classes 

Tremellomycetes, Pucciniomycotina e Ustilaginomycotina, e a maioria dos 

gêneros foi reagrupada em grupos monofiléticos. Desta forma, as Tabelas 1 e 2 

são apresentadas com a classificação atualizada (gêneros e epítetos específicos).  
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SITEPU et al. (2014) descreveram três postulados para leveduras oleaginosas: 

(1) não são clado-específicas, tendo leveduras oleaginosas pertencentes à 

Ascomycota (Tabela 1) e Basidiomycota (Tabela 2); (2) o potencial de 

acumulação de lipídio varia entre espécies próximas e entre linhagens dentro da 

mesma espécie. Por exemplo, MATTANA et al. (2014a) e GARAY et al. (2016) 

mostraram que diferentes linhagens dentro da mesma espécie têm diferentes 

conteúdos lipídicos e perfis de ácidos graxos diferentes, o que enfatiza a 

importância de citar qual linhagem foi utilizada nas publicações; (3) novas 

leveduras oleaginosas estão sendo descobertas e descritas.    

 

Composição lipídica em leveduras oleaginosas 

Os ácidos graxos mais comuns em leveduras contêm entre 16 e 18 carbonos, 

sendo a maioria deles saturados (por exemplo C16:0) ou monoinsaturados (por 

exemplo C18:1). Em leveduras oleaginosas, os ácidos graxos mais freqüentes 

são ácido oléico (C18:1), ácido palmítico (C16:0) e ácido esteárico (C18:0) 

(MEESTERS et al., 1996), sendo os mesmos ácidos graxos dominantes na 

produção de biodiesel a partir de óleo vegetal, como canola ou girassol 

(WOODBINE, 1959; RATTRAY, 1988; AGEITOS et al., 2011). Durante a fase 

exponencial de crescimento, o ácido linoléico (C18:2) aparece em grandes 

quantidades, mas diminui na fase estacionária, quando os ácidos esteárico 

(C18:0) e oléico (C18:1) chegam ser prominentes e é adicionada uma ligação 

dupla no C18:0 para C18:1 pela enzima Δ9 dessaturase (YKEMA et al., 1988; 

HASSAN et al., 1993; MEESTERS et al., 1996) 

 



43 

 

FIRESTONE (2013) sugeriram que a fração oleina (óleos de 18C) é a preferida 

para a produção de biodiesel, por apresentar diversas propriedades que são 

favoráveis para a estabilidade do biocombustível, tais como estabilidade oxidativa, 

viscosidade, calor de combustão, ponto de ebulição e número cetano (indicador 

de qualidade, SITEPU et al., 2014). Quando comparados, os óleos vegetais e de 

leveduras são semelhantes em composição. Porém, uma vantagem do óleo 

microbiano é que a composição do ácido graxo pode ser modificada dependendo 

da fonte de nutrientes (LEIVA-CANDIA et al., 2014), o que confere um potencial 

de uso sustentável e renovável na indústria de biodiesel.  

 

Biossíntese de lipídios em leveduras 

A síntese de novo de lipídios é um processo bioquímico anabólico no qual acetil-

CoA, proveniente de diferentes vias metabólicas intermediárias, gera ácidos 

graxos, que são esterificados com glicerol, produzindo lipídios estruturais 

(fosfolipídios, etc) e de reserva (triacilgliceróis). Os precursores do triacilglicerol 

(TAG) são glicerol-3-fosfato e acil-CoA, formada a partir dos ácidos graxos pela 

acil-CoA sintetase. A primeira etapa da síntese de triacilgliceróis é a produção de 

diacilglicerol-3-fosfato (ácido fosfatídico) a partir de glicerol-3-fosfato e duas 

moléculas de acil-CoA. O ácido fosfatídico é hidrolisado a diacilglicerol (DAG) por 

uma fosfatase, que é então convertido a triacilglicerol por uma transesterificação 

com uma terceira molécula de acil-CoA. A produção de TAG como moléculas de 

reserva energética é comum a vários seres vivos, porém apenas alguns são 

capazes de acumular TAG em altas concentrações sem que aparentemente haja 

citotoxicidade (GARAY et al., 2014).  
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Para que haja síntese de lipídios, é necessário um grande suprimento intracelular 

de acetil-CoA e de NADPH. A ATP-citrato-liase catalisa a reação entre o citrato e 

coenzima A (CoA), formando acetil-CoA e oxaloacetato. A limitação de nitrogênio 

leva a um aumento na atividade de AMP-desaminase, diminuindo o conteúdo de 

AMP na célula. Essa diminuição na quantidade de AMP resulta na inibição da 

enzima isocitrato-desidrogenase, que é dependente de AMP nos microrganismos 

oleaginosos. Portanto, o isocitrato não é metabolizado e é equilibrado com citrato 

via ação da aconitase, havendo acúmulo de citrato na mitocôndria. Quando o 

citrato atinge um valor crítico, é exportado da mitocôndria por meio de um sistema 

de translocação malato-citrato, entrando no citosol e sendo utilizado pela ATP-

citrato-liase na formação de oxaloacetato e acetil-CoA, que é utilizada na síntese 

de ácidos graxos. O oxaloacetato é convertido em malato, que é utilizado no 

sistema de efluxo para saída do citrato da mitocôndria (PAPANIKOLAU & 

AGGELIS, 2011).  

 

A produção de lipídios de novo em leveduras oleaginosas é usualmente ativada 

por limitação do nitrogênio. Durante a fase exponencial ou de crescimento, elas 

produzem lipídios estruturais, como constituintes de membrana celular, e somente 

uma pequena proporção é armazenada. Porém, quando o nitrogênio começa a 

esgotar, elas começam a acumular lipídios neutros, tais como triacilglicerol (TAG), 

em grande quantidade (PARK et al., 2017). O “switch” metabólico que representa 

esse fenômeno tem sido estudado extensivamente.   
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Vários trabalhos reportados pelo grupo liderado pelo Dr. Colin Ratledge 

(BOTHAM & RATLEDGE, 1979; BOULTON & RATLEDGE, 1981; RATLEDGE, 

2002; RATLEDGE & WYNN, 2002) mencionam que a enzima ATP-citrato-liase 

(ACL) é chave na característica oleaginosa, controlando o fluxo de carbono para 

armazenamento de lipídios (VORAPREEDA et al., 2012, OCHOA-ESTOPIER et 

al., 2014, SITEPU et al., 2014). Porém, PARK et al. (2017) mostraram que duas 

linhagens oleaginosas das espécies Y. lipolytica e R. toruloides, quando 

comparadas com outras linhagens oleaginosas, estão “down” reguladas, 

revolucionando o conceito que tem sido reportado até agora sobre a importância 

desta enzima. Outras enzimas reportadas como fortemente induzidas no processo 

de acúmulo de lipídios são a enzima málica e a acetil-CoA carboxilase (OCHOA-

ESTOPIER et al., 2014).  

 

O outro componente essencial é o NADPH, que é produzido nos microrganismos 

oleaginosos via enzima málica. Esta enzima catalisa a reação entre o malato e 

NADP+, formando piruvato e NADPH. Enzimas alternativas geradoras de NADPH 

também podem estar presentes (RATLEDGE, 2004). O resultado final dessas 

reações é a formação de ácidos graxos a partir da acetil-CoA, que serão 

utilizados na síntese dos diacilgliceróis (DAG) e triacilgliceróis (TAG). 

Em leveduras, os TAG podem ser sintetizados por duas classes de DAG 

aciltransferases, uma dependente de acetil-CoA, catalisada pela acetil 

CoA:diacilglicerol aciltransferase (DGAT), e uma via independente de acetil-CoA, 

catalisada pela fosfolipideo:diacilglicerol transferase (PDAT). Existem duas 

famílias principais de DGAT ligadas à membrana, DGAT1 e DGAT2, e uma 
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família solúvel, DGAT3, cuja presença em Rhodotorula glutinis já foi sugerida 

(Rani et al., 2013). A família DGAT1 tem alta similaridade com acil-CoA:colesterol 

aciltransferases (ACAT), que catalisam reações de esterificação em mamíferos. 

Em Saccharomyces cerevisiae, dois membros da família ACAT, Are1p e Are2p, 

são os responsáveis por reações de esterificação do esterol. Os homólogos ARE1 

e ARE2 de Y. lipolytica parecem ter papéis diferentes na síntese e metabolismo 

de lipídios neutros. A proteína Are1p de Y. lipolytica pertence à família ACAT, com 

atividade de esterificação de esterol, enquanto a proteína Are2p pertence à 

DGAT. 

 

ZHANG et al. (2012) estudaram a participação das DAG aciltransferases na 

síntese de TAG usando mutantes de Y. lipolytica, enquanto Beopoulos et al. 

(2012) descreveram uma nova DAG aciltransferase, homóloga aos genes ARE de 

S. cerevisiae. A expressão das DAG aciltransferases é tão importante para a 

síntese de TAG que Kamisaka et al. (2013) demonstraram que a super-expressão 

de uma variante desta enzima foi capaz de transformar a levedura não-oleaginosa 

S. cerevisiae em oleaginosa, capaz de acumular até 45% de lipídios. Essa 

abordagem abre caminho para novas estratégias visando o melhoramento do 

acúmulo de lipídios em leveduras.  

 

O conhecimento da bioquímica da síntese de lipídios em fungos também pode ser 

aproveitado em prol do melhoramento genético de leveduras oleaginosas. Assim, 

a expressão heteróloga tem sido focada no melhoramento de precursores e 

suplementos de cofatores para a produção de ácidos graxos. Outra possibilidade 
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é modificar elementos regulatórios do metabolismo para aumentar a expressão de 

enzimas limitantes e otimizar a produtividade.  Neste sentido, a engenharia de 

rotas endógenas e heterólogas permitiram o incremento da produtividade 

(SHENG & FENG, 2015). Por exemplo, a expressão da enzima málica heteróloga 

de Mucor circinelloides em Rhodotorula glutinis foi capaz de aumentar o conteúdo 

lipídico da levedura de 18,74% para 39,35% (LI et al., 2013) e a superexpressão 

do gene da acetil-CoA carboxilase de Mucor rouxii aumentou o conteúdo de 

ácidos graxos em Hansenula polymorpha (RUENWAI et al., 2009). Também, S. 

cerevisiae tem sido transformada para tornar esta espécie oleaginosa (TANG et 

al., 2015, KAMISAKA et al., 2016, SHI et al., 2016). Também, a superexpressão 

de Ole1p, uma dessaturase-∆9, teve efeitos significativos no conteúdo de ácido 

palmitoleico e oleico (KAMISAKA et al., 2016). Por outro lado, SHI et al. (2016) 

propuseram uma metodologia de triagem de genes relacionados ao acúmulo de 

lipídios em Y. lipolytica para tornar S. cerevisiae JV03 como oleaginosa. Segundo 

esses autores, enzimas como a proteína-ancorada-Glicosilfosfatidilinositol, 

malato-desidrogenase, gliceraldeído-3-fosfato-deshidrogenase, ácido-graxo-

hidroxilase, farnesiltransferase, anoctamina, dihidrolipoamida-deshidrogenase e a 

proteína que liga a fosfatidiletanolamina conseguiram incrementar até 2,5 vezes a 

produção de ácidos graxos quando avaliadas individualmente. 

 

A participação das ômicas em leveduras oleaginosas 

Até 2015, nenhuma abordagem em biologia de sistemas conseguiu satisfazer 

completamente as demandas para desenvolver um hospedeiro produtor de ácidos 

graxos para biocombustíveis (SHENG & FENG, 2015). Por isso, esforços para a 
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integração de várias ômicas têm sido o foco de estudos recentemente para a 

otimização da produtividade na escala industrial. A genômica (CHERRY et al., 

2011; LEE et al., 2013), transcriptômica (WANG et al., 2009; ROSSOUW et al., 

2010), proteômica (CHEN & SNYDER, 2010; ROSSOUW et al., 2010), 

metabolômica (SMEDSGAARD & NIELSEN, 2005; JEWISON et al., 2011), e 

fluxômica (FENG & ZHAO, 2013; WINTER & KROMER, 2013), junto com 

aplicações racionais e apropriadas de engenharia genética, podem oferecer um 

avanço para criar um hospedeiro ideal para produção de biocombustíveis 

(SHENG & FENG, 2015).   

VORAPREEDA et al. (2012), usando análise genômica comparativa entre fungos 

não-oleaginosos (S. cerevisiae, Candida albicans e Ashbya gossypii) e fungos 

oleaginosos (Y. lipolytica, Rhizopus oryzae, Aspergillus oryzae e Mucor 

circinelloides), identificaram rotas potencialmente envolvidas na geração de 

precursores da síntese de lipídios. Os autores sugeriram uma relação entre o 

metabolismo de carboidratos, lipídios e aminoácidos na biossíntese de acetil-CoA, 

contribuindo para a produção de lipídios em microrganismos oleaginosos. 

Considerando o metabolismo de carboidratos, quatro principais rotas de síntese 

de acetil-CoA a partir do piruvato foram encontradas tanto nos fungos oleaginosos 

quanto nos não-oleaginosos, envolvendo as enzimas piruvato-cinase, piruvato-

desidrogenase, enzima málica, lactato-desidrogenase e acetil-CoA-sintetase. 

Além dessas rotas gerais, foi identificada uma rota adicional em fungos 

oleaginosos com a participação da enzima ATP-citrato-liase, não encontrada nos 

fungos não oleaginosos. Além do metabolismo de carboidratos, a acetil-CoA pode 

ser gerada por outras vias metabólicas, como através da degradação dos lipídios 
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pela β-oxidação de ácidos graxos e pela degradação de aminoácidos ramificados 

(leucina e lisina).  

 

LIU et al. (2011) analisaram o proteoma da levedura oleaginosa L. starkeyi 

durante diferentes estágios de um processo típico de acúmulo de lipídios e viram 

que respostas globais ocorriam quando as células eram expostas a um ambiente 

deficiente em nitrogênio (indutor da síntese de lipídios). Muitas das proteínas com 

expressão reduzida eram relacionadas à glicólise, enquanto a maioria das 

proteínas superexpressas estavam envolvidas na proteólise e peptidólise, 

metabolismo de carboidrato e de lipídios. Os autores não observaram atividade da 

enzima málica, mas a 6-fosfogliconato desidrogenase, que catalisa uma reação 

que gera NADPH na via das pentoses, foi superexpressa. A superexpressão 

dessa enzima também foi encontrada em estudos anteriores de proteômica de R. 

toruloides pelos mesmos autores (LIU et al., 2009). Portanto, a via das pentoses 

fosfato parece ser importante para gerar poder redutor para a síntese de lipídios 

em leveduras. 

 

MORIN et al. (2011) estudaram a expressão gênica de Y. lipolytica durante a 

transição entre as etapas de produção de biomassa e acúmulo de lipídios pela 

técnica de microarranjo. A maior parte da resposta de Y. lipolytica refletiu uma 

diminuição da taxa de crescimento em condições de limitação de nitrogênio. A 

maioria dos genes que governam a síntese de ácidos graxos em Y. lipolytica não 

parece ser diretamente controlada em nível de transcrição, não sendo descartado 

um controle pós-traducional da expressão desses genes. Por outro lado, nessa 
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levedura os genes relacionados ao elongamento e dessaturação dos ácidos 

graxos parecem ser controlados em nível de transcrição. 

 

ZHU et al. (2012) apresentaram os resultados de uma análise multi-ômica de R. 

toruloides e relataram que os dados transcriptômicos (RNA-seq) e proteômicos 

sugeriram que o acúmulo de lipídios em condições limitantes de nitrogênio 

correlaciona com a indução da lipogênese, reciclagem de compostos 

nitrogenados, metabolismo de macromoléculas e autofagia. Os autores 

reconstruíram o metabolismo central e o metabolismo de lipídios dessa levedura e 

viram que ela expressa ATP: citrato liase e β-oxidação de ácidos graxos, que 

podem ser fontes de acetil-CoA para síntese de TAG. Foi encontrada uma nova 

enzima chamada ácido graxo sintase. Os genes com expressão reduzida foram 

relacionados ao metabolismo primário e de macromoléculas. A limitação de 

nitrogênio ativou uma série de vias que incluem indução da assimilação de 

nitrogênio, utilização de fontes alternativas de nitrogênio, degradação de 

proteínas vacuolares, autofagia e inibição da biossíntese de macromoléculas 

nitrogenadas. A regulação da enzima málica foi complexa, com a transcrição 

sendo reduzida, porém o nível da proteína sendo aumentado nas condições de 

limitação de nitrogênio. A glicólise foi aumentada, porém as enzimas do ciclo de 

Krebs tiveram a expressão reduzida; com isso, o piruvato foi canalizado para 

acetil-CoA, precursora dos lipídios. 

 

SHI et al. (2013) realizaram a análise de proteômica comparativa entre a levedura 

não oleaginosa S. cerevisiae e duas espécies oleaginosas (N. albida e R. 
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toruloides) em diferentes estágios de acúmulo de lipídios, utilizando marcação 

com iTRAQ acoplada com 2D-nano-LC-MS/MS. Os autores identificaram as 

proteínas diferencialmente expressas em oito grupos funcionais, sendo que 15 

proteínas foram up-reguladas nas leveduras oleaginosas em relação à S. 

cerevisiae, entre elas a NADP-GDH3p (envolvida na biossíntese do glutamato e 

que poderia atuar fornecendo suprimento de nitrogênio em condições de baixa 

concentração de nitrogênio no meio externo), a GND1p (catalisa a reação de 

descarboxilação oxidativa do 6-fosfogluconato a ribulose 5-fosfato acoplada à 

redução de NADP a NADPH, essencial para reações de biossíntese, em especial 

a biossíntese de lipídios), AAC2p (importa ADP para dentro da mitocôndria e 

bombeia ATP para o citosol) e ATP2p mitocondrial (converte a energia do 

gradiente de prótons em ATP). GND1p, AAC2p and ATP2p foram up-reguladas 

em R. toruloides em relação à N. albida, o que pode explicar o maior acúmulo de 

lipídios na primeira espécie em relação à segunda. 

 

PARK et al. (2017) desenharam um mapa das rotas metabólicas para leveduras 

oleaginosas, baseadas em dados de genômica, proteômica e fluxômica quando 

comparadas em condições limitantes e não limitantes de nitrogênio (Figura 3). 

Como é mostrado no mapa, a glicólise e ciclo de Krebs são geralmente expressos 

negativamente independente da espécie ou nível ômico analisado, implicando que 

o controle é na transcrição.  Também, é mostrada a superexpressão de piruvato 

desidrogenase e piruvato-cinase, o que está de acordo os relatos de acúmulo de 

citrato na mitocôndria, o qual seria transportado ao citoplasma pela ATP-citrato-

liase (que já é considerada um fingerprint para leveduras oleaginosas; PARK et 
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al., 2017). Porém, como dito anteriormente, foi observado que essa enzima 

estava sub-expressa em Y. lipolytica Po1g e R. Toruloides NP11, o que sugere 

que ACL pode não ser o único mecanismo de acúmulo de acetil-CoA para essas 

espécies. Foi sugerido que a fonte de acetil-CoA para R. toruloides se deriva da 

superexpressão das rotas de degradação e -oxidação de ácidos graxos (ZHU et 

al., 2012). No mesmo sentido, acetil-CoA carboxilase foi encontrada como 

superexpressa, exceto para Y. lipolytica e R. toruloides. Esta enzima direciona 

diretamente a produção de ácidos graxos a partir de acetil-CoA citoplasmática, 

pelo que é alvo principal de engenharia metabólica (TAI et al., 2013, QIAO et al., 

2015).  



 



Figura 6. Regulação do acúmulo de lipídios em fungos oleaginosos baseado em dados 
de transcriptômica, proteômica e fluxômica. As espécies analisadas foram Yarrowia 
lipolytica, Rhodotorula toruloides, Cutaneotrichosporon oleaginosum, Mortierella alpina, 
Lypomyces starkeyi e Mucor circinelloides. Tomado de PARK et al. (2017).    
 

Outra via metabólica chave identificada no mapa proposto por PARK et al. (2017) 

é a rota de Kennedy (ou via Diacilglicerol fosfato), que tem sido observada como 

superexpressa em produção de lipídios ex novo. PARK et al. (2017) sugerem que 

a superexpressão dessa rota se deve ao redirecionamento do fluxo metabólico 

devido à subexpressão da glicólise e não pela superexpressão em si. Juntos, 

Diacilglicerol o-aciltransferase e acetil-CoA carboxilase são focos de estudos para 

melhoramento da produção de lipídios (TAI et al., 2013, QIAO et al., 2015).  

 

A produção de NADPH, chave para a biossíntese de lipídios, foi proposta como 

sendo realizada através da enzima málica. Porém, no mapa proposto por PARK 

et al. (2017) não foi observada uma expressão coerente. Desta forma, foi 

proposto que glicose-6-fosfato-desidrogenase possa ser um importante gerador 

de NADPH ao ser superexpressa significativamente (ZHANG et al., 2013, 

RATLEDGE 2014). 

 

Finalmente, as rotas do glioxilato e assimilação de nitrogênio são mostradas com 

mudanças nas comparações de transcriptômica e proteômica (Figura 6). Mesmo 

não fazendo parte do metabolismo central, têm sido alvo recente para produção 

de lipídios. 
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Fatores que influenciam o acúmulo de lipídios 

Razão C/N  

A maioria de leveduras oleaginosas conhecidas acumula mais lipídios quando a 

razão Carbono/Nitrogênio atinge certo ponto (variável dependendo da linhagem), 

e o acúmulo de lipídio é desencadeado quando o nitrogênio é esgotado do meio 

de cultivo (SANTAMAURO et al., 2014). Por exemplo, KRAISINTU et al. (2010) 

mediram a biomassa seca e produção de lipídios de R. toruloides DMKU3-TK16 

sob várias condições, incluindo a razão C/N. O incremento da razão C/N diminuiu 

a biomassa celular, porém, incrementou o conteúdo lipídico. Quando a razão 

molar foi de 115 (valor considerado alto), a produtividade aumentou somente 

levemente. Também, devem ser esperadas variações nos valores de conteúdo 

lipídico se as medidas foram realizadas em diferentes pontos do tempo após o 

consumo do nitrogênio (GARAY et al., 2016). 

 

OCHOA-ESTOPIER et al. (2014) identificaram a proporção exata de C/N para o 

acúmulo de lipídios e excreção de ácido cítrico em Y. lipolytica. Assim, 

demonstraram que foi possível acumular lipídios sem ter ácido citrico como 

subproduto na razão C/N de 0,085 moles de N/moles de C. Também, a presença 

de mais de uma fonte de carbono no meio afeta grandemente a produtividade. Em 

Y. lipolytica, a razão ótima de C/N para produção de lipídio foi 35 se era usado 

glicose unicamente, mas foi 180 se combinado com glicerol (WORKMAN et al., 

2013).  
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Uso potencial de residuos agroindustriais como fontes nutritivas 

A utilização de substratos de baixo custo é um dos parâmetros chave para a 

produção de óleos unicelulares (Single Cell Oil ou SCO, HUANG et al., 2013a). A 

procura por matéria prima de baixo custo ou que seja negativa em outros 

processos tem sido considerada para uso como fonte de nutrientes para produção 

de óleo microbiano. Por exemplo, o glicerol derivado de biodiesel 

(MOUSTOGIANNI et al., 2015), açúcares industriais (PAPANIKOLAOU et al., 

2010), hidrolisados lignocelulósicos (ECONOMOU et al., 2011; HUANG et al., 

2013b) e resíduos agroindustriais, tais como água residual de fábrica de azeite 

(BELLOU et al., 2014; YOUSUF et al., 2010), efluentes de fábricas de óleo de 

palma (SAENGE et al., 2011), esgotos sólidos (GHANAVATI et al., 2015), lama de 

esgoto (ANGERBAUER et al., 2008), águas residuais da fermentação de butanol 

(CHEN et al., 2012), entre outros. Assim, a bioconversão de residuos a lipídios 

poderia reduzir o custo de produção e ao mesmo tempo, impedir que resíduos 

altamente poluentes atinjam o ambiente (AROUS et al., 2016). 

 

Glicerol, um subproduto da indústria de biodiesel, tem sido mostrado como uma 

fonte de carbono promissora para produção de óleo microbiano em muitas 

leveduras oleaginosas. Porém, a forma pura do glicerol como matéria prima para 

produção de lipídios em leveduras possui custo proibitivo para produção em 

grande escala (LEIVA-CANDIA et al., 2014). Por este motivo, o uso de glicerol 

bruto derivado da produção de biodiesel como matéria prima para produção de 

lipídios por leveduras encontra-se no foco das pesquisas nos últimos anos 

(PAPANIKOLAOU & AGGELIS, 2002; PAPANIKOLAOU et al., 2008a; AMARETTI 
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et al., 2010; SESTRIC et al., 2014). MUNCH et al. (2015) não observaram efeitos 

negativos para duas espécies de Rhodotorula quando compararam a 

metabolização de glicerol derivado de biodiesel e glicerol puro.  A produção de 

biomassa seca foi maior usando glicerol residual derivado de biodiesel, porém o 

acúmulo de lipídios foi menor. A explicação oferecida por MUNCH et al. (2015) 

para este resultado foi que impurezas, como ácido oléico presente no glicerol 

derivado de biodiesel, melhoraram os níveis de biomassa ao agirem como 

surfactante na fermentação e, subsequentemente, ajudaram a assimilação de 

nutrientes pelas células. Outra possibilidade de aumento na produção de 

biomassa é a presença de sais inorgânicos, oferecendo um efeito positivo. Além 

disso, a combinação de glicerol bruto combinado com outros resíduos, tais como 

hidrolisados de sementes oleaginosas da mesma indústria de biodiesel, tem sido 

testada como matéria prima para produção de óleo microbiano com resultados 

promissores (LEIVA-CANDIA et al., 2014).  

 

AROUS et al. (2016) avaliaram a produção de lipídios usando bebidas de soda 

fora da validade e resíduos de fábricas de óleo ou soro de queijo como substrato 

para Debaromyces etchellsii, removendo até 58,35% da demanda de oxigênio 

químico (COD) dos resíduos e produzindo 1,2g/L de lipídios. O amido de 

mandioca também foi testado para produção de lipídios usando duas leveduras 

em co-cultivo: uma levedura oleaginosa, R. toruloides, e uma levedura produtora 

de amilase imobilizada, Saccharomycopsis fibuligera, alcançando 65% (p/p) de 

lipídios, sugerindo um potencial uso desse resíduo para a produção de óleo (GEN 

et al., 2014).   
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Minerais e outros fatores de crescimento 

Os efeitos de compostos contendo fósforo ou enxofre não têm sido estudados 

extensivamente na produção de lipídios. Entretanto, LUNDIN (1950) e RATTRAY 

& SCHEIBECI (1975) sugeriram que existe, ao menos, algum efeito. 

Algumas leveduras podem crescer em meios livres de vitaminas porque 

conseguem sintetizá-las, sendo mais comum entre basidiomicetos do que 

ascomicetos (KURTZMAN et al., 2011a). Por exemplo, leveduras oleaginosas do 

gênero Myxozyma requerem meios suplementados com vitamina (KURTZMAN & 

SMITH, 2011), enquanto que a maioria das espécies de Rhodotorula conseguem 

sobreviver sem a suplementação (KURTZMAN et al., 2011). 

 

pH e temperatura 

Em uma escala industrial, o controle de pH adiciona custos na produção (SITEPU 

et al., 2014). Em geral, o pH do meio de cultivo baixa durante o crescimento e 

produção de lipídios. Porém, não têm sido observados efeitos deletérios do pH 

baixo no processo de acúmulo de óleo em leveduras oleaginosas (TURCOTTE & 

KOSARIC, 1989). Também, operar a baixas temperaturas (inferior a 20 ºC) em 

uma escala de produção é proibitivo devido à necessidade de esfriamento e 

encarecimento deste processo (SITEPU et al., 2014). Nesse caso, a temperatura 

ótima de produção em escala industrial será aquela que exija menor fornecimento 

de energia (20-26ºC). 
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Métodos para extração e/ou quantificação de óleo 

Duas metodologias gerais são usadas para avaliar a capacidade acumuladora de 

lipídios em leveduras. A metodologia tradicional, ou baseada em extração de 

lipídios usando solventes orgânicos, e a metodologia baseada em fluorescência, 

na qual a triagem é realizada pela avaliação do conteúdo lipídico diretamente 

dentro da célula. 

 

Método gravimétrico 

Dois protocolos são usados amplamente para extração de lipídios totais em 

leveduras. Os métodos de BLIGH & DYER (1959) e FOLCH et al. (1957) 

consistem na separação da fase lipídica de outras macromoléculas usando 

solventes orgânicos como metanol e clorofórmio em diferentes proporções. O 

resultado deve ser interpretado como relativo à biomassa seca produzida pela 

levedura. Diversas variáveis-resposta podem ser calculadas a partir desse tipo de 

metodologia, entre as quais se destacam a massa de lipídios totais por unidade 

de massa celular ou massa de lipídios totais por unidade de volume/massa de 

células secas por hora. Finalmente, a oleaginicidade é determinada como a 

percentagem em peso seco da produção de lipídios sobre a biomassa celular 

(SITEPU et al., 2014). Outras unidades descritas na literatura são massa final de 

lipídios por litro de cultura, produção de lipídio por dia, proporção de carbono 

adicionado convertido a lipídio, entre outros (SITEPU et al., 2014). A Tabela 3 

mostra as principais medidas e unidades calculadas para produção de lipídios 

usando metodologias de extração de lipídios com solventes orgânicos.  
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Tabela 3. Unidades usadas para descrever produção de lipídios em leveduras. Tomado 
de SITEPU et al. (2014). 

Medidas de lipídios Definição Unidades 
Produção de biomassa 
celular 

Quantidade de 
biomassa celular 
microbiana relativa ao 
volume de cultivo  

Grama de biomassa 
celular seca por litro de 
cultivo (g/L) 

Rendimento de 
biomassa celular 

Proporção de biomassa 
celular produzida 
relativa ao açúcar 
consumido 

Gramas de levedura por 
gramas de açúcar 
consumido (g/g) 

Conteúdo lipídico Peso do lipídio extraído 
relativo ao peso da 
biomassa celular seca 

% (p/p), gramas de 
lipídio por 100g de 
levedura seca. 

Rendimento de lipídio Lipídio produzido 
relativo a carbono 
adicionado ou carbono 
consumido, expressado 
como proporção. 

Gramas de lipídio por 
grama ou 100g de 
carboidrato consumido 
(g/g) ou por grama ou 
100g de glicose inicial 
no meio (g/g). 

Produção de lipídios Produção de lipídios por 
volume de cultivo. 

Grama de lipídio por litro 
de cultivo (g/L). 

Produtividade  Taxa de produção de 
óleo. 

Massa ou volume de 
lipídio por volume de 
cultivo por tempo: 
gramas de lipídio por 
litro por dia (g/L/d), 
gramas de lipídio por m3 
por dia para biorreatores 
(g/m3/d), etc. 

Taxa específica de 
formação de lipídios 

Taxa de acúmulo de 
lipídios relativo à 
biomassa celular 

Gramas de lipídio por 
hora por grama de 
células (g/h/g) 

 

Uma das principais desvantagens da extração de lipídios é o rompimento da 

parede celular (SITEPU et al., 2014), que é, em alguns casos, um passo crítico 

para a determinação correta das unidades descritas na Tabela 3. Várias técnicas 

têm sido desenvolvidas para o rompimento eficiente da parede, tais como 
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congelamento em nitrogênio líquido, ultrassom, pérolas de vidro, rompimento 

enzimático, homogenizadores, entre outros (DALLE DA ROSA et al., 2014, 

BYREDDY et al., 2015). A maioria das extrações lipídicas requer a desidratação 

da biomassa para uma maior eficiência da separação de fases por solventes 

orgânicos. Porém, YELLAPU et al. (2016) sugeriram o rompimento da parede com 

N-lauroil sarcosina (N-LS) assistida com clorofórmio e metanol, com uma 

eficiência de extração de 95,43% (p/p) em 10min de processo, na qual a 

temperatura de incubação e a concentração de N-LS/g de biomassa seca foram 

os parâmetros mais importantes. Assim, espera-se que novas tecnologias, como 

a proposta por YELLAPU et al. (2016), permitam otimizar o procedimento de 

rompimento de células.  No mesmo sentido, BREIL et al. (2016) propuseram 

avaliar novos solventes para substituir o hexano no método gravimétrico usando 

simulações de solvatação e solubilidade, sugerindo que este passo pode ser 

otimizado também com solventes menos agressivos para o meio ambiente. 

 

Métodos baseados em fluorescência 

Vários corantes hidrofóbicos ou lipofílicos são usados para visualizar os corpos 

lipídicos dentro das células de levedura, usando instrumentos como 

espectrofluorímetros ou microscópio de fluorescência (ELLE et al., 2010; YEN et 

al., 2010; MELO et al., 2011; FINK et al., 2012; RADULOVIC et al., 2013;). A 

Tabela 4 mostra os diferentes corantes e metodologias usadas para visualizar 

corpos lipídicos em leveduras.  
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Tabela 4. Corantes lipofílicos para detectar lipídios intracelulares. Modificado de SITEPU 
et al. (2014). 

Corante e 
condição 
requerida 
para 
detecção 
de lipídio 

Taxon Instrumento Vantagem ou 
desvantagem  

BODIPY 
505/515 

Rhodotorula 
kratochvilovae 
(PATEL et al., 
2014) 

Microscopia de 
fluorescência 

Não acontece 
fotobranqueamento. 
Somente cora corpos 
lipídicos (GOVENDER 
et al., 2012) 

BODIPY 
493/503 

Metschnikowia 
pulcherrima 
(SANTOMAURO 
et al., 2014) 

Citômetro de fluxo  

Vermelho de 
Nilo, 
emissão 
máxima 
após 5min 
de adição, 
488nm 

L. starkeyi, R. 
toruloides, C. 
curvatus 
(KIMURA et al., 
2004)  

Espectrofluorometria 
(KIMURA et al., 2004, 
SITEPU et al., 2012, POLI et 
al., 2014a), microscopia de 
fluorescência (POLI et al., 
2013, DALLE DA ROSA et 
al., 2014) 

Forte perda da 
fluorescência (minutos), 
solvatocromismo, 
amplo espectro de 
emissão e excitação 
(KIMURA et al., 2004, 
RADULOVIC et al., 
2013), quantificação 
por curva de calibração 
(POLI et al., 2014a, 
esta tese), triagem de 
alto desempenho 
(SITEPU et al., 2012, 
POLI et al., 2014a), 
possibilidade de 
observação de lipídios 
polares (MAK et al., 
2012). 

Rhodotorula 
slooffiae 

Análise de imagens de alto 
conteúdo (HCA), 
microscopia confocal de 
escaneamento por laser. 

Avalia a dinâmica de 
acúmulo de lipídios em 
uma célula simples, 
processo automatizado 
(CAPUS et al., 2016). 

Sudan Black 
B, 
Absorbáncia 
580nm 

L. starkeyi, C. 
curvatus, C. 
cutaneum 
(EVANS et al., 
1985), R. 

Técnica do repicador Não funciona com 
leveduras pigmentadas 
(EVANS et al., 1985) 
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Corante e 
condição 
requerida 
para 
detecção 
de lipídio 

Taxon Instrumento Vantagem ou 
desvantagem  

glutinis (DAI et 
al., 2007) 

Oil red O, 
543 ou 
561nm de 
excitação, 
550-570 ou 
570-650nm 
de emissão 

S. cerevisiae Microscopia de 
fluorescência 

As células precisam ser 
fixadas (ADEYO et al., 
2011). 

 

Apesar que as metodologias de fluorescência apresentarem variações entre as 

linhagens analisadas e na literatura reportada, várias vantagens são observadas 

quando comparadas com o método gravimétrico (POLI et al., 2014a):  

(1) Tempo curto para preparação das amostras e análise. Por exemplo, a 

metodologia gravimétrica restringe a avaliação para até seis amostras (dois 

tratamentos em triplicata) por um técnico em um dia de trabalho. Além disso, deve 

ser incluído o tempo de processamento overnight (tempo total: 21h). Usando a 

técnica de fluorescência high-throughput, podem ser processadas 96 amostras 

em um fluorímetro leitor de placas em até 4h de trabalho. Além disso, pode ser 

avaliada uma leitura cinética mais do que em um tempo determinado, permitindo 

assim saber qual o tempo onde o acúmulo de lipídio é máximo para cada 

linhagem (SITEPU et al., 2012). Em alguns casos, pode ser eliminado até o passo 

de lavagem com PBSKCl, dependendo do meio que foi usado para o acúmulo de 

lipídios (sem autofluorescência, SITEPU et al., 2012). 

(2) Quantidades e tipos de solventes amigáveis para o meio ambiente: O método 

gravimétrico precisa de metanol e clorofórmio (razão 1:2 respectivamente), 
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enquanto que a fluorescência precisa de volumes em termos de microlitros de 

Acetona (para dissolver o corante) e de isopropanol (para melhorar a penetração 

do corante na célula). Também, se eliminam vários passos de centrifugação e 

evaporação de solventes, pelo que a fluorescência emprega solventes menos 

agressivos e demandantes de energia.  

(3) Possibilidade de automatização: A possibilidade de realizar uma triagem de 

leveduras oleaginosas de alto desempenho faz com que a fluorescência seja mais 

rápida que a metodologia gravimétrica para processos de triagem de leveduras 

oleaginosas.  
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OBJETIVO 

 

Objetivo geral 

 

Selecionar e caracterizar uma nova linhagem de levedura oleaginosa. 

 

Objetivos específicos 

 

 Selecionar uma linhagem de levedura oleaginosa a partir da coleção de 

culturas isoladas de plantas no Rio Grande do Sul, Brasil.  ; 

 

 Otimizar as condições de cultivo para produção de lipídios para uma levedura 

oleaginosa promissora; 

 

 Avaliar o comportamento de diferentes corantes fluorescentes com afinidade 

lipídica para caracterização da cinética de acúmulo de lipídios na levedura 

selecionada usando espectrofluorimetria.  
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CAPITULO 1 

 

TRIAGEM “HIGH THROUGHPUT” E REPORTAGEM DE QUATRO NOVAS 

LEVEDURAS OLEAGINOSAS ISOLADAS NO BRASIL: CARACTERIZAÇÃO 

DE Papiliotrema flavescens BI281. 

 

Mauricio Ramírez-Castrillón, Victoria P. Jaramillo-Garcia, Priscila Dallé da Rosa, 

Melissa Fontes Landell, Mariana F. Fabricio, Marco Antônio Záchia Ayub, João 

Antonio Pegas Henriques, Duong Vu, Vincent Robert, Patrícia Valente 

 

Submetido à revista  
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1.1 Abstract 

High-throughput screening methodologies allowed to accelerate the assessment 

of new oleaginous yeasts with a biodiesel lipid profile. We proposed a new 

oleaginous yeast Papiliotrema flavescens BI281, selected from a Brazilian 

phylloplane yeast collection. The evaluation of cellular lipid content based on Nile 

red fluorescence reads using black background 96-wells test plates and a plate 

reader equipment allowed a rapid intracellular lipid quantification of 43 yeast 
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strains. The gravimetric determination of total lipids was 52.38% for glucose or 

34.97% for pure glycerol (relative to dry weight), confirming as oleaginous strain. 

The lipid production was optimized obtaining 108mg/L of neutral lipids using pure 

glycerol as carbon source. The lipid profile showed monounsaturated fatty acids 

(MUFA) varying between 56 or 74% pure or raw glycerol, respectively. P. 

flavescens BI281 has been reported for the first time as an oleaginous yeast, 

bearing potential as a new biodiesel feedstock. 

 

Keywords 

Biodiesel; fatty acids, raw glycerol; lipid production, Nile Red. 

 

1.2 Introduction 

Second-generation biodiesel production employing oleaginous microorganisms 

(Sitepu et al. 2014) is a promising alternative to overcome the critical bottlenecks 

of the first-generation biodiesel, which uses vegetable oil as raw material and 

competes with human food. Yeasts are a promising source of microbial oil (Poli et 

al. 2013, 2014a, Sitepu et al. 2014), since these microorganisms can accumulate 

up to 70 % of their dry weight as lipids (Angerbauer et al. 2008). Several 

oleaginous yeasts have been described in literature as potential producers of oil 

as raw material for biodiesel (Ageitos et al. 2011, Duarte et al. 2013, Garay et al. 

2016, Poli et al. 2013, 2014b), however biofuel production from yeast oil is not yet 

a reality. Efforts are necessary to assess new lipid-producing yeasts and to 

enhance their lipid production to turn yeast oil applications cost-effective.  
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In the light of these considerations, the main objective of this study was to use a 

high throughput screening (HTS) method for the comprehensive evaluation of the 

lipid-accumulating ability of yeast strains isolated in South Brazil. Using the HTS 

methodology, it was possible to select a new oleaginous yeast, identified as 

Papiliotrema flavescens BI281, and culture conditions were optimized for 

improving its lipid production.  

 

1.3 Methods 

1.3.1 Microorganisms 

The yeast strains tested were isolated from the phylloplane of bromeliads (Landell 

et al. 2006) and decomposed macrophytes in the southern region of Brazil (Table 

S1). We used Y. lipolytica QU21 as a reference strain of oleaginous yeast (Poli et 

al. 2013). S. cerevisiae CBS 1171 was used as negative control in the 

experiments. Papiliotrema flavescens BI281 was deposited at the Collection of 

Microorganisms, DNA and Cells of Universidade Federal de Minas Gerais (UFMG) 

under the accession number CM-UFMG-Y6124. 

 

1.3.2 Media 

GYP medium (10 g/L yeast extract, 10 g/L peptone, 20 g/L glucose) or YM 

medium (3 g/L yeast extract, 3 g/L malt extract, 10 g/L peptone, 20 g/L glucose) 

were used for pre-cultivation of the strains. Media A, A-glycerol, and A-raw 

glycerol had the following composition: 1 g/L KH2PO4, 1 g/L (NH4)2SO4, 0.5 g/L 

MgCl2-6H2O, plus 100 g/L glucose, 15 % (v/v) glycerol or 15% (v/v) raw glycerol, 
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respectively.  Raw glycerol was supplied by an oil-based biodiesel factory 

(Canoas, Brazil), and contains: (as weight percentage) 82.97 % glycerol, 10.62 % 

moisture, 5.72 % NaCl, 0.75 % mono-glycerides, and trace-concentration of ashes 

and residual methanol.  

 

1.3.3 High throughput screening (HTS) methodology  

The HTS methodology was based on Sitepu et al. (2012) with modifications. The 

strains were initially grown in GYP or YM medium for 48 h at 28 ºC to obtain 

metabolically active cells. Afterwards, each strain was transferred to 25 mL of 

medium A (glucose) in a 125 mL flask and grown for 24 h at 28 ºC and 150 rpm. 1 

mL of the pre-culture (7x107 cells/mL) was inoculated in 75 mL of A medium in a 

250 mL flask (to maintain a ratio of 2/3 as free volume as mentioned by Poli et al. 

2014a) for 72 h, 28 ºC and 150 rpm on shaker.   

 

A volume of 2 mL of culture was centrifuged (4,293 g for 5 min) and the cell pellet 

was resuspended in a solution of PBS 1X (137 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 8 mM 

Na2HPO4, and 2 mM KH2PO4), isopropanol 5 % (v/v) and Tween 20 in a Critical 

Micelle Concentration (CMC 0.06 mM). An aliquot of 150 μL (107 cells/mL) was 

transferred to a black background 96-wells test plate (Jet Biofil, China) and the 

relative fluorescence was measured in a Perkin Elmer Enspire Multimode Plate 

Reader 2300 equipment (488 nm of excitation, 585 nm of emission). After 

measuring the basal fluorescence intensity in each sample without dye, we added 

50 μL of Nile Red (50 mg/L) to the reaction, incubated inside the equipment for 10 

min with shaking, and finally measured the samples with dye. The differences in 
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readings of the samples with dye, without dye, and the blank (without sample) 

were the relative fluorescence expressed as RFU (Relative Fluorescence Units). 

Each sample had technical and biological triplicates. We used Y. lipolytica QU21 

as positive control, and S. cerevisiae CBS 1171 as negative control. We 

considered strains with RFU equal or higher than QU21 as potential oleaginous 

yeasts. 

 

1.3.4 Calibration curve 

We constructed a calibration curve to obtain an estimation of the lipid content 

within yeast cells using a triolein solution (18ܥ: 1ଷ
Δଽ, Sigma Aldrich), in the range of 

10-50 mg/L dissolved in PBS 1X, isopropanol 5% (v/v), and Tween 20 in CMC 

(0.06 mM). The lipid content was estimated in comparison with the calibration 

curve and expressed as mg lipids/ L medium. 

 

1.3.5 Gravimetric determination of biomass 

For gravimetric analysis of biomass, we transferred 45 mL of the grown cultures to 

50 mL conical tubes, and centrifuged at 4,233 g for 10 min to remove the 

supernatant, followed by two washings using 15 mL of PBS 1X each time. We 

dried the cell pellets at 60 ºC until constant weight. We measured the biomass 

using an analytical balance (Shimadzu AY220), and the dry cells were used for 

lipid extraction. All experiments were performed in triplicate. 
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1.3.6 Gravimetric determination of total lipids 

We extracted the lipids from the biomass following the method of Bligh and Dyer 

(1959). Dry biomass was suspended in chloroform/methanol (2:1, v/v) and cell 

lysis occurred using a Turrax homogenizer (ULTRA-TURRAX T18; IKA), with four 

cycles of homogenizing for 2 min and ice cooling for 1 min to avoid lipid heating. 

For determination of the total lipid content, solvents were evaporated at 60 ºC 

using a rotatory evaporator (Laborota 4000eco) and dried at 60ºC for 24 h. Finally, 

extracted lipid weight was measured using an analytical balance (Shimadzu 

AY220). We expressed the lipid yield as concentration (g/L medium), the lipid 

content as a percentage of the lipid weight relative to dry biomass weight (% w/w) 

and the productivity as g lipid / (g biomass x h). 

 

1.3.7 Lipid profile 

We transesterified the dried lipid extracts following the method of Hartman and 

Lago (1973). A volume of 1 mL of fatty acid methyl esters (FAME) was transferred 

to a 2 mL GC vial insert, which contained 0.5 mL of BHT (butylated 

hydroxytoluene) solution (0.4 mg/mL). The FAME profiling and quantification were 

performed using a gas chromatograph (GC-2010 PLUS, SHIMADZU) fitted with a 

split injector and a flame ionization detector (FID) with hydrogen as carrier gas 

with a flow of 57.1 mL/min, equipped with a SUPELCO SLB-IL100 Capillary GC 

Column (30 m length, internal diameter of 0.25 mm with fused-silica column 

coated with a 0.2 μm polyethylene glycol film) (Cat. # 28884-U, Sigma-Aldrich). 
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Samples of 1.0 μL were injected using a 10.0 μL syringe. The detector 

temperature was set to 250 °C; the carrier gas was hydrogen at a flow-rate of 40 

mL/min, an average velocity of 31 cm/sec, and a constant pressure of 46.0 kPa. 

The airflow was 400 mL/min. Initial temperature was 50 °C, increasing to 240 °C at 

3 °C/min, held for 10 min at 240 °C. 

 

We processed the peak areas of the fatty acids using GC solution Postrun (version 

2.42 SU1, Shimadzu), and determined the fatty acid methyl ester profile of each 

sample by comparing the retention time of each FAME peak present in the sample 

with the retention time of FAME reference standards contained in the reference 

standard mixture SUPELCO SLB-IL100 Capillary GC Column. We included BHT in 

the GC vial insert for each sample as the internal standard for quantification of 

fatty acids. We calculated the percentage of total fatty acid content as the ratio of 

individual FAME peak area to the sum of the all FAME peak areas, excluding the 

BHT peak.  

 

1.3.8 Optimization of lipid production  

We assessed four variables independently to improve the lipid production in P. 

flavescens BI281: carbon source (glucose or glycerol), nitrogen source (malt 

extract, peptone, tryptone, NH4NO3, and (NH4)2SO4), time of cultivation (24-120 h) 

and temperature (20, 26, 28, 30, 37 ºC). To evaluate the carbon and nitrogen 

sources, we modified medium A to change the default carbon or nitrogen 

component in the preparation, respectively. For example, we changed 100 g/L of 

glucose by 15% (v/v) of glycerol. The response variables were dry biomass (g/L), 
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optical density (OD600 nm), and lipid production (mg/L estimation from Relative 

Fluorescence). All experiments were measured in technical and biological 

triplicates. 

 

Based on the univariate results, we chose three independent variables for the 

optimization of lipid production with glycerol and ammonium sulfate as carbon and 

nitrogen sources, respectively, using Central Composite Design (CCD) and 

Response Surface Methodology (RSM). The dependent variable selected for this 

study was lipid production (mg/L). The independent variables were cultivation time 

(X1), medium C/N ratio (X2), and stirring (rpm) (X3). Each variable was studied in 

three levels (-α, 0, +α) with two axial points (-1.68 α and +1.68 α), and the range 

and levels of these variables are shown in Table 1.  

 

Table 1. Coded values of independent variables at different levels used in Central 
Composite Design 

Independent 
variable 

Symbol Level 
-1.68α -α 0 +α +1.68α 

Time (hours) X3 36 48 72 96 120 
C/N ratio* X2 16:1 50:1 100:1 150:1 184:1 
Stirring (rpm) X1 0 50 150 225 276 

* Glycerol/Ammonium sulfate ratio in the A-Glycerol medium 
 

The experimental design included 15 runs with three replicates in the central point.  

The mathematical relationship between the response variable (lipid production) 

and variables X1, X2, X3 was approximated by a quadratic model equation, 

according to the general second-degree polynomial equation (1): 

 

 Z= β0+∑ βiXi +∑ βijXiYj+∑ βiiXi
2        (1) 
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where Z is the predicted response (lipid production, mg/L); β0 is the intercept, βi 

the linear coefficient, βij the quadratic coefficient, βii is the linear interaction 

between Xi and Yj regression coefficients, and Xi, Yj are the assessed variables 

(X1, X2, X3) that define the mathematical function of Z. The precision of the above 

polynomial model was evaluated by the coefficient of determination R2, and the 

statistical significance was determined by the F-test.   

 

1.3.9 Statistical analysis 

Statistical analyses of differences between the relative fluorescence units in the 

screening experiments were evaluated with paired t-student tests compared to 

positive or negative controls (P<0.05). We compared carbon and nitrogen sources, 

and temperatures in the univariate tests with analysis of variance (ANOVA) and 

uncorrected Fishers LSD test (P<0.05). The calibration curve was determined with 

a linear regression between relative fluorescence units and triolein concentration. 

Multivariate analysis was performed with a multivariate analysis of variance 

(MANOVA, P=0.05). We performed a Chi-square test to compare lipid production 

in the optimal point with the predicted value given by the model. We performed all 

statistical analyses using the STATISTICA 13 software package (Statsoft, Dell, 

USA) and plotted the graphics using Prism 7 (GraphPad Software Inc, USA). 
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1.4 Results 

1.4.1 The use of HTS methodology for yeast screening and the selection of 

P. flavescens BI281 

A total of 43 yeast strains were screened for lipid production (Table S1). We 

established two criteria to search for a candidate oleaginous yeast: (1) exponential 

growth until 72 h and (2) fluorescence intensity in the HTS methodology higher 

than our positive control (Y. lipolytica QU21). Many of the strains assessed 

showed a delayed growth (19 isolates, sometimes one/two weeks), and were not 

further tested. After selecting the yeast group with exponential growth up to 72 h, 

we measured the Fluorescence Intensity using Nile Red dye according to the 

described HTS methodology to assess the lipid content of cells. We compared the 

average (technical and biological triplicates) RFU of yeast strains with the average 

RFU of the positive control (Y. lipolytica QU21; black horizontal line) and the 

negative control (S. cerevisiae CBS 1171; red horizontal line) using A-medium for 

cell growth (Figure 1). P. flavescens BI281 and DEC79 strains showed higher RFU 

than Y. lipolytica QU21.       
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Figure 1.1. Fluorescence intensity of yeast strains grown in medium A using Nile Red dye 
(50 mg mL-1). Absorption and Emission wavelengths were 488 nm and 585 nm, 
respectively. The horizontal solid line indicates the average Relative Fluorescence Units 
(RFU) of the positive control (Y. lipolytica QU21) and the horizontal dotted line indicates 
the average RFU of the negative control (S. cerevisiae CBS 1171). Strains with RFU 
above of positive control are black-filled, strains between positive control and negative 
control are pattern-filled and strains with RFU below of negative control are not filled. 
Strains without fluorescence emission were not included in the figure. All experiments 
were done in biological and technical triplicates. 
 

To quantify the lipid production, we initially correlated a calibration curve of triolein 

concentrations with the fluorescence intensity with Nile Red, according to Poli et 
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al. (2014b), showing a strong correlation between the variables (R2 = 0.9477, 

P=0.001). Using this calibration curve, the measurements of fluorescence intensity 

for strains BI281, DEC79, and QU21 (positive control) were transformed in lipid 

production (mg/L) (Figure S1). This result suggested that P. flavescens BI281 and 

DEC79 (unidentified pigmented species) are candidate oleaginous yeasts, but only 

BI281 showed higher lipid production than QU21 (P<0.05). For this reason, we 

selected BI281 to optimize the culture media.  

 

1.4.2 Optimization of lipid production by P. flavescens Bl281 using a HTI 

approach  

We initially assessed four variables to improve lipid production in P. flavescens 

BI281 in independent experiments (univariate approach). First, we analyzed the 

cultivation time using medium A (glucose) to establish the growth curve and 

maximum time of lipid production (Figure 2). Secondly, we analyzed different 

temperatures at 72 h of cell growth (Figure 3a). We found statistical differences for 

biomass and lipid production (Figure 3b, ANOVA, P<0.05). The lowest biomass 

and lipid production were obtained at 20 ºC, compared to other temperatures 

(P<0.05). However, there were no statistical differences between lipid production 

at 26, 28, 30 or 37 ºC (P values between 0.1167-0.7391), and as temperatures 

between 25 and 28 ºC demand less energy input, we chose 26 ºC for the following 

experiments.  
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Figure 1.2. Growth curve of P. flavescens BI281 using glucose as carbon source. The 
solid line represents dry biomass (g/L) and the dotted line represents the lipid production 
(mg L-1). All experiments were done in biological triplicate. 
 

In the following step, we assessed different carbon and nitrogen sources to 

evaluate the ability of P. flavescens BI281 to assimilate, grow, and redirect the 

nutritional source to lipid production. For this purpose, we changed the 

composition of A-medium for each carbon or nitrogen source to be tested. We 

found that glycerol produced higher biomass than glucose (Figure 3c, P<0.05), but 

we did not find significant differences in lipid production (P=0.6290, Figure 3d). 

When we tested nitrogen sources, we found a higher biomass production (Figure 

3e, P<0.05) with peptone and tryptone, and lower production using malt extract 

and NH4NO3 when compared to (NH4)2SO4 (P<0.05). However, no statistical 
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differences in lipid production were found when peptone (Figure 3f, P=0.6622), 

tryptone (P>0.99), or NH4NO3 (P=0.8382) were compared to ammonium sulfate. 

Peptone and tryptone are rich and variable sources of protein and amino acids for 

growing microorganisms (Gray et al. 2008), but their stoichiometric nitrogen 

composition cannot be controlled. For this reason, we decided to use ammonium 

sulfate as nitrogen source in the following experiments. 
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Figure 1.3. (a, b) Comparison of different temperatures in optical density (OD600nm) and 
lipid production (mg/L) of P. flavescens BI281. (c, d) Assessment of glucose and glycerol 
as carbon source, and (e, f) different nitrogen sources in P. flavescens BI281 biomass 
(g/L) or lipid (mg/L) production after 72 h of cell growth, 26 ºC, 150 rpm (medium A). All 
experiments were assessed independently by biological and technical triplicates. * 
P<0.05, ** P<0.01, N.S.: Non-significant. 
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In order to validate the results using the RFU, we determined the lipid yield and 

productivity gravimetrically (Table 2). We found a strong correlation between the 

lipid production obtained from fluorescence measurements (in mg/L) and the lipid 

yield obtained gravimetrically (in g/L) (R2 = 0.9958), validating the measures using 

fluorescence (data not shown). In all treatments, P. flavescens BI281 proved to be 

a lipid producer (lipid content >37-52% w/w cell dry weight), except when malt 

extract and NH4NO3 were used as nitrogen sources. Moreover, the lipid 

productivity was highest using glucose in 24 h (Table 2). However, when we 

compared all the productivities at the same time (96 h), the values were similar 

(glucose=0.0055g/g/h; glycerol=0.0036g/g/h).  

 

Table 2. Papiliotrema flavescens BI281 growth at six different combinations of carbon or 
nitrogen sources. Biomass (X), lipid production (L),lipid productivity (Ymax L/X/t) and 
maximum concentration of cellular lipids (Lmax) (%, according to total cell dry weight) are 
represented. All culture media were supplemented with 0.1% KH2PO4 and 0.05% 
MgCl26H2O. The culture conditions were 150 rpm, 26ºC for 96 h for glucose and 120h for 
glycerol. 

Carbon / Nitrogen 
source 

Time 
(h) 

X (g L-1) L (g L-1) Lmax 
(%) 

Ymax L X-1 t-1 
(g/g/h) 

Glucose/(NH4)2SO4 24 1,9953±0,1275 1,5247±0,2659 76,4116 0,0318 
48 2,2380±0,2008 1,4770±0,2984 65,9964 0,0137 
72 2.4067±0.2299 1,0580±0,6633 43,9612 0,0061 
96 2,5007±0,4146 1.3100±0.2348 52.3860 0,0055 

glycerol/(NH4)2SO4 
 

24 2,3733±0,0811 0,6266±0,0277 26,4266 0,0110 
38 3,6944±0,1195 0,6353±0,0810 17,41396 0,0046 
48 4,2649±0,2804 0,7688±0,0539 18,7609 0,0039 
72 5,0889±0,4714 0,7590±0,0984 14,14572 0,0020 
96 3,5633±0,3523 1,2362±0,0387 34,97386 0,0036 
120 5,5484±1,1415 1,3450±0,3687 22,10171 0,0018 

Glucose/Malt 
extract 

96 0.9747±0.1897 0.5400* ND 0.0077* 

Glucose/NH4NO3 96 0.9473±0.1099 0.1393±0.0133 14.71 0.0020±0.0017 
Glucose/Peptone 96 5.6580±0.2910 2.6613±0.1453 47.04 0,0065±0.0069 
Glucose/Tryptone 96 5.9173±0.2453 2.8953±0.2404 48.93 0.0068±0.0136 

*Value without triplicate. For this reason, the estimation of Lmax is not shown (ND) 
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1.4.3 Optimization of lipid production by P. flavescens Bl281  

After defining the best combination of carbon and nitrogen sources and the 

temperature of incubation, we designed a multivariate experimental design (CCD) 

to improve the lipid production in P. flavescens BI281. Table 1 shows the 

maximum and minimum levels of variables chosen for trials in the CCD. The 

experimental responses are presented in Table 3, showing considerable variations 

in the amount of lipid production depending on the three independent variables 

tested. The response variable, lipid production expressed in RFU, was 

transformed to mg/L according to the calibration curve and varied from 10.13 mg/L 

to 198.79 mg/L. As shown in Table 3, there was a correspondence between 

observed and predicted values of the above parameters.  

 

Table 3. Experimental design to improve P. flavescens BI281 lipid content, and 
comparison of observed data, data predicted by the model and residues.   

Run Time 
(h) 

C/N 
ratio 

Stirring 
(rpm) 

Lipid production (mg/L) 
Observed value Predicted value Residues 

4 (c) 72 100:1 150 100.4719 126.4801 -26.0082 
2 72 100:1 276 184.5952 162.8444 21.7508 
12 96 50:1 225 57.2506 57.1579 0.0927 
14 96 150:1 225 192.5581 185.1536 7.4045 
5 (c) 72 100:1 150 198.7951 126.4801 72.3150 
6 (c) 72 100:1 150 106.1470 126.4801 -20.3331 
15  72 100:1 24 142.7192 90.1158 52.6034 
8 72 16:1 150 16.8804 5.4506 11.4298 
10 48 50:1 75 55.7712 113.4219 -57.6507 
1 48 150:1 75 111.6914 119.8489 -8.1576 
13 48 150:1 225 192.5581 190.2689 2.2892 
16 32 100:1 150 110.2632 134.2331 -23.9699 
9 112 100:1 150 14.0873 69.6156 -55.5284 
11 96 50:1 75 72.8236 40.9963 31.8273 
3 96 150:1 75 10.1330 18.1979 -8.0648 
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The experimental results of the CCD were fitted with a second-order polynomial 

regression. The values of the regression coefficients were calculated, and the 

fitted equation for predicting lipid production was simplified as equation (2): 

 

Z=154.819-0.015X1
2+1.433X2+0.010X3X2-252.307    (2) 

 

where Z is the lipid production (in mg/L) and X1, X2, and X3 are the variables 

expressed in Table 1. Fitting the above-optimized concentrations of the variables 

to Eq. (2), the model predicted that the lipid production could reach 264.7 mg/L. 

The MANOVA for lipid production (in mg/L) showed R2 = 0.8306 (Table 4). To 

confirm the model adequacy for predicting maximum lipid production, three 

additional experiments using the optimum medium composition and cultivation 

conditions were performed. Biological triplicate experiments (with technical 

replicate) yielded an average highest lipid production of 169.51±18.13 mg/L. A 

Chi-square test between the predicted (126.48 mg/L) and experimental results 

showed a higher value in the experimental results (Chi-Square = 100.8339 df = 5 

P<0.05), suggesting it is possible that P. flavescens BI281 can produce higher 

values than expected, possibly because of adaptation of the strain to the optimized 

medium (sub-culturing effect). As shown in Table 4, C/N ratio (positive linear 

effect), time of incubation (negative quadratic effect), and interaction of stirring and 

C/N ratio (positive effect) were statistically significant (P<0.05) on the model to 

determine lipid production. Therefore, the three-dimensional plot of the combined 

different C/N ratios by time of cultivation (Figure 4a), and C/N ratio by stirring 

(Figure 4b) centered in the optimal conditions were constructed with the model. 
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Higher C/N ratios and higher agitation speed positively affect the lipid production. 

However, if the C/N ratio is lower than 80:1, the lipid production tends to decrease.  

 

Table 4. Analysis of variance for the fitted quadratic polynomial model for optimization of 
cellular lipid production (P<0.05). R2=0.8306 

Factor SS* df MS F P 
time (hours)(Q) 11500.52 1 11500.52 7.57393 0.028419 

C/N ratio(L) 25209.70 1 25209.70 16.60243 0.004722 
C/N ratio(Q) 4653.90 1 4653.90 3.06494 0.123468 

stirring (rpm)(L) 104.96 1 104.96 0.06912 0.800186 
time by C/N ratio 5893.70 1 5893.70 3.88143 0.089473 
time by stirring 2386.91 1 2386.91 1.57196 0.250172 

C/N ratio by stirring 12031.24 1 12031.24 7.92345 0.025964 
Error 10629.04 7 1518.43   

Total SS 62746.97 14    
Q, quadratic effect; L, linear effect; SS, sum of squares; df, degrees of freedom; MS, 
mean squares. 
 

 

Figure 1.4.  (a) Response surface plot for the effect on time cultivation, C/N ratio and their 
mutual effect on the lipid production in P. flavescens BI281. (b) Response surface plot for 
the effect on C/N ratio, stirring (rpm) and their interaction on the lipid production for P. 
flavescens BI281.  
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To validate the experimental design, we ran the growth kinetics of P. flavescens 

BI281 using the C/N ration and stirring in optimized conditions. The kinetics of 

BI281 changed slightly depending on the carbon source. The growth kinetics in 

glucose (Figure 2) showed that cells reached the stationary phase in 24 h. On the 

other hand, cells grown in glycerol reached the stationary phase in 48h with a 

maximum lipid production of 108.65±30 mg/L in 120 h. Our results suggested that 

cells grown in glycerol 15% (v/v) (A-glycerol medium) by 120h was the optimized 

point of lipid production based on the proposed model. The production was three 

times higher than non-optimized conditions using A medium (glucose 10% v/v, 

72h) (108.65 mg/L > 43.96 mg/L).  

 

The FAME lipid profiles of P. flavescens BI281 were assessed in medium A-

glycerol and A-raw glycerol, with results shown in Table 5. Also, we measured 

biomass and lipid production in 12 days of grown (Figure 5). The main types of 

FAME were monounsaturated fatty acids (MUFA), varying in a range of 35-73 % of 

total FAME, and saturated fatty acids (SFA), representing around 21 to 51% of 

total FAME. A low percentage of poly-unsaturated fatty acids were produced (4-

15%). The main fatty acid methyl ester found in 5 days of growth was oleic acid 

(C18:1n9, 48.76%), which is completely converted to elaidic acid (C18:1n9 trans) 

in 12 days (53.70%). Palmitic, palmitoleic, and linolelaidic acids were present in all 

samples and replicates.  
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Table 5. Fatty acid methyl esters profile of lipids produced by P. flavescens BI281 grown 
in pure glycerol (5 and 12 days) or raw glycerol (12 days). Experiments were done in 
triplicate and values are presented in percentage (% average ± standard deviation). 

  Pure glycerol 
5 days 

Pure glycerol 
12 days 

Raw glycerol 
12 days 

Lauric acid (C12:0) 8.0685** N.D. N.D. 
Palmitic acid (C16:0) 25.7457** 24.3570± 

10.31 
15.2358± 

1.17 
Palmitoleic acid (C16:1) N.D.* 7.8320± 

1.33 
7.4302± 

0.01 
cis-10-Heptadecenoic 

acid (C17:1) 
N.D. N.D. 6.4178±0.74 

Stearic acid (C:18:0) 34.1755± 
10.23 

13.7788± 
3.03 

6.4160± 
1.37 

Elaidic acid (C18:1n9 
trans) 

N.D. 53.7056± 
8.29 

59.84± 
0.68 

Oleic acid (C18:1n9 cis) 48.7601±13.91 N.D. N.D. 
Linolelaidic acid 

(C18:2n6c) 
8.1370** 11.0562± 

9.56 
4.6632± 

0.15 
γ-Linolenic acid 

(C18:3n3) 
4.2056** N.D. N.D. 

SFA* 51.29 34.44 21.65 
MUFA* 35.11 55.57 73.68 
PUFA* 15.08 9.98 4.66 

*SFA: Saturated fatty acid, MUFA: Mono unsaturated fatty acid, PUFA: Poly unsaturated 
fatty acid, N.D.: Non-detected. 
**Fatty acid methyl ester was detected only in one sample. 
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Figure 1.5. Growth curve (OD600nm) and kinetics of lipid production (mg L-1) of P. 
flavescens BI281. The solid lines indicate pure glycerol and dotted lines indicate raw 
glycerol. The experiments were measured in biological triplicate (average ± standard 
deviation) for 12 days. Samples in 5th day and 12th day were taken for lipid extraction, 
transesterification and profiling. 
 

1.5 Discussion 

Brazilian biomes represent important hotspots of species richness on the planet, 

with a microbial biodiversity still largely unknown or unexplored for 

biotechnological purposes. Yeasts are promising microbial resources to produce 

various compounds, including lipids, which are of great interest for biodiesel and 

food industries. In this sense, some Brazilian ecosystems were assessed for the 
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isolation of lipid-producer yeasts, such as Cerrado, Amazon Forest, and Pantanal 

(Duarte et al. 2013). Vieira et al. (2014) assessed wild yeasts to produce microbial 

lipids using Brazilian molasses as raw material to accumulate fatty acids. In our 

group, we previously analyzed yeasts isolated from artisanal cheese as lipid 

producers for biodiesel or feed supplement (Poli et al. 2013, 2014b, Mattanna et 

al. 2014a, 2014b), or as model for lipid metabolism studies (Rosa et al. 2014, 

2015). In the present study, we assessed a Brazillian collection of yeasts isolated 

from the phylloplane of bromeliads and macrophytes, and selected the oleaginous 

yeast P. flavescens BI281.  

     

P. flavescens (formerly Cryptococcus flavescens, Liu et al., 2015), a 

Tremellomycetes yeast, has not been reported as oleaginous before. Other taxa 

within the Tremellomycetes had been studied as oleaginous yeasts, such as 

Cutaneotrichosporon curvatus (Cryptococcus curvatus), Cutaneotrichosporon 

terricola (Cryptococcus terricola), Papiliotrema laurentii (Cryptococcus laurentii), 

Solicoccozyma aerius (Cryptococcus aerius), and Cryptococcus sp. (Polburee et 

al. 2015, Ghanavati et al. 2015, Chang et al. 2015). Kurtzman et al. (2015) stated 

that an overview of closely related species of well reported oleaginous yeasts may 

have a predictive value for the prospection of biotechnologically relevant new 

strains. The genus Papiliotrema includes reported oleaginous yeast species, such 

as P. aureus and P. laurentii (Sitepu et al. 2014), and we showed that P. 

flavescens is also oleaginous. Our results were comparable with literature 

reporting oleaginous yeast belonging to the order Tremellomycetes. For example, 

Polburee et al. (2015) reported lipid content between 18 and 64% (w/w) (C. 
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curvatus CBS570, and Saitozyma podzolicus DMKU-PTC7, respectively) using 

glycerol as carbon source. Also, Ghanavati et al. (2015) reported 30.6% (w/w) of 

lipid accumulation by Solicoccozyma aerius using municipal solid waste as 

feedstock. Our results also show that other P. flavescens strains are potentially 

oleaginous (like BI144, BI231, see Figure 1), whereas some others are not (such 

as isolates BI282, BI232, data not shown). It is possible that different genetic 

backgrounds are related to lipid accumulation.  

 

Glycerol utilization for lipid accumulation is an interesting approach because P. 

flavescens BI281 grew better in glycerol than glucose, producing high yields of 

lipids, and there is currently a trend to use residual raw glycerol from the biodiesel 

industries as carbon source in bioprocesses (de Souza et al. 2014). Our results 

suggested that there was no difference in lipid production between growth in pure 

glycerol or raw glycerol (Figure 5), however, the percentage of Monounsaturated 

Fatty Acids (relative to total Fatty Acid Methyl Esters) was higher in raw glycerol 

(after 12 days), suggesting raw glycerol as a good residual feedstock for lipid 

accumulation. The lipid profile of P. flavescens is suitable for biodiesel production, 

according to the criteria exposed by Sitepu et al. (2014). 

 

According to Ageitos et al. (2011), the economic feasibility of the fermentation 

process to produce microbial lipids is determined by the cost of the raw materials 

in addition to the fermentation process itself. Therefore, minimizing the cost of 

carbon sources is an important factor that industry considers. A variety of chemical 

and lignocellulosic sources have been used as feedstock for lipid accumulation, 
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including glucose (e.g. Li et al. 2007, Ratledge 2004), fatty acids (Papanikolaou et 

al. 2001; Ratledge 2004), glycerol (Pan et al. 2009), general wastewaters (Poli et 

al. 2014a), and wastewaters of animal fat treatment (Papanikolaou et al. 2001). 

With the ever-growing production of biodiesel in recent years, the annual amount 

of produced raw glycerol tends to increase in time (Duarte et al. 2013), 

consequently, cultivation of oleaginous yeasts in glycerol-based media is of great 

interest (Polburee et al. 2015).  

 

In conclusion, the applied high-throughput screening methodology allowed a rapid 

quantification of the cellular lipid production in yeasts, being useful for the 

screening of oleaginous yeast cells and for the optimization of culture conditions to 

improve lipid production. Papiliotrema flavescens BI281 was reported for the first 

time as an oleaginous yeast. It has potential to accumulate lipids in glucose or in 

glycerol as carbon sources, producing up to 52.38% or 34.97% of total lipids 

(relative to dry weight). Also, the lipid profile showed 56 to 74% of 

Monounsaturated Fatty Acids in relation to the biomass dry weight in pure or raw 

glycerol, respectively. We suggest the oil produced by P. flavescens BI281 as a 

new potential biodiesel feedstock.  
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1.9 Supplementary material 

Table S1. Strains tested in this work. 
Species Strain id Reference 
Papiliotrema sp. (formerly Auriculibuller sp.) BEL90 Unpublished 
Fibulobasidium sp. BI14 Landell et al. 2006 
Candida parapsilosis BI06 Landell et al. 2006 

Farysia itapuensis (formerly Farysizima 
itapuensis) 

BI109 Inacio et al. 2008 

Papiliotrema sp.  BI111 Landell et al. 2006 

Papiliotrema flavescens BI144 Landell et al. 2006 

Candida vrieseae  BI146 Landell et al. 2010 

Non identified  BI147 Landell et al. 2006 

Slooffia tsugae (formerly Sporobolomyces 
tsugae) 

BI173 Landell et al. 2006 

Cryptococcus  sp. nov.  BI195 Landell et al. 2006 

Sirobasidium intermedium BI198 Landell et al. 2006 
Occultifur externus BI206 Landell et al. 2006 
Sporobolomyces roseus BI212 Landell et al. 2006 
Non-identified BI227 Landell et al. 2006 
Papiliotrema flavescens BI231 Landell et al. 2006 
Farysia itapuensis BI232 Inacio et al. 2008 
Candida sp. BI233 Landell et al. 2006 
Sporobolomyces pararoseus BI234 Landell et al. 2006 
Sporobolomyces roseus BI245 Landell et al. 2006 
Papiliotrema flavescens BI276 Landell et al. 2006 
Farysia itapuensis  BI277 Inacio et al. 2008 
Papiliotrema flavescens BI278 Landell et al. 2006 
Rhodotorula nothofagi BI280 Landell et al. 2006 
Papiliotrema flavescens BI281 Landell et al. 2006 
Papiliotrema flavescens BI282 Landell et al. 2006 
Farysia itapuensis  BI286 Inacio et al. 2008 
Papiliotrema flavescens BI296 Landell et al. 2006 
Non-identified BI300 Landell et al. 2006 
Farysia itapuensis BI302 Inacio et al. 2008 
Papiliotrema leoncinii BI309 Pagani et al. 2016 

Slooffia tsugae BI316 Landell et al. 2006 

Hannaella kunmingensis BI320 Landell et al. 2006 
Non-identified BI396 Landell et al. 2006 
Non-identified BI67 Landell et al. 2006 
Priceomyces melissophilus BI81 Landell et al. 2006 
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Sporobolomyces pararoseus BI89 Landell et al. 2006 
Non-identified DEC07 Unpublished 
Sterigmatomyces elviae DEC37 Unpublished 
Non-identified DEC49 Unpublished 
Non-identified DEC79 Unpublished 
Non-identified DEC87 Unpublished 
Candida parapsilosis EI01 Landell et al. 2006 
Taphrina sp. nov.  EI05 Landell et al. 2006 
Saccharomyces cerevisiae (negative control) CBS1171  
Yarrowia lipolytica QU21 Poli et al. 2013 
 

 

Figure 1.S1. Assessment of lipid content in P. flavescens BI281 and DEC79 as candidate 
oleaginous yeasts compared to Y. lipolytica QU21.  
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1A. APENDICE 

1A.1 Growth curve of P. flavescens BI281 in A-glycerol 

A growth curve of P. flavescens BI281 was constructed for 5 days in culture 

medium A-glycerol (Figure 1A.1). The fluorescence increased after the stationary 

phase of growth, however, was not stabilized until 5th day, suggesting that cells 

continued to accumulate lipids in the next days. The pH of the medium A-glycerol 

varied between 5 and 3.5. A kinetics growth of P. flavescens BI281 was 

constructed for 12 days using the culture medium A-glycerol and A-raw glycerol 

(Figure 5). Our results suggested a maximum peak of fluorescence for 7-8 days.   
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Figure 1A.1. Growth curve of P. flavescens BI281 using glycerol  as carbon source. The 
solid black line represents dry biomass (g/L) and the dotted black line represents the Nile 
red fluorescence (RFU) using PBS 1X + isopropyl alcohol 5% (v/v) (a) or medium A-gly (b) 
as solvents. The dotted blue line show the pH variation in time. All experiments were done 
in biological and technical triplicates. 
 

In Figure 1A.2 we showed the growth curves of P. flavescens BI281 in a non-

inducing lipid accumulation culture medium, such as YM (see section 1.3.2 for 

composition), and a lipid accumulation inducer, such as A-glycerol culture 

medium. The stationary phase in YM is reached in 24h, while A-glycerol reached 

stationary phase in 72h. The cell concentration in YM is 100-fold higher than A-

Glycerol in the stationary phase. However, the fluorescence intensity is similar in 

the first 48h, where A-gly trends to increase until 120h, while YM stabilized. 
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Besides the similar values of fluorescence intensity, this value depended of cell 

concentration, where is necessary almost 100-fold cell concentration to reach the 

same lipid content using YM. 

 
Figure 1A.2. Growth curve and Fluorescence intensity using Nile red of P. flavescens 
BI281 in A-Gly and YM culture media.  

 

1A.2 Detection of another oleaginous yeast strains 

We repeated a directed high-throughput screening focusing mainly in strains 

identified as Papiliotrema spp. and pigmented yeasts, using the culture medium A-

glycerol (Figure 1A.3), and the strategy proposed by SITEPU et al. (2014), 

measuring the fluorescence intensity between days 3 and 5 of growth of each 

tested strain (Figure 1A.4). As shown in Figure 1A.3, another strains of 
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Papiliotrema flavescens showed higher (BI278) or lower (BI282, BI231) 

fluorescence intensity after five days of grown (P<0.05). Also, two strains of 

Papiliotrema sp. were tested, but their fluorescence intensity was negligible when 

looked at 3th, 4th or 5th day of grown (Figure 1A.4). On the other hand, Occultifur 

sp. Bel41 showed equal behavior of fluorescence intensity when compared to 

BI281, suggesting this strain as potential oleaginous yeast (Figure 1A.4).  

 

Figure 1A.3. Fluorescence intensity of yeast strains grown in medium A-glycerol using 
Nile Red dye (50 mg mL-1) and medium A-glycerol as solvent. Absorption and Emission 
wavelengths were 488 nm and 585 nm, respectively. All relative fluorescence units of 
each strain were compared to P. flavescens BI281 fluroescence intensity by t-test (* 
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P<0.05, ** P<0.01, ****P<0.0001). All experiments were done in biological and technical 
triplicates. 
 

 

Figure 1A.4. Fluorescence intensity of yeast strains grown in medium A using Nile Red 
dye (50 mg mL-1) and medium A-glycerol as solvent. Absorption and Emission 
wavelengths were 488 nm and 585 nm, respectively. Each column represents the 
measurement for 3th, 4th and 5th day of grown. P. flavescens BI281 is black-filled, strains 
with gray-filled columns showed similar fluorescence with P. flavescens BI281 (P>0.05) 
and strains with not filled columns showed lower fluorescence (P<0.05).  All experiments 
were done in biological and technical triplicates. 

 

In order to find new oleaginous strains of Papiliotrema flavescens, we constructed 

curve growths of eight strains and compare their fluorescence using Nile red for 
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eight days (Figure 1A.5). Also, we determined gravimetrically three of these strains 

as oleaginous yeasts (>20% of lipids, dry weight, Table 1A). Finally, we also 

determined gravimetrically as oleaginous yeasts the strain Vishniacozyma sp. 

BI237 (lipid content: 33.27% dry weight).         

 

Figure 1A.5. Growth (a) and fluorescence (b) curves of P. flavescens strains. (a) Optical 
density measured as absorbance in 600nm. (b) Nile red fluorescence (RFU) and medium 
A-glycerol as solvent. All experiments were done in biological and technical triplicates. 

 

Table 1 A. Candidate oleaginous Yeasts belonging Tremellales clade grown in medium 
A-glycerol. Biomass (X), lipid yield (L),lipid productivity (Ymax L X-1 t-1) and lipid content 
(Lmax) (%, according to total cell dry weight) are represented. The culture conditions were 
150 rpm, 26ºC for 8 days. 
Strain X (g L-1) L (g L-1) Lmax 

(%) 
Ymax L X-1 t-1 
(g/g/d) 

Papiliotrema 
flavescens BI281 

3,256±0,3932 0,75±0,2772 23,0344 0,0288 

Papiliotrema 
flavescens BI283 

4,937±0,338 1,4673±0,4909 29,7212 0,0372 

Papiliotrema 
flavescens BI296 

5,569±0,628 1,486±0,2673 26,6834 0,0334 

Vishniacozyma  
sp. BI237 

4,975±0,3748 1,6553±0,1729 33,273 0,0416 
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Abstract 

Oleaginous yeast lipid content is usually calculated based on the Nile red 

fluorescence peak height obtained using a given solvent and optimized excitation 

and emission wavelengths. We followed the kinetics of Nile red fluorescence in 

different solvents and showed that stabilization occurs after the fluorescence peak. 

We suggest that fluorescence kinetics should be followed until fluorescence 

stabilization to obtain accurate measurements, and RFU values after stabilization 

should be considered for lipid content estimation in yeasts. Fluorescence 

stabilization means that homeostasis was attained, and is an innovative approach 

to lipid content estimations. 

Keywords 

Nile red fluorescence stabilization, lipid quantification, spectrofluorometry. 
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Nile red (9-diethylamino-5H-benzo[α]phenoxazine-5-one) is one of the most used 

dyes to visualize lipid droplets and quantify neutral lipids in potential oleaginous 

microorganisms (KIMURA et al., 2004, SITEPU et al., 2014, BALDUYCK et al., 

2015, ALEMÁN-NAVA et al., 2016).  In other to facilitate Nile red penetration 

inside the cells, some solvents have been suggested in the literature, such as PBS 

(Phosphate buffer solution), DMSO (Dimethyl Sulfoxide), PBS with isopropyl 

alcohol, or glycerol, but protocols are not fully standardized, specially concerning 

the incubation time (time delay between Nile red contact with cells and 

fluorescence measurement). For instance, KIMURA et al. (2004) suggested 5 min 

of delay on the darkness before the measurement, while POLI et al. (2014) 

suggested 10 min. Worries concerning variation on results based on Nile red 

fluorescence have been reported in the literature. LAMPRECHT AND BENOIT 

(2003) pointed the probable inexact results of Nile red quantification are due to 

photobleaching or instability of the molecule. The polarity of the solvent used to 

dissolve the dye and cells (CHEN et al., 2009), and the difficulty for penetration of 

the dye into cells due to the presence of cell walls (GAO et al., 2008) are major 

concerns.  

There are few high-throughput methodologies for screening of oleaginous 

microorganisms. SITEPU et al. (2012) proposed a rapid and inexpensive method 

for selection of oleaginous strains out of a large collection of yeasts based on Nile 

red fluorescence and a microplate reader equipment. They proposed using a 

mixture of the solvent DMSO with the cells in the culture medium plus the Nile red 

dye, and reading the fluorescence kinetics for 20 minutes with 60 second intervals 

to detect the fluorescence peak, which may be used to calculate the lipid content 
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for the strain. We evaluated the stability of Nile red fluorescence in different 

solvents using a protocol based on SITEPU et al. (2012) and a microplate reader 

equipment, and verified that although the fluorescence peak appears within the 

first 20 minutes, variation in the readings among repetitions are high and 

fluorescence stability is attained only after 20 minutes. Therefore, we propose a 

modification of the protocol by SITEPU et al. (2012) to warrant more robust 

estimations of lipid content in yeasts. 

Nile red (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) was dissolved in acetone (100 

µg/mL). Different solvents were employed: PBS 1X (137 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 8 

mM Na2HPO4, and 2 mM KH2PO4), PBS 1X with 5 % isopropyl alcohol (v/v), 50 % 

Glycerol (v/v in distilled water), culture medium A-gly (1 g/L KH2PO4, 1 g/L 

(NH4)2SO4, 0.5 g/L MgCl2-6H2O, and 15 % glycerol  (v/v)) and culture medium A-

gly with Dimethyl Sulfoxide (DMSO) 5% (v/v). The oleaginous yeast Papiliotrema 

flavescens BI281 was grown in YM medium (3 g/L yeast extract, 3 g/L malt 

extract, 5 g/L peptone, 10 g/L glucose) for 48 h at 28 ºC in order to obtain 

metabolically active cells. After, we transferred the strain to 25 mL of medium A-

gly in a 125 mL flask and grew it for 24 h at 28 ºC and 150 rpm. From this pre-

culture, we inoculated 1 mL of 7x107 cells/mL, estimated by counting using a 

Neubauer chamber, in 75 mL of A-gly medium in a 250 mL flask (to maintain a 

ratio of 2/3 as free volume as mentioned by POLI et al., 2014a) for 7 days, 26 ºC 

and 150 rpm on shaker.  These conditions are permissive for lipid accumulation 

inside the cells of P. flavescens BI281 (data not shown). 

Separate samples containing 150 μL of each solvent, or 150 μL of cells of P. 

flavescens BI281 (OD600nm=0.03), ressuspended in each solvent, were transferred 
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to black background flat bottom 96-wells microplates (Jet Biofil, China), and the 

relative fluorescence was measured in a Perkin Elmer Enspire Multimode Plate 

Reader 2300 equipment (488 nm of excitation, 585 nm of emission, conditions 

previously standardized; data not shown). After measuring the basal fluorescence 

intensity in each well without the fluorescent dye (autofluorescence), we added 50 

μL of Nile Red (final concentration: 25 µg/mL) to the solution, shaked for 5 min 

inside the equipment, and measured the fluorescence in each well with the dye. 

The measurement was repeated after 5 min, followed by a kinetic reading each 10 

min until 60 min. Each measurement was preceded by shaking for 5 s to suspend 

the cells. We repeated the experiment using P. flavescens BI281 (OD600nm =1) with 

measurements at 10, 30, 60 and 90 minutes of incubation as explained before.  

The relative fluorescence expressed as RFU (Relative Fluorescence Units) was 

obtained after subtraction of both the autofluorescence of the samples and the 

fluorescence of the solvent in presence of Nile red (blank).  

To evaluate the effect of fluorescence intensity against time incubation in presence 

of cells (OD600nm=0.03), independent of the solvent, we constructed a box-plot to 

visualize confidence intervals, detect outliers and determine statistical differences 

using the Kruskal-Wallis (non-parametrical) test. This evaluation was repeated 

with cells with OD=1 for each solvent. The multiple comparisons of p-values 

between times can be used as an estimation of stability of means for each 

assessed time.  Each sample had technical triplicates.  

As shown in Figure 2.1, most treatments without cells showed negligible RFU in 

comparison with the respective treatment with cells, except for PBS 1X, which 

presented RFU values similar to some treatments with cells until the first 20 
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minutes of contact between the solvents and cells. The analysis of the relative 

fluorescence of Nile red with the solvent in absence of cells is very important, 

since this measurement is usually used as the blank, and greatly influence the 

results.  

 

Figure 2.1. Nile red fluorescence intensity (expressed as Relative Fluorescence Units) 
against time incubation of dye with each treatment (min). Treatments included absence or 
presence of cells (P. flavescens BI281 grown for 7 days in A-Gly culture medium) in two 
optical densities (OD600nm of 0.03 or 1). Solvents: PBS 1X, PBS 1X with isopropyl alcohol 
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5 % (v/v), Glycerol 50% (v/v), culture medium A-gly and glycerol 15 % (v/v). Values are 
means ± standard deviation (n=3). 
 

RFU measurements in the treatments with cells were highly influenced by the 

solvent used, specially until the first 20 minutes (Figure 2.1 and Figure 2.S1). The 

fluorescence peak with most solvents was achieved in 20 minutes for P. 

flavescens BI281. As suggested by SITEPU et al. (2012), the peak may be 

achieved in different times for different yeast strains, and a kinetic reading of the 

fluorescence until 20 minutes is necessary for its detection. The exceptions were 

PBS 1X, in which fluorescence decreased with time, and 50% glycerol, whose 

behavior was different from the other solvents and the peak was achieved after 50 

minutes of contact between the cells and the solvent. Independent of the optical 

density of P. flavescens BI281, the behavior of these solvents was similar. The 

use of 50% glycerol as facilitator of the transport of fluorescent dyes across cell 

membranes was suggested for microalgae because their cell membrane is 

permeable to small uncharged polar molecules like glycerol (RUMIN et al., 2015), 

and could be applied for other microorganisms. Glycerol transport across microbial 

membranes is complex, and occurs both actively, through a proton symport, and 

passively, through facilitator channels (OLIVEIRA et al., 2003). This complexity 

could be related to the different behavior observed with glycerol. Other solvents 

are known to interact with the cell membrane. For instance, DMSO is known to 

facilitate the permeation of macromolecules, probably due to induction of water 

pores across the lipid bilayer and modification of membrane fluidity (NOTMAN et 

al., 2006). Therefore, the fluorescence behavior of Nile red in the presence of any 

solvent should be carefully evaluated to detect peak fluorescence.  
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Other important effect is the sensitivity of the emission spectra of Nile red to the 

chemical and physical properties of the solvents (LAKOWICZ 1983), Nile red 

concentration (GREENSPAN AND FOWLER 1985) and yeast species (SITEPU et 

al., 2012), thus excitation and emission wavelengths should also be carefully 

evaluated to accurately quantify neutral lipids for biotechnological purposes. The 

wavelengths used in the present study were previously adjusted to allow 

comparison of the effect of the tested solvents in Nile red behavior using one 

same yeast strain and dye concentration. We are aware the used wavelengths 

may not be the optima for all the solvents, but the use of a suboptimum 

wavelength is expected to influence peak height, not overall fluorescence 

spectrum behavior. Therefore, our results are intended to compare Nile red 

fluorescence behavior in different solvents.  

 

Two analyses were used to evaluate the stability of Nile red fluorescence. First, we 

constructed a box-plot to visualize the confidence intervals of the data and to 

detect outliers (Figure 2). Second, we used a non-parametrical test (Kruskal-

Wallis) to determine statistical differences between times of incubation. The box-

plot suggested variability in most treatments until 20 minutes of contact between 

the solvent and the cell (p<0.05). After 20 minutes, the fluorescence intensity was 

non-statistically different (p>0.05), suggesting stability in the reaction. Data of 50% 

glycerol were marked as outlier in the box-plot, and were not taken in account in 

this analysis.  We repeated the kinetics reading using cells with higher optical 

density (P. flavescens BI281, OD600nm=1, Figure 1) and evaluated four times of 

incubation for the next solvents: PBS 1X, culture medium A-Gly and Glycerol 50% 
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(v/v). For PBS 1X and A-Gly the fluorescence was non-statistically different after 

30min (p>0.05), suggesting stability after 30min of reaction, being in agree with the 

previous results. For Glycerol 50% (v/v), the stability occurred after 60min of 

reaction (10vs30min and 30vs60min p<0.05; 60vs90min p>0.05). 

 

Figure 2.2. Box-plot of Nile red fluorescence measurements, independently of solvent 
used, against time incubation. The analysis included cells of P. flavescens BI281 
(OD600nm=1). The box represents 50% of the data, the line inside the box indicates the 
median (n=3), the confidence interval includes the box and whiskers (95% of the data), 
and values outside of the box are marked as outliers. 
 

Most studies calculate yeast lipid content based on the peak height obtained using 

a given solvent and optimized excitation and emission wavelengths. Since 

microorganisms may show the fluorescence peak in different wavelengths, the 

appliance of high throughput methods for screening of oleaginous microorganisms 

out of large microbial collections is a challenge. SITEPU et al. (2012) proposed 
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following the kinetics of fluorescence until 20 minutes of contact between the 

fluorescent dye and the cells, and to choose individual peak heights for lipid 

content estimation. Based on our results, we suggest that fluorescence kinetics 

should be followed until fluorescence stabilization to obtain accurate 

measurements, and RFU values after stabilization should be considered for lipid 

content estimation in yeasts, since Nile red fluorescence is stable from this point 

on. Care must be taken in case 50% Glycerol (v/v) is used as solvent, since 

incubation time could be longer (see Figure 1). Fluorescence stabilization means 

that the fluorescent dye passed across the cell membranes into the lipid droplets, 

and attained homeostasis. In the case of P. flavescens BI 281, stabilization was 

achieved between 20 and 30 minutes of incubation, but Nile red fluorescence 

behavior may be different for each strain. 

In conclusion, we propose to quantify neutral lipids in yeasts following the high 

throughput methodology described by SITEPU et al. (2012), but considering the 

stabilization of the Nile red fluorescence. This simple procedure will produce more 

accurate results, since fluorescence measurements will be more robust.  
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2A APÊNDICE 

 

Figure 2A.1. Nile red fluorescence intensity (expressed as Relative Fluorescence Units) 
against time incubation of dye with each treatment (min). Treatments included absence or 
presence of cells (Y. lipolytica QU21 grown for 7 days in A-Gly culture medium) with 
OD600nm = 0.03. Solvents: PBS 1X, PBS 1X with isopropyl alcohol 5 % (v/v), Glycerol 50% 
(v/v), culture medium A-gly and glycerol 15 % (v/v). Values are means ± standard 
deviation (n=3). 
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Figure 2A.2. Growth curve of P. flavescens BI281 in pure glycerol (a,b) or raw glycerol 
derived from biodiesel industry (c). The black line represents the optical density for each 
experiment (OD600nm) and the colored lines are fluorescence readings in diferent 
incubation times with Nile red (25µg/mL). All experiments were done in triplicate. 
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DISCUSSÃO GERAL 

 

O Brasil representa um dos focos de biodiversidade do planeta, porém o potencial 

biotecnológico da sua riqueza microbiológica tem sido pouco explorado. Algumas 

leveduras têm sido descritas como acumuladoras de lipídios neutros desde inicios 

do século XX, mas somente após o auge dos biocombustíveis foram avaliadas 

como matéria prima para a produção de biodiesel (SITEPU et al. 2014). Neste 

sentido, várias linhagens têm sido mostradas como promissoras e uma avaliação 

profunda da sua viabilidade económica têm sido estudadas, principalmente com 

espécies como L. starkeyi, Y. lipolytica e R. toruloides. Porém, apesar de 

continuar descobrindo novas linhagens e espécies oleaginosas, poucos estudos 

focam na otimização da produção de lipídios em novas leveduras oleaginosas.  A 

coleção de leveduras analisada, proveniente de ambientes naturais do Estado do 

Rio Grande do Sul (Brasil), compreende linhagens com potencial para serem 

usadas como matéria prima na indústria de biodiesel. Vários relatos de potencial 

biotecnológico foram feitos quando foram analisadas leveduras associadas a 

queijos artesanais para acúmulo de lipídios. Por exemplo, POLI et al. (2013) 

analisaram o perfil lipídico de Yarrowia lipolytica QU21 como alternativa para 

produção de óleo, posteriormente avaliando seu potencial para produzir lipídios 

usando residuos agroindustriais (POLI et al., 2014). MATTANNA et al. (2014a) 

analisaram o perfil lipídico de outras 16 linhagens de leveduras da mesma 

coleção, encontrando as linhagens Y. lipolytica QU22 e QU37 com grande 

potencial para seu estudo como suplemento alimentício, ao apresentarem ácidos 

graxos poli-insaturados. Estas linhagens foram otimizadas para a produção de 
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ácido alfa-linolénico (MATTANNA et al., 2014b). De igual forma, a linhagem 

Candida zeylanoides QU33 foi proposta como modelo de levedura não 

oleaginosa, a ser utilizada em complementação aos resultados obtidos com a 

levedura não oleaginosa S. cerevisiae (ROSA et al., 2014). Outro estudo foi 

realizado com a mesma levedura para tentar tornar a linhagem oleaginosa, sem 

sucesso (ROSA et al., 2015), o que reforça a idéia de ser uma alternativa na 

interpretação da capacidade oleaginosa de uma levedura.   

 

Esta tese propôs uma metodologia high-throughput para triagem e seleção de 

novas leveduras oleaginosas. A partir das propostas feitas por SITEPU et al. 

(2012) e POLI et al. (2014), foram feitas avaliações de cultivos indutores do 

acúmulo de lipídios em 55 linhagens reativadas, mediante o uso de leitor de 

fluorescência em placas de 96 poços e um corante amplamente usado na 

literatura, vermelho de Nilo. O objetivo foi quantificar através de curva de 

calibração com concentrações conhecidas de trioleína, triglicerideo simétrico 

derivado do glicerol e três unidades de ácido oléico, o principal alvo da triagem. 

Para confirmar as leituras realizadas por fluorescência, foi realizada determinação 

gravimétrica do conteúdo de lipídios.  

 

Os resultados mostrados na presente tese apontam que P. flavescens BI281 

acumula lipídios em uma proporção superior a 20% (em relação ao seu peso 

seco), sendo considerada uma levedura oleaginosa e sendo reportada esta 

espécie por primeira vez na literatura como oleaginosa. As gotas lipídicas e/ou 

sua fluorescência foram observadas usando os corantes vermelho de Nilo e GD 
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(Capítulo 3), ambos com afinidade lipofílica. Outros isolados pertencentes à 

espécie P. flavescens analisados mostraram também capacidade acumuladora de 

lipídios. Neste sentido, as linhagens P. flavescens BI204, BI283 e BI296, e a 

linhagem Vishniacozyma sp. BI237 apresentaram conteúdo lipídico entre 23 e 33 

% (p/p) sugerindo que estas linhagens podem ser analisadas e otimizadas em 

trabalhos futuros. Entretanto, outras linhagens, tais como P. flavescens BI091, 

BI231, BI276 e BI282 não mostraram capacidade oleaginosa, possibilitando que 

linhagens oleaginosas e não oleaginosas da mesma espécie possam ser 

analisadas no futuro quanto a suas diferenças em nível genômico.  

 

Em relação ao gênero Papiliotrema, as únicas espécies já reportadas como 

oleaginosas são P. laurentii e P. aureus (SITEPU et al., 2014), enquanto que 

outras espécies não apresentam capacidade acumuladora de lipídios. Porém, 

muitas das espécies dentro da ordem Tremellales têm sido reportadas como 

oleaginosas (CHANG et al. 2015, GHANAVATI et al. 2015, POLBUREE et al. 

2015, Tabela 2). Por exemplo, POLBUREE et al. (2015) reportaram conteúdos 

lipídicos entre 18 e 64% (p/p) (C. curvatus CBS570 e Saitozyma podzolicus 

DMKU-PTC7, respectivamente) usando glicerol como fonte de carbono. 

GHANAVATI et al. (2015) reportaram 30.6% (p/p) de acumulação de lipídios por 

Solicoccozyma aerius usando esgoto municipal como matéria prima. Esta 

associação de perfis fenotípicos sugere que a capacidade oleaginosa pode ter 

aparecido em algum ponto evolutivo e algumas espécies fixaram ou perderam 

essa capacidade. É possível que diferentes backgrounds genéticos estejam 

relacionados ao acúmulo de lipídios e futuros trabalhos são necessários para 
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confirmar essa hipótese. A associação filogenética de linhagens oleaginosas 

confere uma grande vantagem para realizar triagens de prospecção 

biotecnológica dirigidas a este grupo de organismos (KURTZMAN et al. 2015), ao 

contrário de analisar grandes coleções com resultados pouco efetivos (SITEPU et 

al., 2014).  

 

Os resultados da otimização da produção de lipídios apontam para a viabilidade 

de utilização de fontes econômicas para o acúmulo de lipídios em P. flavescens 

BI281. Assim, é possível usar glicerol puro, e posteriormente foi mostrado 

também com glicerol residual derivado da indústria de biodiesel, como fonte de 

carbono. Esse resultado é importante pela tendência de utilizar resíduos 

agroindustriais para fornecer viabilidade econômica ao processo de produção de 

biodiesel (SOCCOL et al. 2017). Os resultados sugerem que não teve diferença 

na produção de lipídios entre glicerol puro ou glicerol residual (Figura 1A.5). 

Porém, quando observamos o perfil lipídico e a quantificação realizada de cada 

ácido graxo, a percentagem de ácidos graxos mono-insaturados (relativo ao total 

de esteres de metil de ácido graxo) foi superior em glicerol residual (após 12 dias 

de cultivo), sugerindo a viabilidade de utilização do glicerol residual como matéria 

prima para seu uso em biodiesel. Também, o perfil lipídico, em ambos casos, foi 

adequado para os requerimentos de produção de biodiesel e de acordo com os 

critérios apresentados por SITEPU et al. (2014). 

 

Esta tese propôs a utilização de técnicas de leituras de fluorescência usando uma 

aproximação high-throughput usando dois corantes: um amplamente utilizado e 
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aceito na literatura, vermelho de Nilo, e outro corante com afinidade lipofílica, 2- 

(1,3-benzothiazol-2-yl)-5-(N,N-diethylamino)phenol, e que foi denominado “GD”. 

Várias propriedades foram analisadas e comparadas usando células obtidas a 

partir dos mesmos experimentos. Primeiro, foi determinado o espectro de 

absorção e emissão para cada corante, mostrando o efeito do estado de 

excitação ESIPT da molécula “GD” (BARROS, 2015). Segundo, foram avaliados 

vários tempos de incubação do corante com o solvente utilizado e na presença ou 

ausência de células. Terceiro, foi avaliada a estabilidade de ambos corantes, e 

quarto, foi realizada a cinética de acúmulo de lipídios usando ambos corantes. 

Para desenvolver esta comparação, foram escolhidas três linhagens: Yarrowia 

lipolytica QU21 (descrita como oleaginosa por POLI et al., 2014b), Papiliotrema 

flavescens BI281 (proposto nesta tese como oleaginosa), e Saccharomyces 

cerevisiae MRC164, como controle negativo (esta espécie não acumula lipídios 

em proporções superiores a 20% relativo ao peso seco). Os resultados mostrados 

nos capítulos 2 e 3 sugerem que a fluorescência do corante “GD” apresenta maior 

estabilidade quando comparado com vermelho de Nilo. Além disso, ambos 

corantes mostraram sofrer influência do solvente utilizado (GREENSPAN & 

FOWLER 1985, BARROS 2015). A fotoestabilidade é uma das principais 

vantagens da utilização do corante “GD” comparado com vermelho de Nilo, 

permitindo a manipulação do corante com a presença de luz. Finalmente, o 

corante “GD” apresentou o espectro ESIPT típico quando foram utilizadas 

leveduras oleaginosas e em presença do meio de cultura A-Gly como solvente. 

Portanto, se sugere o uso do próprio meio de cultura para acúmulo de lipídios 
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para visualização e/ou leituras em equipamentos de fluorimetria com o corante 

“GD”. 

 

CONCLUSÕES 

 Papiliotrema flavescens BI281 foi selecionada como levedura oleaginosa e 

mostrou abilidade acumuladora de lipídios usando glicose ou glicerol como 

fonte de carbonos.  

 Outras linhagens de P. flavescens e Vishniacozyma sp. foram detectadas e 

reportadas como oleaginosas. No total foram descritas cinco linhagens e duas 

espécies oleaginosas não reportados anteriormente na literatura.  

 O conteúdo de lipídios em P. flavescens atingiu percentagens entre 34 e 52% 

em relação ao seu peso seco, dependendo da fonte de carbono utilizada. Após 

a otimização do cultivo, incrementou a produção de lipídios até tres vezes 

quando comparado com a condição inicial não otimizada. 

 P. flavescens BI281 mostrou capacidade acumuladora de lipídios utilizando 

glicerol residual derivado da indústria de biodiesel como fonte de carbono, 

potencializando seu uso com potencial viabilidade econômica.  

 O perfil lipídico de P. flavescens BI281 mostrou produção principalmente de 

ácidos graxos mono-insaturados, variando entre 56 a 74% dependendo do tipo 

de glicerol utilizado (puro ou residual). O principal ácido graxo produzido foi 

ácido oléico (C18:1 cis, 5 dias de cultivo) ou ácido elaídico (C18:1 trans, 12 

dias de cultivo).  

 O vermelho de Nilo foi avaliado quanto a sua estabilidade em fluorímetros de 

placas. Os resultados sugerem que o tempo de incubação com o solvente deve 
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ser pelo menos 20min antes de realizar as leituras, com o objetivo de diminuir o 

erro. Esta tese propôs a modificação da metodologia geralmente utilizada em 

triagens de novas leveduras oleaginosas. 

 2- (1,3-benzothiazol-2-yl)-5-(N,N-diethylamino)phenol é dependente do 

solvente e da presença de leveduras oleaginosas, sendo específico para 

detectar leveduras com habilidade acumuladora de lipídio. GD apresentou duas 

grandes vantagens quando comparadas com vermelho de Nilo: fotoestabilidade 

da molécula e facilidade de manipulação. 
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PERSPECTIVAS 

Várias perguntas devem ser respondidas em futuros trabalhos, que otimizariam 

ainda mais a produção de lipídios em P. flavescens BI281: (1) Qual a melhor 

condição para ser escalonado o processo em biorreator? (2) Outros resíduos 

agroindustriais são viáveis para serem utilizados como fonte de carbono ou 

nitrogênio para esta linhagem?  (3) Qual o perfil lipídico quando usados outros 

substratos? 

Por outro lado, outras três linhagens foram detectadas como oleaginosas, sendo 

necessária toda a avaliação e otimização das condições de cultivo para 

incrementar a produtividade. A detecção de linhagens não oleaginosas 

pertencentes à mesma espécie Papiliotrema flavescens, abre o caminho para a 

comparação genômica entre linhagens oleaginosas e não oleaginosas, e assim 

poder detectar variações genéticas determinantes da capacidade de acúmulo de 

lipídios.  
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SUPERFÍCIE E POLPA DE MAÇÃS PARA BIOCONTROLE DE Penicillium 
expansum In: VIII Congresso Brasileiro de Micologia, 2016, Florianopolis. 
ANAIS 2016 #respiraFungo VIII Congresso Brasileiro de Micologia. 
Florianopolis: UFSC, 2016. v.1. p.894 - 894 

 RAMÍREZ-CASTRILLÓN, M.; FABRICIO, M. F.; AYUB, M. A. Z.; Valente, P. 
PERFIL LIPÍDICO DE Papiliotrema flavescens BI281, UMA NOVA LEVEDURA 
OLEAGINOSA In: IX Simpósio Brasileiro de Microbiologia Aplicada, 2016, Porto 
Alegre. Anais do IX Simpósio Brasileiro de Microbiologia Aplicada. Porto 
Alegre: UFRGS, 2016. v.IX. p.bi004 - bi004 

 RAMÍREZ-CASTRILLÓN, M.; JARAMILLO-GARCIA, V. P.; HENRIQUES, J. A. 
P.; ROSA, P. D.; LANDELL, M.; VU, D.; ROBERT, V.; Valente, P. SELEÇÃO E 
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