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RESUMO 

 

Há uma grande preocupação atualmente com a contaminação de corpos d’água 

por efluentes industriais, com destaque para os oleosos. O tratamento biológico 

desses efluentes e demais áreas contaminadas com derivados de petróleo vem 

ganhando destaque, sobretudo por sua simplicidade, baixo custo e menor impacto 

ambiental. Adicionalmente, esses efluentes podem apresentar grande diversidade de 

micro-organismos com adaptações de interesse para aplicação em processos 

industriais, o que reforça a importância da prospecção microbiana desse material. 

Micro-organismos com potencial de degradação de hidrocarbonetos de petróleo e/ou 

produção de Compostos Ativos de Superfície (CAS) e enzimas hidrolíticas/oxidativas 

foram isolados a partir de efluentes oleosos de uma lagoa aerada facultativa de uma 

estação de tratamento de efluentes industriais (ETEI). Os efluentes oleosos foram 

caracterizados quanto à população bacteriana total e degradadora de compostos 

hidrofóbicos (óleo lubrificante, parafina, querosene) e quanto à diversidade metabólica 

frente a 31 fontes de carbono utilizando o sistema Biolog-ECOPLATE. A população 

heterotrófica total foi de 3,36X107 NMP mL-1 e a de bactérias degradadoras de óleo 

lubrificante, parafina e querosene correspondeu a 0,49%, 0,017% e 0,036% desse 

total, respectivamente. A diversidade metabólica da comunidade foi alta, com 

consumo de 30 fontes de carbono de forma expressiva nas primeiras 48 horas. Foi 

isolado um total de 112 bactérias com e sem a utilização da técnica de 

enriquecimento em meio mineral suplementado com hidrocarbonetos. 82 desses 

isolados foram identificados a partir de sequenciamento de regiões do gene do rRNA 

16S. Os gêneros observados foram predominantemente Bacillus sp., sendo 

encontrados também Rhodococcus sp., Enterobacter sp., Staphylococcus sp., 

Leucobacter sp., Stenotrophomonas sp., Ochrobactrum sp., Acinetobacter sp., 

Chryseobacterium sp., Klebsiella sp., Escherichia sp., Pseudomonas sp.,  Shewanella 

sp., Alcaligenes sp., Enterococcus sp. e Kerstersia sp. e a frequência relativa dos 

mesmos foi variável de acordo com o método de seleção. Os isolados foram 

avaliados quanto à capacidade de crescer e produzir CAS em meio mineral contendo 

óleo bruto e glicose. A glicose promoveu as maiores médias de crescimento 

(expressas em DO600 e biomassa seca em mg mL-1), mas aproximadamente 10% dos 

isolados também foram capazes de apresentar alto crescimento no meio adicionado 
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de óleo (DO600>1,5). A fonte que proporcionou as maiores médias de atividade 

surfactante/emulsificante foi a glicose e 24% dos isolados apresentaram atividade 

emulsificante somente com a utilização dessa fonte, 12% somente com a utilização do 

óleo e 64% com a utilização de ambas as fontes. O índice de emulsificação variou de 

0 a 76%, sendo que os maiores índices, acima de 60,00%, foram obtidos por 15 

isolados com a utilização de glicose (13,4%) e 12 (10,7%) com o óleo. A atividade 

surfactante dos isolados, avaliada pelo espalhamento da gota, variou de 0 a 2,2, cm e 

3 isolados (2,7%) promoveram os melhores resultados, com espalhamento acima de 

1,8 cm. A atividade surfactante, avaliada pela redução da tensão superficial, variou de 

68 mN m-1 a 29.9 mN m-1, sendo que 4 isolados (3,9%) apresentaram os melhores 

resultados, com redução da tensão para valores menores que 35,0 mN m-1. Na 

avaliação de 70 isolados quanto ao potencial de degradar hidrocarbonetos, foi 

possível confirmar a presença da atividade da enzima catecol 1,2-dioxigenase em 8 

isolados e de alcano hidroxilases dos grupos II e III em 10 e 14 isolados, 

respectivamente. Também a presença de atividade de esterases, lipases, epóxido-

hidrolases terminais, epóxido hidrolases não terminais, Baeyer-Vileger 

monooxigenases dos grupos 1 e 3 foram detectadas em 5, 16, 6, 7, 5, e 12 isolados, 

respectivamente. Os isolados Bacillus subtilis LAPER 90 e LAPER 93 e Alcaligenes 

sp. LAPER 94 produziram 1,85 g L-1, 0,95 g L-1 e 1,1 g L-1, respectivamente dos CAS, 

quando crescidos em meio mineral adicionado de 2% (g/v) de glicose. Os extratos 

brutos, obtidos por meio da precipitação com etanol formaram emulsões estáveis com 

hidrocarbonetos alifáticos (hexano e hexadecano), aromáticos (tolueno e xileno) e 

produtos do petróleo (querosene, óleo lubrificante, óleo diesel). Essas biomoléculas 

apresentaram em sua composição percentuais variáveis de proteínas (3,08 a 

38,52%), carboidratos (8,79 a 50,40%) e lipídeos (16 a 40%). Outro aspecto avaliado 

foi a capacidade de degradação de hidrocarbonetos e remoção de óleo bruto durante 

o cultivo em meio mineral suplementado com esse substrato. De 10 isolados 

avaliados, seis apresentaram taxas de remoção de óleo entre 37% e 90%, sendo a 

maior taxa observada para Acinetobacter junni LAPM 30. 
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ABSTRACT 

 

Nowadays, there is a great concern regarding the waterbodies contamination by 

industrial wastewaters, especially the oily ones. The biological treatment of these 

wastewaters and other oil contaminated areas is increasingly being distinguished 

mainly because of its simplicity, low costs and lower environmental impacts. 

Furthermore, these wastewaters can present a large microbial diversity exhibiting 

interesting adaptations for applications in industrial processes, which reinforces the 

importance of microbial prospecting of this material. Microorganisms with the potential 

for oil hydrocarbons degradation and/or for production of Surface Active Compounds 

(SAC) and hydrolitic/oxidative enzymes were isolated from oily wastewaters from a 

facultative lagoon located on a industrial wastewaters treatment plant. The oily 

wastewaters were characterized regarding their total bacterial population and the 

hydrophobic compounds degrading ones (motor oil, paraffin and kerosene) and 

regarding the metabolic diversity against 31 carbon sources using the Biolog-

ECOPLATE system. The total heterotrophic population was 3,36X107 NMP mL-1 and 

the degrading bacteria one for motor oil, paraffin and kerosone corresponded to 

0,49%, 0,017% e 0,036% of this total, respectively. The metabolic diversity in the 

community was high, consuming 30 carbon sources expressively in the first 48 hours. 

A total of 112 bacteria were isolated with and without using the enrichment technique 

in mineral broth supplemented with hydrocarbons. 82 of these isolates were identified 

sequencing regions of the 16S rRNA gene. The prevailing observed genus was 

Bacillus sp., being also found Rhodococcus sp., Enterobacter sp., Staphylococcus sp., 

Leucobacter sp., Stenotrophomonas sp., Ochrobactrum sp., Acinetobacter sp., 

Chryseobacterium sp., Klebsiella sp., Escherichia sp.  Pseudomonas sp.,  Shewanella 

sp., Alcaligenes sp., Enterococcus sp. and Kerstersia sp. and the relative frequency of 

them varied according to the selection method. The isolates were evaluated regarding 

their capacity to grow and produce SAC in mineral broth containing crude oil and 

glucose. The glucose essays obtained the highest growth means (expressed in optical 

density at 600 nm and dried biomass in mg mL-1), but nearly 10% of the isolates was 

also able to perform a high growth in the medium supplemented with oil (O.D. 600 nm 

> 1.5). The source which provided the highest means of surfactant/emulsifying activity 

was glucose and 24% of the isolates presented emulsifying activity only using this 
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source, 12% only using oil and 64% using both sources. The emulsifying index varied 

from 0 to 76%, being the highest indexes, above 60%, obtained from 15 isolates using 

glucose (13,4%) and 12 (10,7%) using oil. The surfactant activity of the isolates, 

evaluated by the drop spreading, varied from 0 to 2.2 cm and 3 isolates (2,7%) 

promoted the best results, with a spreading above 1.8 cm. The surfactant activity, 

evaluated by the surface tension decay, varied from 68 mN m-1 to 29.9 mN m-1, and 4 

of the isolates (3,9%) promoted the best results, reducing the tension to values below 

35,0 mN m-1. In the evaluation of 70 isolates regarding the potential to degrade 

hydrocarbons, it was possible to confirm the catechol 1,2-dioxigenase enzyme activity 

in 8 isolates and of groups II and III alcane hydroxylases in 10 and 14 isolates, 

respectively. The activity of esterases, lipases, terminal epoxide hydrolases, non-

terminal epoxide hydrolases and groups 1 and 3 Baeyer-Vileger monooxygenases 

were detected in 5, 16, 6, 7, 5 and 12 isolates, respectively. The isolates Bacillus 

subtilis LAPER 90 and LAPER 93 and Alcaligenes sp. LAPER 94 produced 

respectively 1.85 g L-1, 0.95 g L-1 e 1.1 g L-1 of the SAC when grown in mineral broth 

supplemented with 2% (g/v) of glucose. The crude extracts, obtained through the 

precipitation with ethanol, formed stable emulsions with aliphatic hydrocarbons 

(hexane and hexadecane), aromatics (toluene and xylene) and oil products (kerosene, 

motor oil and Diesel fuel). These biomolecules presented in their composition variable 

percentages of proteins (3.08 to 38.52%), carbohydrates (8.79 to 50.40%) and lipids 

(16 to 40%). Another feature evaluated was the capacity to degrade hydrocarbons and 

remove crude oil during the cultivation in mineral broth supplemented with this 

substratum. From 10 evaluated isolates, 6 presented oil removal rates between 37 and 

90%, being the highest one observed for Acinetobacter junni LAPM 30. 
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1. INTRODUÇÃO E JUSTIFICATIVA 

 

As atividades industriais são extremamente importantes para o desenvolvimento 

da sociedade, pois são responsáveis pela geração de bens de consumo 

indispensáveis aos padrões de vida atuais. Entretanto, essas atividades geram uma 

grande quantidade de efluentes líquidos e resíduos sólidos. Se esses resíduos forem 

descartados incorretamente em corpos d’água, serão responsáveis por comprometer 

a qualidade e equilíbrio do meio ambiente, devendo ser prejudiciais às plantas e a 

saúde animal e humana. Isso tem levado a um aumento da cobrança de órgãos 

ambientais e da sociedade, em geral, para que ocorra a disposição e tratamento 

adequado dos resíduos. 

Dentre os efluentes gerados pelos processos industriais, os oleosos recebem 

destaque por conter uma vasta gama de hidrocarbonetos provenientes de derivados 

do petróleo como óleo bruto, óleo lubrificante, óleo diesel, dentre outros. Dentre as 

alternativas viáveis para o tratamento desses efluentes e demais ambientes 

contaminados com derivados de petróleo, destaca-se o tratamento biológico, que se 

baseia na utilização de micro-organismos com capacidade de degradar o 

contaminante ou transformá-lo em formas menos tóxicas. Isso, porque apesar dos 

tratamentos mais comumente utilizados serem baseados em métodos físicos e 

químicos, os tratamentos biológicos apresentam diversas vantagens, como baixo 

custo, baixo impacto ao meio ambiente e a possibilidade de uma eliminação total do 

contaminante. 

Muito comumente, micro-organismos com capacidade de degradar os 

hidrocarbonetos de petróleo são isolados de ambientes contaminados com esses 

compostos, como os próprios efluentes oleosos, pelo fato de possuírem várias rotas 

metabólicas que lhes permite sobreviver e utilizar os compostos ali presentes como 

fontes de carbono e energia. Isso fundamenta a realização de estudos de prospecção 

de micro-organismos com potencial degradativo nesses sítios.  

Adicionalmente, produtos produzidos por esses micro-organismos para sobreviver 

nesses ambientes extremos e utilizar os hidrocarbonetos de petróleo também são de 

interesse e sua prospecção é importante, pois os mesmos maximizam uma série de 

processos industriais, gerando um alto faturamento para esse setor. Dentre eles 

destacam-se os Compostos Ativos de Superfície (CAS) e as enzimas. Os Compostos 
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Ativos de Superfície são produzidos pelos micro-organismos para promover o 

aumento da área superficial de substratos de crescimento insolúveis em água e o 

aumento da biodisponibilidade de substratos hidrofóbicos, aumentado a sua 

solubilidade aparente ou promovendo sua dessorção de superfície, ou para regular a 

adesão e desprendimento dos micro-organismos de diferentes superfícies bióticas ou 

abióticas.  

Os CAS microbianos apresentam importantes vantagens de utilização quando 

comparado aos sintéticos, incluindo a menor toxicidade, biodegradabilidade e 

estabilidade em faixas amplas de pH e temperatura e na presença de eletrólitos, 

tornando-os adequados para a exploração em muitas aplicações industriais e 

ambientais e substitutos para os sintéticos. As potenciais aplicações comerciais dos 

CAS microbianos incluem biorremediação de ambientes contaminados com óleo, 

recuperação melhorada de petróleo, substituto de solventes clorados utilizados para a 

limpeza de tubos e máquinas contaminadas com óleo, recuperação de metais e 

minerais, utilização na indústria de detergentes, formulação de herbicidas e pesticidas 

e na formação de emulsões estáveis óleo em água nas indústrias alimentar e 

cosméticas.  

As enzimas, por sua vez, são uma importante classe de produtos microbianos, 

utilizadas por eles para os mais diferentes fins, inclusive para a oxidação de 

contaminantes. Elas são biocatalisadoras naturais preferencialmente usadas para 

acelerar diferentes processos industriais, porque são mais estáveis, possuem uma 

grande diversidade catalítica e ainda possibilidade de manipulação genética. 

Nesse contexto, a realização desse trabalho trará muitas contribuições nessa 

área, pois permitirá um maior conhecimento da diversidade bacteriana de efluentes 

oleosos, a possibilidade de obtenção de bactérias capazes de degradar 

hidrocarbonetos de petróleo, e que possam ser utilizadas para o tratamento dos 

próprios efluentes, além de uma série de Compostos Ativos de Superfície e enzimas 

de interesse industrial. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1) Efluentes industriais e a contaminação das águas 

Toda e qualquer forma de exploração e uso dos recursos naturais e dos produtos  

de sua transformação, por mais cuidadosa que seja, provoca poluição e degradação 

ambiental. Como a sobrevivência humana depende da exploração desses recursos, 

torna-se necessário conhecer os efeitos de sua exploração, não para impedir a 

poluição, o que é impossível, mas para se tomar consciência das formas de 

exploração que conduzam à minimização de impactos ambientais (STRUJACK & 

VIDAL, 2007). 

Com a evolução dos processos industriais e consequente surgimento de inúmeros 

produtos, que rapidamente tornaram-se de primeira necessidade, a atividade 

industrial adquiriu um caráter essencial na sociedade contemporânea (CASTRO, 

2009). O Brasil possui um grandioso parque industrial que constitui um fator 

importante na economia brasileira, mas por outro lado é responsável por gerar um 

grande volume de efluentes e resíduos sólidos, que podem causar problemas de 

contaminação se não forem corretamente tratados e dispostos (HASSEMER & SENS, 

2002; KUNZ et al., 2002).  

Nas indústrias, as águas são um elemento fundamental e podem ser utilizadas de 

diversas formas, tais como: incorporação aos produtos; limpezas de pisos, tubulações 

e equipamentos; resfriamento; aspersão sobre pilhas de minérios, para evitar o 

arraste de finos e sobre áreas de tráfego para evitar poeiras; irrigação; lavagem de 

veículos; oficinas de manutenção; consumo humano e usos sanitários 

(BAGAJEWICZ, 2000; GIORDANO, 2004). Dentro desse contexto, uma importante 

parcela do processo de contaminação pode ser atribuída às atividades das refinarias 

de petróleo, indústrias químicas, têxteis, papelarias e de mineração (FREIRE et al., 

2000). 

Dentre os efluentes industriais mais comumente gerados, destaca-se os oleosos, 

que representam um percentual elevado nos problemas associados a poluentes 

orgânicos, uma vez que os combustíveis fósseis, como o petróleo e seus 

subprodutos, são fonte de matéria prima e geração de energia da maioria de 

processos industriais da atualidade (ROSA, 2003). 
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Assim, embora a importância da atividade industrial seja indiscutível, a mesma 

costuma ser responsabilizada tanto pelo excesso de consumo, quanto pela 

contaminação ambiental e um dos seus maiores desafios é conviver pacificamente 

com o meio ambiente em tempos de escassez de recursos hídricos (AL-READHWAN 

et al., 2005; CASTRO, 2009). Isso tem levado a um aumento no rigor da legislação, 

no que se refere ao descarte desse efluente e da pressão da sociedade por políticas 

ambientais responsáveis, o que tem feito com que as grandes empresas adotem 

novos projetos para minimizar o uso das águas, promover sua reutilização e o 

tratamento adequado da grande quantidade de efluentes gerados para posterior 

descarte nos corpos d’água (AL-READHWAN et al., 2005; SCHULZ, 2005). 

 

2.1.1) Efluentes oleosos 

Os efluentes oleosos são gerados como resultado do contato direto da água com 

produtos oleosos, como óleos lubrificantes, graxas, óleo diesel e outros de origem 

animal, vegetal e sintética (GONZALES & TOREM, 2010). Esses efluentes são 

caracterizados por apresentarem composição bastante complexa, podendo conter 

além dos óleos, ácidos graxos, emulsificantes, inibidores de corrosão, bactericidas e 

outros compostos químicos (GRYTA et al., 2001). 

O petróleo bruto, liberado das indústrias petroquímicas e o óleo lubrificante e de 

corte, normalmente liberados de indústrias de processamento de metais e lavagem de 

carros constituem os principais poluentes das águas residuárias oleosas (ALLARD & 

NEILSON, 1997; QING et al., 2005; TELLEZ et al., 2002). Os efluentes de empresas 

de transportes públicos, com manutenção de mecânica pesada, também têm 

características impactantes comparáveis as de efluentes industriais (MACHADO et al., 

2005). 

Nesses efluentes o óleo pode estar presente na forma livre, dispersa, emulsificada 

ou solubilizada, de acordo com o tamanho das partículas oleosas. O óleo livre é 

formado por gotas com diâmetro superior a 150 µm, o óleo disperso por gotas entre 

50 e 100 µm, o óleo emulsificado por gotas abaixo de 50 µm e o dissolvido por 

gotículas ainda menores (CHERYAN & RAJAGOPALAN, 1998).  

Uma emulsão é definida como a mistura de dois líquidos imiscíveis ou 

parcialmente miscíveis, onde uma das fases encontra-se dispersa na outra sob a 

forma de gotas de tamanho microscópico ou coloidal. Existem duas formas básicas de 
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emulsão, emulsão óleo em água, onde gotas de óleo estão dispersas na água e 

emulsão água em óleo, onde gotas de água estão dispersas no óleo (CHEN & TAO, 

2005), sendo que grande parte dos efluentes oleosos apresenta-se na forma de 

emulsões óleo em água (GRYTA et al., 2001). 

Os efluentes oleosos podem afetar a qualidade das águas tanto profundas quanto 

superficiais; e esta contaminação é muito preocupante porque, como discutido 

anteriormente, esses efluentes contêm substâncias tóxicas, como fenóis e 

hidrocarbonetos poliaromáticos, que são inibitórios ao crescimento das plantas e 

mutagênicos aos animais e seres humanos (TRI, 2002; PENDASHTEH et al., 2010). 

Estes compostos concentrados na água são especialmente nocivos à vida aquática, 

porque diminuem a penetração de luz e perturbam o mecanismo de transferência de 

oxigênio, eliminando a fauna e flora da superfície das águas contaminadas 

(SRIJAROONRAT et al., 1999).  

Por isso nos últimos anos, considerável atenção tem sido dada para a descarga de 

efluentes oleosos e seu impacto no meio ambiente. Consequentemente, remover 

óleos, em geral, de efluentes é um importante aspecto no controle de poluição de 

várias indústrias (SRIJAROONRAT et al., 1999). A concentração máxima permitida de 

óleo e sólidos nos efluentes depende da legislação de cada país. No Brasil, a 

Resolução do CONAMA Nº 357, de 17 de março de 2005 determina, em seu capítulo 

IV, artigo 34 e inciso 4, que o padrão de lançamento de efluentes em corpos d’água 

para óleos minerais é de até 20 mg L-1 e para óleos vegetais e gorduras animais é de 

até 50 mg L-1 (CONAMA, 2005). 

Após o tratamento, há a possibilidade de reuso da água para uma série de 

operações (BAGAJEWICZ, 2000). Existem muitas opções de técnicas para o 

tratamento de efluentes e os procedimentos escolhidos serão determinados pelo tipo 

de efluente e concentração dos contaminantes (BAGAJEWICZ, 2000). De modo geral, 

sistemas de tratamento de efluentes são baseados na transformação dos poluentes 

dissolvidos e em suspensão em gases inertes e/ou sólidos sedimentáveis para 

posterior separação das fases sólida/líquida. Sendo assim, se não houver a formação 

de gases inertes ou lodo estável, não podemos considerar que o tratamento foi 

eficiente, sendo observado ainda nos efluentes valores altos de sólidos solúveis 

suspensos (SST), voláteis (SSV), demanda biológica de oxigênio (DBO) ou demanda 
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química de oxigênio (DQO), indicadores indiretos da presença de matéria orgânica 

(GIORDANNO, 2004).   

O óleo livre é removido com relativa facilidade, sendo sua separação um processo 

exclusivamente físico e realizado por meio de técnicas como separação por 

gravidade, filtração, adsorção, extração, dentre outras (CAPPS et al., 1993; 

SRIJAROONRAT et al., 1999). Entretanto, no caso do óleo emulsificado, o diâmetro 

pequeno das gotas dificulta a sua separação por meios convencionais (HU et al., 

2002). Geralmente, o tratamento de óleo emulsificado requer a utilização de 

tratamentos químicos, térmicos, ou ambos, para a desestabilização das partículas. Os 

métodos de desestabilização térmica envolvem o aquecimento do efluente, para 

reduzir sua viscosidade, acentuar a diferença de densidade e enfraquecer o filme 

interfacial estável da fase óleo (CHERYAN & RAJAGOPALAN, 1998). Já a 

desestabilização química envolve a adição de agentes coagulantes no efluente, 

promovendo a quebra da emulsão, o que ocorre devido à redução da carga superficial 

das gotas, causando coalescência das gotículas de óleo e subsequente separação da 

fase aquosa da fase oleosa por sedimentação convencional ou flotação por ar 

dissolvido (CANIZARES et al, 2007).  

A quebra de emulsão também pode ser realizada utilizando-se micro-organismos. 

Estudos têm demonstrado a capacidade de algumas espécies microbianas de 

modificar as propriedades das emulsões, desestabilizando-as, seja por meio de suas 

superfícies celulares hidrofóbicas, pela produção de compostos ativos de superfície, 

pela capacidade de degradação ou transformação dos componentes oleosos 

emulsionados ou pela modificação do pH na interface da emulsão (CAIRNS et al., 

1982; KOSARIC et al., 1987; BANAT, 1995; NADARAJAH et al., 2002). Alguns 

gêneros de micro-organismos comumente relatados como bons de-emulsificantes são 

Nocardia, Corynebacterium, Rhodococcus, Mycobacterium, Pseudomonas e 

Arthrobacter (KOSARIC et al., 1987). A remoção do óleo solubilizado também é 

extremamente difícil, requerendo o uso de processos químicos especiais tais como, a 

extração com solventes, e/ou o emprego do tratamento biológico (ROSA, 2003). 

 

 

 



 

 

 

7 

 
 

2.2) Utilização de micro-organismos no tratamento de efluentes oleosos e áreas 

contaminadas com hidrocarbonetos de petróleo 

Como mencionado anteriormente, efluentes oleosos podem ser tratados por 

meio de métodos químicos, físicos ou biológicos. Entretanto, os métodos físicos e 

químicos, podem ser ineficazes e inadequados, fazendo-se necessário, nessas 

situações, a utilização de tratamentos biológicos, que vem sendo cada vez mais 

utilizados na maioria das indústrias, principalmente para a remoção de matéria 

orgânica e demais componentes solúveis presentes nesses efluentes (FREIRE et al., 

2000; ADESODUN & MABAGWU, 2008). Isso também é válido para solos, águas 

subterrâneas e demais áreas contaminadas com derivados de petróleo, para os quais 

tratamentos físicos-químicos são muito caros e podem alterar a composição química 

natural do ambiente, causando desequilíbrios (DAVIS et al., 2003; WHANG et al., 

2008). 

O tratamento biológico envolve a utilização de seres vivos para acelerar a 

remoção de poluentes orgânicos e inorgânicos de ambientes contaminados, seja via 

mineralização, conversão dos mesmos em formas menos tóxicas, por degradação ou 

inativação, ou por adsorção, sendo o processo denominado biorremediação (CUNHA 

& LEITE, 2000).  A biorremediação é um tratamento que pode apresentar um melhor 

custo-benefício, simplicidade e baixo impacto ambiental, se comparado às técnicas 

físico-químicas (LOVLEY, 2003; OLIVEIRA et al., 2009). Mas a maior vantagem se 

deve ao fato de poder conduzir à total mineralização dos contaminantes, inclusive 

daqueles considerados recalcitrantes (BAKER & HERSON, 1994; ANDRADE et al., 

2010). Processos físico-químicos, na maioria das vezes, promovem somente a 

concentração dos mesmos e não sua degradação efetiva, persistindo o problema do 

ponto de vista ambiental (FREIRE, 2000). 

O sistema biológico mais comumente empregado para o tratamento de efluentes 

industriais é o de lodos ativados, no qual uma população microbiana diversificada age 

na degradação dos compostos orgânicos naturais ou sintéticos e bio-transformação 

ou adsorção dos inorgânicos (VON SPERLING, 1997; GONZALES et al., 2001). Esse 

sistema consiste basicamente de um tanque de aeração, onde o efluente é aerado e 

homogeneizado na presença dos micro-organismos, para que ocorra a oxidação e 

degradação da matéria orgânica presente (GONZALES et al., 2001; PEREIRA & 

FREIRE, 2005). O sistema é dotado ainda de um tanque de sedimentação, no qual 
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são sedimentados os flocos microbianos produzidos durante a fase de oxidação no 

tanque de aeração (FREIRE et al., 2000). Uma característica adicional do sistema de 

lodos ativados é a recirculação de grande proporção da biomassa, fazendo com que 

boa parte dos micro-organismos permaneça por um longo tempo de residência no 

meio, o que facilita o processo de oxidação dos compostos orgânicos e reduz o tempo 

de retenção hidráulica do efluente (PEREIRA & FREIRE, 2005).  

Bactérias, leveduras e fungos filamentosos são agentes de biorremediação 

eficazes, devido a sua habilidade em degradar uma ampla diversidade de substâncias 

orgânicas, comumente encontradas nos efluentes gerados pelas refinarias e 

indústrias, assimilando-as como fontes de carbono e/ou de energia (URURAHY, 

1998). Devido a esse aspecto, cresce o estímulo a estudos de aplicação de micro-

organismos no tratamento destes resíduos de forma que não altere a qualidade de 

vida da população, que está intrinsecamente ligada à qualidade ambiental (VANCE-

HARROP et al., 2004; URUM et al., 2004) e elesvem sendo cada vez mais 

empregados na resolução de problemas ambientais (URURAHY, 1998). 

Hamed e colaboradores (2010) avaliaram a eficiência de degradação de efluentes 

oleosos e sanitários de uma refinaria por meio de um sistema de lodos ativados. Os 

experimentos foram conduzidos em um reator aeróbio e, por resultados de 

cromatografia gasosa, observou-se uma biodegradabilidade de 97% dos 

hidrocarbonetos totais de petróleo (TPH), após um período de 19 dias de operação do 

sistema.  

Manafi e colaboradores (2011) avaliaram a biodegradabilidade de efluentes 

industriais com alta concentração de compostos fenólicos pelo isolado Alcaligenes 

faecalis PTCC 1624. Os experimentos foram conduzidos em um reator aeróbio e 

observou-se, após um período de tratamento de 72 h, uma biodegradação de 80% do 

fenol inicialmente presente. 

A biorremediação depende da existência de micro-organismos com capacidade 

metabólica de degradar o contaminante, com mecanismos que aumentem a 

disponibilidade desses contaminantes ao ataque microbiano e que proporcionem 

tolerância aos mesmos, além da estrutura química do composto que será degradado 

(SINGH & WARD, 2004). O processo de biodegradação também pode ser acelerado 

se forem criadas condições químicas e ambientais, como valores de pH, temperatura 

e disponibilidade de oxigênio, adequadas para o crescimento microbiano e 
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consequente degradação dos poluentes (SINGH & WARD, 2004; KRIIPSALU et al., 

2007).  

O processo pode ser favorecido por dois métodos principais, a bioaumentação e a 

bioestimulação, que podem ser realizadas separadamente ou em conjunto, 

dependendo das condições do material que será biodegradado (SARKAR et al., 2005; 

LIN et al., 2010). A bioaumentação envolve a introdução de micro-organismos que 

possuem a capacidade metabólica de degradar o contaminante (SARKAR et al., 

2005). Mas nem sempre é necessária, porque frequentemente, já há micro-

organismos no próprio ambiente a ser descontaminado, que são eficazes na 

remediação da contaminação existente no local. Isto se deve ao fato que essas 

condições favorecem o crescimento e a adaptação natural de micro-organismos 

capazes de sobreviver na presença dos contaminantes (CASTRO, 2009). 

A bioestimulação consiste na adequação de fatores como o potencial redox, 

temperatura, umidade e pH (MARIANO et al., 2007), além da introdução de nutrientes 

minerais, com o objetivo de aumentar a população e atividade dos micro-organismos 

autóctones ou daqueles introduzidos a partir da bioaumentação (PANKRANTZ, 2001). 

É bem estabelecido que a disponibilidade de nitrogênio e fósforo limita a degradação 

microbiana de hidrocarbonetos em ambientes aquáticos e que a correção da relação 

carbono:nitrogênio:fósforo pela adição de fertilizantes químicos aumenta a 

biodegradação do óleo cru e dos hidrocarbonetos individuais nesse ambiente (LEAHI 

& COLWELL, 1990). 

 

2.3) Biodegradação dos hidrocarbonetos de petróleo 

O petróleo é formado por uma mistura complexa de hidrocarbonetos alifáticos e 

aromáticos e outros compostos orgânicos, incluindo alguns constituintes 

organometálicos, além de pequenas quantidades de oxigênio, nitrogênio e enxofre 

(VAN HAMME et al., 2003). Existem mais de 600 compostos de hidrocarbonetos 

identificados no petróleo (FETTER, 1993), mas essa composição varia de acordo com 

a fração (Tabela 1). 

Os compostos alifáticos compreendem os alcanos, alcenos alcinos ou alcadienos 

(FERREIRA, 2008). Os alcanos são hidrocarbonetos saturados e, por sua vez, 

compreendem os n-alcanos, alcanos ramificados e cicloalcanos, sendo que os n-

alcanos são os principais componentes do petróleo (RODRIGUES, 2002). Eles podem 
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constituir até 50% do petróleo bruto, dependendo da fonte, o que explica sua 

presença como contaminantes, mesmo que em baixas concentrações, no solo e água 

(ROJO, 2009). Os cicloalcanos ou alcanos cíclicos também são importantes 

componentes do petróleo e muitos possuem cadeias laterais alquilas (KOMA et al., 

2005). 

Compostos aromáticos podem ser definidos como compostos orgânicos, naturais 

ou sintéticos, que contém um ou mais anéis aromáticos (FUCHS, 2008; SEO et al, 

2009). Os hidrocarbonetos aromáticos são representados pelos monoaromáticos, 

como os compostos do grupo BTEX (benzeno, tolueno, etilbenzeno e xilenos), e os 

poliaromáticos, comumente denominados de hidrocarbonetos aromáticos policíclicos - 

HAP e que são formados por dois ou mais anéis de benzeno fundidos e/ou anéis 

pentacíclicos em arranjos lineares, angulares ou em cluster (SILVA, 2002; KASTNER, 

2000). 

 

Tabela 1: Hidrocarbonetos nas frações de petróleo (Adaptado de BAKER & 

HERSON, 1994). 

Produto (Fração) Principais componentes 

Gasolina Hidrocarbonetos de cadeia alifática ou ramificada, com 

6 a 10 átomos de carbono. Presença de ciclanos e 

alquibenzenos 

 

Querosene/óleo diesel nº 01 Hidrocarbonetos com 11 a 12 átomos de carbono. N-

alcanos são predominantes, presença de alcanos 

ramificados, cicloalcanos e aromáticos. Baixos níveis 

de Benzenos e poucos poliaromáticos. 

 

Óleo diesel leve Hidrocarbonetos com 12 a 18 átomos de carbono, 

sendo o percentual de n-alcanos maior que do 

querosene. Presença de ciclanos, oleofinas e oleofinas 

aromáticas mistas. 

 

Óleo diesel pesado Hidrocarbonetos com 18 a 25 átomos de carbono. 

 

Lubrificantes Hidrocarbonetos com 26 a 28 átomos de carbono. 
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Os compostos BTEX possuem grande solubilidade em água e, portanto, têm alto 

potencial de atingir o lençol freático (PENNER, 2000). Esses compostos representam 

um risco à saúde humana porque são poderosos depressores do sistema nervoso 

central (SILVA et al., 2009). Dentre eles, o benzeno é o mais tóxico e em exposições 

crônicas pode causar leucopenia, câncer, vertigens, tremores e afetar o sistema 

nervoso central (PENNER, 2000). 

Os Hidrocarbobetos Policíclicos Aromáticos (HPAs) têm recebido atenção especial 

por serem uma importante classe de poluentes orgânicos ambientais e representarem 

um perigo para a saúde pública e o ecossistema, devido à suas propriedades tóxicas, 

mutagênicas e carcinogênicas e a propriedade de se acumularem ao longo da cadeia 

alimentar (BAUMARD et al; 1998; TIBURTIUS et al., 2004). As fontes mais comuns de 

HPAs são tanto naturais quanto antropogênicas. Dentre as fontes antropogênicas 

inclui-se a queima de combustíveis fósseis, óleos lubrificantes usados, 

derramamentos de petróleo e várias atividades industriais (HARITASH & KAUSHIK, 

2009). 

A maior parte dos componentes do petróleo é biodegradável e, portanto, a 

degradação dos hidrocarbonetos presente nesse material por populações naturais de 

micro-organismos representa um dos mecanismos primários pelos quais esses 

contaminantes são eliminados do ambiente (CHAILLAN et al., 2004; WETLER-

TONINIE et al., 2010).  

Bactérias de diferentes gêneros possuem a capacidade de degradar 

hidrocarbonetos de petróleo e podem ser isolados dos mais diversos ambientes 

(ROSATO, 1997). Em ecossistemas não poluídos eles correspondem a menos de 1% 

da comunidade microbiana e em ambientes contaminados podem representar até 

100% dessa comunidade (RISER-ROBERTS, 1992). Dentre os gêneros considerados 

bons degradadores de hidrocarbonetos, pode-se destacar Achromobacter, 

Acinetobacter, Alcaligenes, Arthrobacter, Bacillus, Flavobacterium, Nocardia e 

Pseudomonas (LEAHY & COLWELL, 1990; JACQUES et al., 2007, MANDRI & LIN, 

2007; SEO et al., 2009). O isolamento e cultivo destes micro-organismos têm revelado 

essa diversidade e fornecido informações sobre a composição da comunidade e perfis 

de biodegradação, que podem possibilitar uma melhor compreensão das preferências 

metabólicas dos micro-organismos (MAGOT et al., 2000; CHAILLAN et al., 2004; 

VASCONCELLOS et al., 2009). 
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A capacidade microbiana em degradar os hidrocarbonetos, possivelmente se deve 

ao fato deles estarem presentes em toda a biosfera (WETLER-TONINIE et al., 2010), 

o que favorece a pressão seletiva no sentido de criação de vias metabólicas e 

mecanismos de tolerância. Esse processo envolve diferentes genes e enzimas, 

incluindo monooxigenases e hidrolases, tais como epóxido hidrolases e esterases 

(ESPÓSITO, 2004; VASCONCELLOS et al., 2009). 

A capacidade de degradar e a via de degradação de um determinado composto 

variam de um micro-organismo para o outro (RODRIGUES, 2002). Além disso, as 

enzimas de degradação são altamente específicas, tanto para as reações catalisadas 

quanto na seleção do substrato utilizado e por isso, para cada tipo de hidrocarboneto 

existe um grupo de enzimas envolvidas na degradação (RODRIGUES, 2002). Isso faz 

com que a degradação ocorra por meio da associação de micro-organismos de 

diferentes espécies e gêneros e especializados em degradar uma ou mais frações do 

óleo, por meio da formação de consórcios (TIBURTIUS et al., 2004; JACQUES et al., 

2007). 

De modo geral, os componentes de petróleo de baixo peso molecular, como 

alcanos de cadeia curta e hidrocarbonetos aromáticos são mais facilmente 

degradados por muitos micro-organismos (ZHANG et al., 2011). Já cicloalcanos, 

alcanos de cadeia longa e hidrocarbonetos policíclicos aromáticos são mais 

recalcitrantes devido à sua baixa solubilidade, o que dificulta sua captação pelas 

células microbianas (KANALY & HARAYAMA, 2000; ROJO, 2009). Entretanto, já 

foram isolados vários micro-organismos capazes de degradar alguns clicoalcanos, 

como o ciclohexano (KOMA et al, 2005) e também micro-organismos capazes de 

degradar HPAs, principalmente, de baixo peso molecular (com 2 ou três anéis) que 

são relativamente voláteis e solúveis (MROZIK et al., 2002). 

Marchal e colaboradores (2003) analisaram a biodegradabilidade de gasolina e 

óleo diesel utilizando microbiota aeróbia isolada de um sistema de tratamento de 

esgoto. A biodegradabilidade da gasolina foi de 96% e do diesel entre 60 e 71%. Os 

hidrocarbonetos recalcitrantes foram os cicloalcanos e os alcanos ramificados, em 

particular os que possuíam átomos de carbono quaternários ou grupos substituintes 

na cadeia carbônica principal. A taxa de degradação dos hidrocarbonetos foi de quase 

100% para combustíveis ricos em alcanos lineares. 
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As vias de biodegradação microbiana aeróbias de hidrocarbonetos são bem 

conhecidas (GIBSON, 1984) e essa é a via mais comum (LEAHI & COLWELL, 1990). 

Independente do hidrocarboneto, a etapa principal de degradação dessa via é a 

adição de um ou dois átomos de oxigênio ao hidrocarboneto, por enzimas 

monooxigenases e dioxigenases, respectivamente. Isso os torna mais solúveis em 

água, facilitando as reações enzimáticas subsequentes (GUIMARÃES, 2007).  

Durante muito tempo, acreditou-se que a biodegradação de hidrocarbonetos era um 

processo unicamente aeróbio (EVANS et al., 1971). Atualmente, sabe-se que muitas 

bactérias anaeróbias também participam desse processo. Em 1991, foi reportada por 

Aeckersberg e colaboradores a descoberta de bactérias redutoras de sulfato (BRS) 

que eram capazes de mineralizar hexadecano e, desde então, muitos trabalhos têm 

reportado a biodegradação anaeróbia de hidrocarbonetos, principalmente por esse 

grupo de bactérias (VASCONCELOS, 2006).  

Para que ocorra a degradação de derivados de petróleo, além da presença de 

micro-organismos com vias degradativas dos componentes, diversos fatores 

ambientais como pH, temperatura, umidade, oxigênio dissolvido, dentre outros, 

também devem estar em condições adequadas aos micro-organismos, pois caso 

contrário, limitam a biodegradação (BOOPATHY, 2000). Isso reforça a importância da 

bioestimulação, que por adequar essas condições, proporciona uma rápida 

diminuição no pool da maioria dos hidrocarbonetos biodisponíveis, (MARGESIN & 

SCHINER, 2001; FRANKENBERGER et al., 2005).  

A degradação de alguns hidrocarbonetos do petróleo, como os hidrocarbonetos 

monoaromáticos BTEXs, também pode ser limitada pela toxicidade dos mesmos, de 

modo que micro-organismos que possuam mecanismos de tolerância a esses 

compostos poderiam ser capazes de degradá-los mais eficientemente (RAMOS et al., 

1995; PAJE et al., 1997). Outro fator que também pode limitar a biodegradação de 

hidrocarbonetos de petróleo em efluentes é a baixa disponibilidade dos mesmos à 

ação microbiana (MIHELCIC et al., 1993). Por isso, esse processo é maximizado 

quando há micro-organismos capazes de produzir CAS, que promovem a 

solubilização e/ou emulsificação desses contaminantes, aumentando a sua 

concentração no meio aquoso (SHAFI & KHANNA, 1995; HARAYAMA et al., 1999).  
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2.3.1) Vias de degradação 

2.3.1.1) Degradação de compostos alifáticos 

Na degradação aeróbia de compostos alifáticos, o ataque inicial a alcanos e 

cicloalcanos requer a utilização de oxigênio para a ativação da molécula (ROJO, 

2009). As enzimas que catalisam esse ataque são as monooxigenases, que 

pertencem a diferentes famílias e são específicas para o grupo de substratos (VAN-

BEILEN & FUNHOFF, 2007; ROJO, 2009). Essas enzimas fazem parte do complexo 

enzimático monooxigenase Citocromo P450 e que necessitam de um doador externo 

de elétrons que transfere o número de elétrons necessários para essa ativação de 

oxigênio e hidroxilação do substrato (GUIMARÃES, 2009) (Figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A degradação de alcanos contendo dois ou mais átomos de carbono pode ocorrer 

por duas vias distintas, a via terminal e a subterminal, sendo a via terminal a principal 

e mais comum. Na via terminal, ocorre a oxidação de um grupo metil terminal pela 

alcano-monooxigenase, com a formação de um álcool primário. Posteriormente, esse 

álcool primário é oxidado a um aldeído correspondente, pela atuação da enzima 

álcool desidrogenase (AD) e subsequentemente a um ácido graxo, pela enzima 

aldeído desidrogenase (ALD). Por fim, os ácidos graxos são conjugados à coezima A 

(CoA) e convertidos por um processo de β-oxidação ao acetil CoA que, por sua vez, é 

convertido a um intermediário das vias metabólicas centrais (FRITSCHE & 

HOFRICHTER, 2000; ROJO, 2009).  Os n-alcanos com um número alto de átomos de 

carbono são degradados a propionil-CoA, que é carboxilado à metilmalonil CoA, que é 

posteriormente convertido a succinil CoA. Já ácidos graxos menores podem ser 

Figura 1: Adição de oxigênio à compostos alifáticos por monooxigenases 

(FRITSCHE & HOFRICHTER, 2000). 
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diretamente incorporados em lipídeos de membrana, mas a maioria deles é 

canalizada para o ciclo do ácido tricarboxílico (FRITSCHE & HOFRICHTER, 2000). 

Em alguns casos, ambas as extremidades da molécula de n-alcanos são oxidados por 

essa via, com a formação final de um ácido graxo, que é oxidado por um processo de 

ω-didroxilação que ocorre no grupo metil-terminal desses ácidos graxos (posição ω), 

formando um ω-hidroxi-ácido graxo, que também é processado por um processo de 

β-oxidação a um ácido dicarboxílico (WATKINSON & MORGAN, 1990; ROJO, 2009; 

COON, 2005). (Figura 2). 

A via de oxidação sub-terminal de n-alcanos também tem sido relatada para 

utilização de alcanos de cadeia longa em Penicillium sp., Bacillus sp., Pseudomonas 

sp. e Rhodococcus sp. Q15 (YAMADA-ONODERA et al., 2000). Nela o ataque inicial 

das monooxigenases leva a formação de um álcool secundário, que posteriormente é 

oxidado a uma cetona correspondente e, em seguida, oxidado por uma Baeyer-

Villiger monooxigenase para formar um éster. Esse éster é hidrolisado por uma 

esterase, com a formação de um álcool primário, que é oxidado a ácido graxo, o qual, 

por um processo de β-oxidação, leva à formação de acetil CoA, intermediário da via 

metabólica central (ROJO, 2009) (Figura 2). Ambas as vias terminal e subterminal 

podem coexistir em alguns micro-organismos (ROJO, 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2: Vias de degradação aeróbia de alcanos, por oxidação terminal e 

subterminal.  AH: alcano hidroxilase; AD: álcool desidrogenase; ALD: Aldeído 

desidrogenase; ACS: Acetil-CoA sintetase; ω-H: ω-hidroxilase; BMV: Baeyer-Villiger 

monooxigenase; E: Esterase; TCA: ácido tricarboxílico (Adaptada de ROJO, 2009). 
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2.3.1.2) Degradação de compostos aromáticos 

Na degradação aeróbia de hidrocarbonetos aromáticos em geral, esses 

compostos frequentemente são convertidos enzimaticamente a intermediários 

diidroxilados centrais, incluindo o catecol e o protocatecoato (Figura 3). Isso ocorre 

por meio da modificação dos grupos laterais do anel por processos de hidroxilação, 

desmetilação ou descarboxilação. (RISER-ROBERTS, 1998; CHAUAN et al, 2008; 

WETLER-TONINI et al., 2010).  

Posteriormente, esses intermediários são clivados por um processo de oxidação 

do anel aromático pelas enzimas dioxigenases, que podem ser divididas em dois 

grupos de acordo com o local da clivagem no intermediário central. As enzimas 

intradiol abrem o anel aromático entre os dois átomos de carbono hidroxilados pela 

via de orto clivagem.  A enzima catecol 1,2-dioxigenase é a enzima responsável pela 

clivagem do catecol, enquanto protocatecol 3,4 dioxigenase  atua sobre o 

protocatecoato. As enzimas extradiol realizam a abertura do anel aromático adjacente 

aos átomos de carbono hidroxilados pela via de meta clivagem. Se o intermediário for 

o catecol, a enzima que realiza a clivagem é a catecol 2,3-dioxigenase,  enquanto 

protocatecol 4,5-dioxigenase realiza a clivagem do protocatecoato (CADWELL, 2000). 

As enzimas catecol 1,2 e 2,3-dioxigenases  possuem o Fe3+ como o cofator, mas 

catecol 1-2 dioxigenase leva à produção do ácido cis,cis-mucônico ou um derivado e 

catecol 2,3-dioxigenase do 2-hidroximucônico semialdeído ou um derivado (DÍAZ, 

2004; CHAUAN et al., 2008; WOJCIESZYNSKA et al., 2011). Esses produtos são 

convertidos em compostos que entram no ciclo de Krebs. O ácido cis-cis-mucônico é 

convertido em succinato e acetil-coA e o semialdeído 2-hidroximucônico em piruvato e 

acetaldeído (WETLER-TONINI et al., 2010) (Figura 4). 

Todos os HPAs possuem o mesmo processo geral de degradação, mas a 

eficiência cinética da via e os intermediários produzidos na reação dependem do 

número de anéis aromáticos destas moléculas. Em condições anaeróbias, diversos 

compostos inorgânicos, como os íons férricos, nitrato e sulfato, funcionam como 

aceptores de elétrons e os hidrocarbonetos aromáticos são degradados por 

conversões redutoras (CHAUAN et al., 2008). 
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Figura 3: Conversão de compostos aromáticos oxidados ao A) catecol e B) 

protocatecoato, um dos intermediários centrais da via aeróbica de degradação 

desses compostos (adaptado de HARWOOD & PARALES) 

a 
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2.4) Prospecção de produtos microbianos de bactérias de efluentes industriais 

Embora os micro-organismos sejam considerados essenciais para o meio 

ambiente e contribuam para a estabilidade ambiental, sendo responsáveis pela 

ciclagem de compostos químicos e degradação de poluentes ambientais, o 

conhecimento de sua diversidade, riqueza, distribuição e função no ecossistema, 

permanece ainda bastante incompleto (STALEY, 1998; OLIVEIRA et al., 2006). 

Estima-se que menos de 10% dos micro-organismos existentes no planeta tenham 

sido cultivados, caracterizados e descritos (STALEY, 1998). 

Os benefícios científicos de um maior conhecimento sobre a diversidade 

microbiana são muitos (COLWELL, 1997). Em termos ambientais, possibilitam a 

melhor compreensão das funções exercidas pela comunidade microbiana e suas 

interações com outras espécies. Em termos econômicos, os benefícios estão 

relacionados com a descoberta de micro-organismos potencialmente exploráveis nos 

Figura 4: Vias de orto e meta clivagem de degradação aeróbia de compostos 

aromáticos (adaptado de FRITSCHE & HOFRICHTER, 2000). 
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processos biotecnológicos, seja para aplicações industriais através da produção de 

antibióticos, agentes terapêuticos, produtos químicos, enzimas e polímeros, ou para 

uso em processos de biorremediação de vazamentos de petróleo e resíduos tóxicos, 

tratamento de resíduos industriais e águas residuárias, biolixiviação e recuperação de 

minério (OLIVEIRA et al., 2006).  

Os micro-organismos, juntamente com as plantas, têm sido considerados as 

principais fontes de moléculas biologicamente ativas e úteis (PUPO et al., 2007). Na 

indústria, a exploração de produtos microbianos gera bilhões de dólares a cada ano e 

o sucesso de suas aplicações está relacionado com a diversidade de moléculas com 

diferentes funções que eles produzem como resultado de seu metabolismo primário e 

secundário (HUNTER-CEVERA, 1998; KURTBOKE et al., 2004).  

Assim, o aumento da quantidade e diversidade de compostos químicos 

disponíveis às aplicações industriais é dependente da exploração da diversidade 

microbiana em diferentes ambientes e muitos são os benefícios em decorrência dessa 

exploração (COLWELL, 1997). Nesse contexto, técnicas microbiológicas e de biologia 

molecular para isolamento, identificação, cultivo e manutenção de micro-organismos 

são essenciais para as buscas de novos produtos naturais (PUPO et al., 2007).   

Fontes de biodiversidade menos exploradas ou inexploradas são focos de 

interesse e pesquisas na busca de novos produtos microbianos de interesse 

biotecnológico (JOHNSON, 2001). Entre essas fontes, destaca-se os ambientes 

extremos, nos quais micro-organismos extremofílicos vivem em condições ambientais 

de temperaturas extremamente altas ou baixas, escassez de umidade e 

luminosidade, grandes variações de pH, baixos teores de nutrientes e altos níveis de 

metais pesados e compostos tóxicos, como solventes orgânicos (SATYANARAYANA 

et al., 2005). Esse interesse se deve ao fato de que micro-organismos isolados 

nesses ambientes, frequentemente, apresentam mecanismos de adaptação às 

condições físico-químicas do ambiente em que habitam, o que os tornam adequados 

a uma série de aplicações biotecnológicas (JOHNSON, 2001).  

Assim, o desenvolvimento de tecnologias baseadas no uso de micro-organismos 

para o tratamento de efluentes industriais, visando à retirada dos compostos 

recalcitrantes e tóxicos dos mesmos, requer o isolamento, a identificação e a 

caracterização de micro-organismos desses efluentes 

 



 

 

 

20 

 
 

2.4.1) Produção de compostos ativos de superfície (CAS) 

Os Compostos ativos de superfície (CAS) correspondem a uma importante classe 

de compostos químicos, amplamente usados em diversos setores industriais. Eles 

são moléculas anfipáticas, constituídas de uma cauda hidrofóbica e uma cabeça 

hidrofílica. A parte apolar, hidrofóbica é constituída, geralmente, por uma cadeia 

hidrocarbonada, enquanto a parte polar pode ser iônica, não iônica ou anfotérica 

(NITSCHKE & PASTORE, 2002).   

Em função da presença dos grupos hidrofílicos e hidrofóbicos na mesma molécula, 

os CAS possuem características tenso-ativas, ou seja, são capazes de se associarem 

e interagirem espontaneamente entre interfaces líquidas (óleo/água e água/óleo) com 

diferentes graus de polaridade. Com isso, eles reduzem a tensão superficial e 

interfacial, levando a formação de grandes agregados moleculares, denominados de 

micelas, que se acumulam na superfície desses líquidos imiscíveis, aumentando a 

solubilidade e mobilidade dos compostos hidrofóbicos e orgânicos (BANAT et al., 

2000; SINGH et al., 2007). Devido a essas propriedades, os CAS possuem 

características de detergência, emulsificação, lubrificação, capacidade espumante, 

solubilização e dispersão de fases, dentre outros (BANAT et al., 2000). 

A eficiência de um CAS é medida por meio de um parâmetro denominado 

concentração micelar critica (CMC). A CMC é definida como a concentração mínima 

do tensoativo necessária para atingir os valores mais baixos de tensão superficial e 

interfacial, a partir da qual se inicia a formação de micelas. CAS eficientes 

apresentam baixa concentração micelar crítica, ou seja, menores concentrações são 

necessárias para reduzir a tensão superficial (MULLIGAN, 2005). 

A maioria dos CAS disponíveis comercialmente é sintetizada a partir de derivados 

de petróleo. Entretanto, a crescente preocupação ambiental tem levado à busca de 

produtos naturais, como alternativa aos produtos já existentes (NITSCHKE & 

PASTORE, 2002). 

Os CAS microbianos constituem um grupo diverso de moléculas com propriedades 

tenso-ativas e são subprodutos metabólicos de bactérias, fungos e leveduras 

(NITSCHKE & PASTORE, 2002). Várias moléculas, com estruturas químicas diversas 

podem atuar como biossurfactantes, incluindo glicolipídeos, lipossacarídeos, 

lipopeptídeos, fosfolipídeos, ácidos graxos, dentre outros (MESQUITA, 2004). O tipo 

de micro-organismo, substrato de crescimento e condições de cultivo determinam a 
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composição dos biossurfactantes (PUNTUS et al., 2005), sendo produzidos em 

grande quantidade por bactérias isoladas do solo, da água do mar, de sedimentos 

marinhos, áreas contaminadas com óleos, dentre outras (BARROS et al., 2007). 

CAS microbianos podem ser divididos em duas categorias baseadas no peso 

molecular. Os biossurfactantes são, geralmente, os compostos com baixo peso 

molecular, que consistem de glicolipídeos ou lipopeptídeos de cadeia curta e são mais 

aptos em diminuir a tensão superficial em sistemas aquosos. Aqueles com alto peso 

molecular, geralmente poliméricos ou lipopeptídicos, são denominados de 

bioemulsificantes e são responsáveis pela formação e estabilidade de emulsões sem 

necessariamente serem capazes de reduzir a tensão superficial do meio já que não 

possuem obrigatoriamente composição anfipática (BENTO et al., 2008; CHOPADE et 

al., 2010). 

CAS microbianos com propriedades surfactantes ou emulsificantes possuem 

propriedades físico-químicas e aplicações semelhantes às dos surfactantes sintéticos, 

mas são mais eficientes e possuem muitas vantagens em relação a eles (KOSARIC, 

2001). Dentre as vantagens, pode-se destacar sua diversidade química, baixa 

toxicidade, alta biodegradabilidade, possibilidade de produção a partir de substratos 

renováveis, capacidade de modificação estrutural através de engenharia genética ou 

bioquímica, maior seletividade e estabilidade em valores extremos de pH, temperatura 

e concentração salina, alta atividade espumante, excelente atividade superficial, 

interfacial e de emulsificação (KOSARIC 1993; RON & ROSENBERG, 2002; 

MARQUÉS et al., 2009). Isso faz com que o interesse nesses compostos venha 

aumentando nos últimos anos (PLAZA et al., 2008). 

CAS microbianos podem ser utilizados em várias atividades, de diferentes setores 

econômicos (MUTHUSAMY et al., 2008). Na indústria farmacêutica, eles têm sido 

empregados como antibióticos e antifúngicos; na indústria de alimentos, de herbicidas 

e pesticidas, como agentes emulsificantes; na indústria de material de limpeza, para 

produção de sabões e detergentes; na mineração, podem ser aplicados como 

agentes espumantes ou como agentes quelantes de metais (NITSCHKE & 

PASTORE, 2002; LIMA, 2003). Mas o maior mercado para sua aplicação é a indústria 

petrolífera, onde são utilizados na produção de petróleo, incorporados em 

formulações de óleos lubrificantes e na recuperação avançada de petróleo (SINGH et 

al., 2007).  
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São utilizados também na biorremediação de ambientes contaminados com 

derivados de petróleo e em sistemas de tratamento biológico de efluentes oleosos, 

por serem capazes de reduzir a tensão interfacial entre o óleo e a fase aquosa, 

possibilitando a emulsificação, solubilização e dispersão dos hidrocarbonetos desse 

material. Isso permite sua interação inicial com a microbiota tornando-o disponível à 

biodegradação (NITSCHKE & PASTORE, 2002; LIMA, 2003; SINGH et al, 2007).  

Assim, um grande número de micro-organismos produtores de CAS vem sendo 

isolado de diversos ambientes como solo, sedimentos, lodos, ambientes marinhos, 

água doce e de áreas contaminadas com derivados de petróleo além dos próprios 

reservatórios de óleo, o que torna esses ambientes sítios ideais para pesquisas com o 

intuito de isolar micro-organismos produtores (FRANKENBERGER et al., 2005; 

TABATABAEE et al., 2005; CALVO et al., 2008; RUGGERI et al., 2009; CHOPADE et 

al., 2010). Os micro-organismos comumente relatados como produtores dessas 

moléculas incluem aqueles pertencentes aos gêneros Pseudomonas, Rhodococcus, 

Bacillus, Acinetobacter, Flavobacterium, Arthrobacter, Halomonas, Nocardia, Serratia, 

Enterobacter, Candida e espécies como Saccharomyces cerevisiae, Thiobacillus 

thiooxidans, dentre outras (LIN et al., 1994; DESAI & BANAT., 1997; MAKKAR & 

CAMEOTRA, 2002; PHAM et al., 2004; NITSCHKE & PASTORE, 2006; LIMA, 2008 

CHOPADE et al., 2010).  

Diversos autores já relataram um aumento da capacidade de biorremediação de 

ambientes contaminados com derivados de petróleo, pela presença de micro-

organismos produtores de CAS ou pela adição direta dessas moléculas 

(OBERBREMER et al., 1990; TREVORS et al., 1992; RAHMAN et al., 2002; 

PROVIDENTI., 2005). Barathi e Vasudevan (2001) observaram que uma linhagem de 

Pseudomonas fluorescens isolada de solo contaminado com petróleo possuía a 

capacidade de utilizar n-hexadecano, n-decano, querosene e óleo cru adicionados em 

meio mínimo mineral, sendo que a degradação de n-hexadecano era acompanhada 

pela produção de biossurfactante. Meng e colaboradores (2009) avaliaram o aumento 

da degradação de efluente sintético contaminado com óleo cru e óleo lubrificante, em 

um sistema de lodos ativados, após a adição do caldo proveniente da fermentação de 

uma linhagem de Pseudomonas produtora de raminolipídeos. A presença dos 

raminolipídeos a uma concentração de 12,1 mg L-1 aumentou a eficiência de 
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degradação do óleo cru de 22,3% para mais de 80% e a uma concentração de 22,5 

mg L-1 aumentou a eficiência de degradação do óleo lubrificante de 24% para 92%  

No entanto, a aplicação dos CAS tem sido limitada devido à dificuldade de seu 

isolamento e purificação e pela sua baixa produção, devido à falta de linhagens 

microbianas com alta capacidade de produção dos mesmos, que resulta em alto 

custo, quando comparado com os surfactantes químicos (KIM et al., 1997; UYSAL & 

TURKMAN, 2005). 

Há diversas maneiras de otimizar a produção dos CAS microbianos. Uma delas 

consiste em otimizar as condições físicas e químicas de produção, considerando que 

o tipo, a qualidade e a quantidade de CAS produzidos por micro-organismos estão 

diretamente relacionados com a quantidade e a qualidade dos nutrientes presentes no 

meio de cultivo. Também as condições físicas de crescimento, como temperatura, 

salinidade, pH, disponibilidade de oxigênio e agitação influenciam na produção dos 

CAS uma vez que influenciam o crescimento e atividade celular (DESAI & BANAT, 

1997).  

Outra alternativa para diminuir oscustos de produção desses compostos é a 

utilização de substratos alternativos, principalmente resíduos agroindustriais contendo 

altos níveis de carboidratos e lipídeos, como resíduos de óleos de fritura, de refinarias 

de petróleo, soro de leite, melaço, amido, manipueira, dentre outros (FOX & BALA, 

2000; BEDNARSKI et al., 2004; NITCHKE & PASTORE, 2006; DESAI et al., 2008a). 

 

2.4.2) Produção de enzimas 

As enzimas são catalisadores naturais muito importantes nos processos industriais 

devido à sua ação rápida e eficiente em baixas concentrações, seu alto grau de 

especificidade para o substrato e baixa toxicidade (DEMAIN, 1981; HASAN et al., 

2006). Inúmeros processos industriais, sobretudo nas áreas da biotecnologia 

industrial, de alimentos e ambiental utilizam processos enzimáticos em várias de suas 

etapas (PANDEY et al., 1999). Assim, o uso industrial das enzimas têm se 

desenvolvido rapidamente e está ganhando cada vez mais atenção, sendo as 

enzimas hidrolíticas as mais utilizadas devido à sua aplicação na degradação de 

várias substâncias naturais (OGAWA & SHIMIZU, 1999; KIRK et al., 2002).  

A maioria das enzimas relevantes para a indústria é de origem microbiana, por 

isso o isolamento e triagem de micro-organismos produtores de enzimas de interesse 
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industrial é um ponto importante para o desenvolvimento de bioprocessos industriais 

(FENNIRI, 1996; DEMIRJIAN et al., 1999; UCHIYAMA & MIYAZAKI, 2009). Elas são 

mais atrativas que as enzimas derivadas de plantas e animais devido à grande 

variedade de atividades catalíticas que possuem, o menor custo de produção em 

larga escala em fermentadores industriais, maior estabilidade e facilidade de 

manipulação genética (OLIVEIRA, 2006).  

Apesar de sua importância há um grande número de micro-organismos existentes 

que não foram testados como fontes de enzimas e a gama de reações capazes de 

serem catalisados por elas ainda irá se expandir muito. Cepas bacterianas são 

geralmente mais utilizadas, pois oferecem atividade superior em comparação com as 

leveduras, além de terem pH ótimo neutro ou alcalino e serem termoestáveis (FROST 

& MOSS, 1987).  

Heath e colaboradores (2009), por exemplo, identificaram uma nova esterase a 

partir do “screening” de uma biblioteca metagenômica gerada a partir de uma amostra 

de solo desértico Antártico, que se mostrou ativa em uma faixa de temperatura de 7º 

C a 54º C e apresentou similaridade muito baixa (menos de 29% de identidade de 

aminoácidos) com as esterases depositadas no banco de dados GenBank.  

Padmapriya e colaboradores (2011) testaram a produção de enzimas lipases por 

micro-organismos do gênero Lactobacillus isolados de amostras de solo, leite e coco, 

e conseguiram obter uma lipase que se mostrou estável em pH alcalino e na faixa de 

temperatura de 9 ºC a 40 ºC. 

Diversas metodologias podem ser aplicadas para a detecção de enzimas, mas os 

ensaios enzimáticos em microplacas são os mais utilizados, sendo realizados no 

formato de triagem de alto desempenho (HTS, do inglês High Throughput Screnning) 

constituindo uma ferramenta essencial para a prospecção de enzimas microbianas, 

devido à sua simplicidade, possibilidade de miniaturização e velocidade de execução 

dos ensaios. (CARLÓN et al., 2000; GUTIÉRREZ et al., 2003; CHEN, 2006; 

VASCONCELOS, 2006; MANTOVANI et al., 2010).  

Dentre as várias metodologias existentes para detecção enzimática, os ensaios 

envolvendo sondas cromogênicas e fluorogênicas, são os mais utilizados, e 

consistem no uso de substratos capazes de liberar um cromóforo ou fluoróforo, como 

consequência da reação enzimática, e que podem ser facilmente detectados por 

espectrofotometria. Ensaios que envolvem a utilização de sondas fluorogênicas são 
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extremamente vantajosos quando comparados aos que utilizam sondas 

cromogênicas, pois permitem elevada sensibilidade e necessitam de pequena 

concentração de substrato no meio reacional. (CHEN, 2006). Um modelo de ensaio 

enzimático utilizando sondas fluorogênicas derivadas de umbeliferona foi proposto por 

Reymond & Wahler (2001) para enzimas monoxigenases e hidrolases isoladas, sendo 

adaptado em conjunto com o grupo de pesquisa da Dra Anita J. Marsaiolli, para 

células íntegras. O ensaio consiste em uma sequência de reações, no qual, após a 

catálise enzimática, os substratos fluorogênicos dão origem a produtos, que pela ação 

de NaIO4 (periodato de sódio) e/ou BSA (albumina do soro bovino) liberam o ânion 

umbeliferona, que é fluorescente e pode ser detectado a 460 nm (Figura 5). No caso 

da ação das hidrolases sobre as sondas os produtos obtidos são os dióis e no caso 

da atuação de monooxigenases sobre as sondas os produtos obtidos são ésteres ou 

lactonas. 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Modelo de ensaio enzimático utilizando sondas fluorogênicas derivadas de 
umbeliferona para a triagem de hidrolases e monooxigenases. ES1- sonda para 
detecção de esterases, LIP-sonda para detecção de lípases, EP1-sonda para detecção 
de epóxido hidrolases terminais, EP2- sonda para detecção de epóxido hidrolases não 
terminais, BV1- sonda para detecção de Baeyer Villiger monoxigenases do grupo 1, 
BV3- sonda para detecção de Baeyer Villiger monoxigenases do grupo 3, BVMO- 
Baeyer-Villiger monoooxigenases. 
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As hidrolases, monoxigenases e demais enzimas envolvidas na degradação de 

hidrocarbonetos são de grande importância. No passado, muitos trabalhos que 

estudaram aspectos básicos e aplicados das vias degradativas desses compostos 

conseguiram caracterizar essas enzimas e seus genes e a utilização delas também 

como biocatalisadoras na indústria. Assim, em adição a sua aplicação na 

biorremediação, essas enzimas biodegradativas são úteis em diversos setores 

industriais (PARALES & HADDOCK, 2004). Esterases, por exemplo, têm sido 

utilizadas para catalisar reações de hidrólises, esterificações e transesterificações, o 

que torna esses biocatalisadores versáteis e importantes ferramentas nas indústrias. 

Adicionalmente, são enzimas que não necessitam de cofatores e possuem alta 

estabilidade em meio aquoso e em fase orgânica (MANTOVANI et al., 2010). As 

enzimas epóxido hidrolases, também são utilizadas em processos de hidrólise e o 

interesse na utilização dessas enzimas é crescente pelo fato de não necessitarem de 

cofatores e possuírem uma vasta gama de substratos (CHEN, 2006). Já as enzimas 

lipases possuem significante potencial biotecnológico como catalisadores em reações 

de síntese orgânica em meio não aquoso, utilizando processos simplificados com 

altos rendimentos. Podem catalisar, além da hidrólise, a síntese de uma ampla gama 

de diferentes ésteres carboxílicos e por isso importantes produtos industriais podem 

ser produzidos com maior rapidez e especificidade pela utilização dessas enzimas 

(HASAN, 2006).  

Assim, enzimas produzidas por micro-organismos, sejam elas degradativas ou 

não, são de extrema relevância e aplicabilidade e, dentro desse contexto, ensaios que 

visem identificar a produção dessas enzimas por diferentes isolados microbianos têm 

se tornado uma prática cada vez mais comum nos ensaios de prospecção. 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1) Geral 

Isolar, identificar e realizar a prospecção de bactérias degradadoras de 

hidrocarbonetos e produtoras de Compostos Ativos de Superfície (CAS) e enzimas 

hidrolíticas/oxidativas, com potencial de aplicação na biorremediação de ambientes 

contaminados com hidrocarbonetos de petróleo e em outros processos industriais, a 

partir de efluentes oleosos obtidos de uma Estação de Tratamento de Efluentes 

Industriais (ETEI). 

 

3.2) Específicos 

- Caracterizar o efluente oleoso quanto à população de bactérias heterotróficas totais 

e degradadoras dos hidrocarbonetos presentes nos combustíveis óleo lubrificante, 

parafina e querosene, pelo cálculo de UFC mL-1 e pela técnica de número mais 

provável (NMP).  

 

- Avaliar a diversidade metabólica e perfil funcional da comunidade microbiana 

presente no efluente oleoso, de acordo com o padrão do consumo de fontes de 

carbono utilizando o sistema Biolog-ECOPLATE. 

 

- Isolar bactérias capazes de crescer e degradar os hidrocarbonetos presentes no 

querosene, parafina, óleo lubrificante, óleo recuperado e óleo bruto obtidos da ETEI, a 

partir de métodos de enriquecimento em meio mineral suplementado com esses 

combustíveis. 

 

- Identificar os isolados bacterianos por meio de técnicas morfo-fisiológicas e 

moleculares e determinar a frequência relativa dos gêneros observados. 

 

- Avaliar os isolados bacterianos quanto à capacidade de crescer em meio mineral 

suplementado com óleo bruto e produzir compostos emulsificantes e surfactantes a 

partir de glicose e óleo bruto. 
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- Caracterizar os isolados bacterianos capazes de crescer no óleo bruto, quanto à 

presença de atividade das enzimas degradativas catecol-dioxigenases e alcano 

hidroxilases. 

 

- Caracterizar os isolados bacterianos capazes de crescer no óleo bruto, quanto à 

atividade de monooxigenases, epóxido hidrolases, esterases e lipases, por meio de 

técnicas de triagem enzimática de alto desempenho (HTS). 

 

- Caracterizar os isolados selecionados quanto ao rendimento da produção dos CAS, 

seguido da avaliação da composição química parcial e capacidade das biomoléculas 

em formarem emulsões estáveis com diferentes substratos hidrofóbicos. 

 

- Quantificar a porcentagem de remoção de óleo pelos isolados que apresentarem as 

melhores propriedades de crescimento no óleo bruto, produção de CAS e enzimas 

degradativas em ensaios de degradação em sistema de batelada.  
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4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1) Amostragem 

No estudo três amostras de efluentes oleosos, provenientes de uma refinaria de 

petróleo localizada na cidade de Betim/Minas Gerais, foram coletadas de uma lagoa 

aerada de mistura completa da Estação de Tratamento de Efluentes Industriais (ETEI) 

localizada na própria refinaria. Essas amostras foram utilizadas para o isolamento de 

bactérias aptas à crescer/degradar  hidrocarbonetos de petróleo, que foram avaliadas 

ao  longo de todo o experimento.  

Adicionalmente, foram coletadas amostras do óleo recuperado no processo físico 

de tratamento (separador água-óleo) da ETEI e do óleo bruto da própria refinaria, os 

quais foram utilizados nos ensaios de isolamento, emulsificação e biodegradação. As 

amostras de efluentes oleosos e todas as demais foram armazenadas em frascos de 

vidros estéreis e acondicionadas em caixas de isopor com gelo durante o transporte 

até o Laboratório de Microbiologia Aplicada (LMA) no Departamento de Microbiologia 

(ICB/UFMG) onde foram processadas em um período de 24 h.  

 

4.2) Isolamento e determinação da densidade de bactérias presentes no efluente 

oleoso 

 Alíquotas de 1 mL das três amostras dos efluentes oleosos foram diluídas 

serialmente em solução salina estéril (NaCl a 0,85% p/v) até a diluição 10-7 e 

utilizadas para o isolamento de bactérias e determinação da densidade de bactérias 

heterotróficas totais e degradadoras de hidrocarbonetos. 

 

4.2.1) Isolamento e quantificação de bactérias morfologicamente distintas 

presentes nos efluentes oleosos  

Para o isolamento das bactérias alíquotas de 0,1 mL das diluições decimais foram 

espalhadas no meio ágar-BHI - Brain Heart Infusion - (DIFCO), com o auxílio de uma 

alça de Drigalski e incubadas a 30 ºC até o crescimento das colônias. Após a 

incubação, as colônias morfologicamente diferentes foram quantificadas e purificadas 

em meio ágar-BHI.  
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4.2.2) Determinação da densidade de bactérias heterotróficas totais e 

degradadoras de hidrocarbonetos dos combustíveis óleo lubrificante, parafina e 

querosene 

A população de bactérias heterotróficas totais e capazes de degradar 

hidrocarbonetos, presentes nas amostras, foi determinada pelo método do NMP. A 

determinação da população bacteriana total foi realizada em microplacas de 96 

poços, seguindo a metodologia de Binet e colaboradores (2000), com modificações. 

Para tal, alíquotas de 25 µL das diluições 10-1 a 10-7 foram inoculadas nos poços da 

microplaca contendo 200 µL de meio BHI, sendo realizadas seis repetições para cada 

diluição. Posteriormente as placas ficaram incubadas por 1 semana a 30 oC.  

Para o cálculo do NMP mL -1 de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos foi 

utilizado o meio mineral para bactérias (MMB), contendo por litro: 1,5 g de K2HPO4; 

0,5 g de KH2PO4; 0,5 g de NaCl; 0,5 g de MgSO4.7H2O; 3,0 g de NH4NO3; 0,002 g de 

FeSO4.7H2O; 0,002 g de CaCl2.2H2O e 0,02% de extrato de levedura, suplementado 

com as fontes de carbono: óleo lubrificante, querosene e parafina. A metodologia 

utilizada foi a descrita por Wrenn & Venosa (1996), com modificações. Primeiramente, 

foram adicionados aos poços da microplaca 180 µL do MMB, 5 µL de querosene, óleo 

lubrificante ou parafina e 20 µL de cada diluição, sendo realizadas seis repetições 

para cada diluição. As placas foram vedadas com selante e incubadas por duas 

semanas a 30 ºC.  

Após os respectivos períodos de incubação foi adicionado aos poços das 

microplacas 50 µL da solução aquosa do indicador redox 2,3,5-trifenil cloreto de 

tetrazólio (TTC) na concentração de 3g L-1. Durante oxidação das fontes de carbono 

pelos micro-organismos, os elétrons são transferidos para o TTC, que tem sua 

coloração alterada de incolor para rosa. Após 24 h, o crescimento foi avaliado por 

meio de observação visual da coloração rosa nos poços e pela medida da densidade 

ótica a 485 nm. Foram considerados positivos os poços de cada diluição, cujas 

densidades óticas diferiram estatisticamente do controle, que no ensaio para 

determinação de bactérias heterotróficas totais consistiu de meio não inoculado e no 

ensaio para a quantificação de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos de meio 

inoculado, mas sem a adição das fontes de carbono.    

Após a determinação do número de poços positivos e negativos, para cada 

diluição, em ambos os ensaios, o cálculo do NMP mL-1 foi realizado com a utilização 
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do software da Microsoft Excel, associado a uma equação descrita em Brionnes e 

colaboradores (1999).  

a1p1/1-e -a1x + anpn/1-e –anx= a1n1 + annn 

na qual a é o volume inoculado no poço, p, o número de poços positivos, e n, o 

número de poços inoculados.  

Adicionalmente, alíquotas dos poços considerados positivos para crescimento nas 

microplacas utilizadas para quantificação de bactérias degradadoras de 

hidrocarbonetos foram diluídas serialmente e plaqueadas em meio ágar-BHI. Após a 

observação do crescimento, as colônias que apresentaram diferenças morfológicas 

visuais foram quantificadas e purificadas também em meio ágar-BHI.  

 

4.3) Determinação da diversidade metabólica da comunidade microbiana total 

das amostras 

A diversidade metabólica da comunidade microbiana presente nas amostras foi 

avaliada com a utilização do sistema Biolog EcoPlate (Biolog, Inc., Hayward, CA, 

EUA), que mede a capacidade metabólica da comunidade em utilizar 31 diferentes 

fontes de carbono, gerando um padrão metabólico da mesma e sua potencial 

funcionalidade (Anexo 1). Cada poço contém um tipo de fonte de carbono e o corante 

INT (iodo nitro tetrazolio), sendo que há três poços para cada fonte. Durante oxidação 

das fontes de carbono, os elétrons são transferidos para o INT reduzindo-o e 

formando o composto insolúvel formazan, que possui coloração arroxeada. Assim, o 

crescimento e utilização de cada uma das fontes é evidenciado pelo aparecimento 

dessa coloração nos poços e pode ser quantificado espectofotometricamente pela 

leitura da densidade ótica a 590 nm, permitindo que o consumo de cada substrato 

seja acompanhado ao longo do tempo (GARLAND & MILLS, 1991).  

Inicialmente, 30 mL dos efluentes foram homogeneizados, tiveram a DO600 lida e 

foram diluídos em salina 0,85% estéril, se necessário, para que a mesma atingisse 

uma valor de 0,2. Após esses procedimentos, alíquotas de 150 µL da suspensão 

foram adicionadas em cada poço do sistema Biolog EcoPlate, com o auxílio de uma 

pipeta multicanal. Uma placa foi utilizada para cada uma das três amostras coletadas. 

As placas foram incubadas a 30 ºC e avaliadas quanto à alteração dos valores de 
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densidade ótica das culturas dos poços a 590 nm, utilizando leitor de microplaca 

Thermo Scientific Multeskan Spectrun, após 0, 1, 2, 3, 4 e 5 dias da inoculação. Para 

a determinação da diversidade metabólica da comunidade foram utilizados os dados 

de densidade ótica de cada uma das 31 fontes de carbono dos poços das placas ao 

longo do tempo.  

 

4.4) Isolamento de bactérias com potencial de degradação de hidrocarbonetos 

pelo método de enriquecimento 

Para a obtenção de isolados bacterianos pelo método de enriquecimento 10 g dos 

sólidos obtidos das amostras de efluentes oleosos, após centrifugação das mesmas à 

23500 x g por 10 min, foram inoculadas em frascos Erlenmeyer contendo 100 mL do 

meio MMB ou BHI suplementados com o óleo bruto ou óleo recuperado a 2% (v/v). 

Os frascos ficaram incubados à temperatura ambiente, sob agitação de 180 rpm por 7 

dias. Após esse período, 2 mL das culturas foram transferidas para um novo meio de 

cultura, contendo a mesma formulação, e submetidos a mais um período de 

incubação de 7 dias à temperatura ambiente, sob agitação de 180 rpm. Esse 

procedimento foi repetido mais uma vez e após esses três subcultivos, a cultura foi 

diluída em solução salina estéril (NaCl a 0,85%) e alíquotas de 100 µL das diluições 

10-1 a 10-7 foram plaqueadas em meio BHI sólido e também em meio MMB sólido 

acrescido dos mesmos compostos a 2%, por incorporação. As placas foram 

incubadas à temperatura de 30 ºC até o crescimento dos micro-organismos. As 

colônias que apresentaram diferenças morfológicas visuais foram quantificadas e 

purificadas em meio BHI sólido. Para a manutenção dos isolados, foram feitas 

culturas estoques em tubos inclinados com meio BHI, as quais foram mantidas a 4 ºC, 

e utilizadas nos ensaios subsequentes, e a - 80 ºC em criotubos contendo cultura em 

meio líquido BHI acrescido de glicerol (20% v/v). Todos os isolados obtidos foram 

caracterizados macroscopicamente quanto ao aspecto colonial e microscopicamente 

quanto à forma e arranjo das células além do tipo de reação tintorial à coloração de 

Gram. 

 

4.5) Identificação dos isolados bacterianos por métodos moleculares 

Para a identificação, os diferentes isolados obtidos tiveram seu DNA extraído e 

regiões do gene do rRNA 16S amplificados por PCR.  
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4.5.1) Extração de DNA 

Células dos isolados bacterianos cultivadas em meio BHI por 24 h a 37 ºC foram 

utilizadas na extração do DNA genômico pelo método descrito por Pitcher e 

colaboradores (1989). Inicialmente as células foram ressuspendidas em 300 μL de 

tampão TE (Tris-HCl 10 mmol L-1, EDTA 1 mmol L-1, pH 8) adicionado de lisozima (50 

mg mL-1) e os tubos foram adicionados de uma porção de esferas de vidro, 

vortexados por 2 min e incubados em banho-maria a 37 ºC por 30 min. Após o 

período de incubação as células foram lisadas com a adição de 600 μL de uma 

solução contendo tiocinato de guanidina 5 mol L-1 (Sigma), EDTA (100 mmol L-1, pH 

8,0) e 0,5% (v/v) de sarcosil (GES reagent). Os tubos foram agitados por inversão e 

incubados por 10 min à temperatura ambiente para que ocorresse a lise. Os tubos 

foram resfriados pela incubação em banho de gelo por 2 min e, a seguir, adicionados 

de 300 μL de solução de acetato de amônio gelada (7,5 mol L-1) e novamente 

agitados por inversão e incubados por mais 10 min no banho de gelo. Após esse 

período, 600 μL de uma mistura de clorofórmio-álcool isoamílico (24:1) foram 

adicionados aos tubos. Após a homogeneização da mistura em agitador tipo vortex, 

os tubos foram centrifugados a 23500 x g por 10 min e a fase aquosa transferida para 

novos tubos nos quais era adicionado o mesmo volume de isopropanol gelado. Ao 

final desse processo, os tubos foram incubados a -20 ºC por 12 h e, a seguir, 

centrifugados a 5055 x g por 20 min para precipitação do DNA. O sobrenadante foi 

descartado e o “pellet” lavado duas vezes com etanol 70%. Após estarem totalmente 

secos os “pellets” foram ressuspendidos em 50 μL de água livre de nucleases e 

estocados a 4 ºC. A integridade do DNA foi avaliada em gel de agarose 1%, e a 

concentração determinada em espectrofotômetro NanodropTM 1000 a 260 e 280 nm. 

 

4.5.2) Reação de Polimerase em Cadeia (PCR) de regiões do gene do rRNA 16S 

A amplificação de regiões do gene do rRNA 16S foi realizada com a utilização dos 

oligonucleotídeos iniciadores universais para bactérias 8F (5′AGAGTTTGATCCTGG 

CTCAG-3′) (LANE, 1991) e 907R (5′-CCGTCAATTCCTTTRAGTTT-3′) (MUYZER et 

al., 1995). A reação de 50 µL era constituída de 10 μL de Taq Buf IVB (5X), 1μL de 

dNTP (10 mmol L-1 de cada), 2,0 μL do oligonucleotídeo iniciador 8F (10 pmol L-1), 2,0 

μL do oligonucleotídeos iniciador 907R (10pmol L-1), 0,5 μL de Taq DNA polimerase 
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(5U uL-1) (Phoneutria) e 2,0 μL de DNA (90-120 ng µL-1). A amplificação dos 

fragmentos de DNA foi realizada utilizando o termociclador (Applied Biosystems) sob 

as seguintes condições: desnaturação inicial a 94 °C por 5 min seguido de 26 ciclos 

com desnaturação a 94 °C por 1 min, anelamento a 57 °C por 1 min e extensão a 72 

°C por 1 min, finalizado por extensão final de 72 °C por 5 min (KUSHMARO et al., 

2006), com modificações. O produto da PCR foi quantificado em espectrofotômetro 

NanodropTM 1000 a 260 e 280 nm e a integridade do fragmento, de aproximadamente 

900 pares de bases, analisada por eletroforese em gel de agarose 1,0% com a 

utilização de um padrão de DNA ladder 1Kb. 

 

4.5.3) Purificação dos amplicons 

Para purificação dos produtos de PCR, foi adicionado aos tubos contendo a 

reação 11,25 μL de EDTA (125 mmol L-1) e 135 μL de etanol absoluto.  A mistura foi 

incubada por 15 min à temperatura ambiente e em seguida centrifugada a 20215 x g 

por 25 min para precipitação dos amplicons. O sobrenadante foi descartado e aos 

tubos de microcentrífuga foram adicionados 120 μL de etanol 70% (v/v). Os mesmos 

foram homogeneizados por inversão, centrifugados a 20215 x g por 10 min e o 

sobrenadante novamente descartado. Após total evaporação do etanol residual o 

produto foi ressuspendido em 10 μL de água livre de nuclease. O produto obtido foi 

quantificado em NanodropTM 1000 a 260 e 280 nm. 

 

4.5.4) Reação de Sequenciamento  

Os produtos de PCR obtidos foram sequenciados para fins de identificação dos 

isolados. Os fragmentos foram enviados para a empresa Macrogen na Korea e 

analisados no sequenciador automático ABI Prism 3100 (Applied Biosystems). As 

sequências de nucleotídeos foram editadas utilizando-se o programa SEQUENCHER 

version 4.1.4 (Genes Codes Corporation, Ann Arbor, MI) e sempre que possível as 

sequências geradas pelos primers “foward” e “reverse” foram alinhadas para gerar 

sequências consenso (contigues) que foram comparadas com sequências gênicas de 

rDNA depositadas no banco de dados GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) usando 

o programa Blast (ALTSCHUL et al., 1997). Para ser considerado pertencente a uma 

determinada espécie, o isolado tinha que apresentar similaridade de 97% a outra já 

depositada no GenBank (STACKEBRANDT & GOEBEL., 1994). 
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4.5.5) Frequência relativa dos gêneros observados 

Após a identificação dos diferentes isolados, foi calculada a frequência relativa dos 

gêneros obtidos separadamente para cada um dos métodos de isolamento, conforme 

a equação 1. Para tal, a frequência absoluta (fa) dos gêneros presentes neles 

(somatório da contagem de UFC mL-1 dos gêneros) foi dividida pelo somatório das 

frequências absolutas de todos os gêneros obtidos no método (total de contagens de 

UFC mL-1 de todos os gêneros obtidos no método) e expressos em porcentagens.  

 

Erro! Fonte de referência não encontrada.=Erro! Fonte de 

referência não encontrada. 

na qual fr é a frequência relativa, fa a frequência absoluta e Tfa o somatório das 

frequências absolutas. 

Equação 1: Equação para calcular a frequência relativa dos gêneros 

 

4.6) Avaliação do crescimento e produção de Compostos Ativos de Superfície 

em meio mineral adicionado de glicose e óleo bruto  

Isolados das culturas estoque foram ativados em meio ágar-BHI e, após o 

crescimento, uma alçada das células foi adicionada em frascos Erlenmeyer contendo 

40 mL de meio BHI. Após 24 h, leituras de DO600 foram realizadas para avaliar o 

crescimento dos isolados e os valores obtidos utilizados para determinação do volume 

do pré-inóculo a ser utilizado, de modo a se obter uma concentração final de 0,1 

unidades de DO600 nos frascos do ensaio. Os ensaios foram realizados em frascos de 

penicilina contendo 40 mL de meio MMB suplementado com glicose ou óleo bruto na 

concentração de 2% (v/v). Os isolados permaneceram nesse meio de cultivo por 18 

dias a 180 rpm e 30 ºC. Após esse período, o crescimento foi avaliado pela medida de 

DO600 e biomassa seca (mg ml-1). Adicionalmente, as culturas foram centrifugadas por 

10 min a 9.690 x g e o sobrenadante livre de células transferido para um novo tubo e 

estocado a 4 ºC, até o momento da avaliação da produção de Compostos Ativos de 

Superfície (CAS) (item 4.6.1). Adicionalmente, um volume de 10 mL desses pré 

inoculo foi centrifugado, as células foram lavadas por duas vezes com água para 

remoção de resíduos do meio, o pellet ressuspendido em 1 mL de água e adicionado 

em cadinhos de alumínio previamente pesados.  Após incubação em estufa de 56 ºC 
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até a obtenção de peso constante (cerca de 48 h), os cadinhos foram novamente 

pesados e a biomassa de células determinada como a diferença das massas obtidas. 

 

4.6.1) Avaliação da atividade surfactante pela medida da tensão superficial 

Para a avaliação da produção de CAS com atividade surfactante foram utilizadas 

medidas de tensão superficial dos sobrenadantes das culturas. Essa tensão 

superficial foi determinada utilizando-se um tensiômetro Dataphisics modelo 

DCAT11E, equipado com placa de platina. As análises foram realizadas com os 

sobrenadantes à temperatura ambiente e comparadas com os valores de tensão 

superficial do meio mineral mínimo líquido. Os valores de tensão superficial foram 

expressos em mN m-1. 

4.6.2) Medida da atividade surfactante pelo teste do espalhamento da gota 

Para a avaliação da produção de CAS com atividade surfactante foi utilizado 

também o teste do espalhamento da gota com os sobrenadantes das culturas. O 

ensaio foi realizado de acordo com o protocolo descrito por Morita e colaboradores 

(2007), com modificações. Sete alíquotas de 10 µL de cada sobrenadante da cultura 

livre de células foram transferidas para a superfície interna de placas de poliestireno 

(90 X 10 mm), posicionadas sobre um papel milimetrado. Após 2 min de repouso à 

temperatura ambiente, as placas foram fotografadas com câmera digital e o diâmetro 

das gotas medido posteriormente no monitor, utilizando o papel milimetrado no fundo 

como referência. O controle negativo consistiu de meio de cultura estéril. 

 

4.6.3) Método da atividade emulsificante 

A atividade emulsificante foi realizada pelo método do índice de emulsificação 

(E24), conforme descrito por Cameron e colaboradores (1988), com modificações. 

Alíquotas de 1 mL dos sobrenadantes foram adicionadas a tubos e acrescidos de 1,5 

mL de tolueno. Cada tubo foi submetido à homogeneização em agitador de tubo tipo 

vortex, em velocidade máxima por 2 min e deixado em repouso por 24 h. O índice E24 

foi determinado pela Equação 2. Inicialmente foi medida a altura da camada 

emulsionada (cm), que foi dividida pela altura da camada total do líquido. O valor 

obtido foi multiplicado por 100. 
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Equação 2: Equação para determinação do índice de emulsificação (E24) 

expresso em porcentagem. 

 

4.7) Avaliação da produção das enzimas degradativas de hidrocarbonetos: 

catecol dioxigenases e alcano hidroxilases 

Os isolados que apresentaram crescimento no óleo bruto (DO600>0,4) foram 

avaliados quanto à capacidade de produção das enzimas degradativas, catecol 1,2 e 

2,3-dioxigenases, indicativas da presença das vias de orto e meta clivagem do 

catecol, respectivamente e de alcano hidroxilases. 

 

4.7.1) Determinação da presença de vias de clivagem do catecol por testes 

colorimétricos 

A presença das enzimas catecol 1,2 e 2,3-dioxigenases foi detectada por meio de 

testes colorimétricos para determinação de produtos específicos das vias de clivagem 

catalisadas por essas enzimas, respectivamente, o β-cetoadipato e o 2-

hidroximucônico semialdeído. Adicionalmente, para os isolados que demonstraram a 

presença dessas enzimas foram realizados ensaios enzimáticos para a quantificação 

de sua atividade. 

Inóculos dos isolados padronizados, como descrito anteriormente (item 4.6), para 

uma DO600 de 0,5, foram cultivados em frascos de penicilina contendo 40 mL de meio 

BHI adicionado de fenol na concentração de 2 mmol L-1 à 37 ºC e agitação de 180 

rpm por 24 h. Após avaliação do crescimento desses isolados por meio da leitura de 

DO600, as células foram precipitadas por centrifugação a 23500 x g por 10 min, 

lavadas com solução salina estéril duas vezes (0,85%) e utilizadas em ensaios para 

indução das vias. As células foram ressuspendidas em 20 mL de meio MMB 

adicionado de fenol a uma concentração de 2 mmol L-1 e incubadas por 

aproximadamente 8 horas a 37 ºC e agitação de 180 rpm. Após esse período, as 

células foram novamente sedimentadas por centrifugação, lavadas com tampão Tris-

HCl (0,05 mol L-1, pH 7,6) e utilizadas nos ensaios para determinação da via 
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degradativa do catecol, conforme procedimentos descritos por Hammann & Kutzner 

(1998), com modificações. Para tal, uma parte das células foi adicionada a tubos de 

ensaio contendo 1,5 mL de tampão Tris-HCl (50 mmol L-1, pH 8,0), 0,3 mL de tolueno 

e 1,5 mL de catecol a 9 mmol L-1, os quais foram agitados vigorosamente e incubados 

a 28 ºC. No caso de meta-clivagem do substrato, uma cor amarela se formava dentro 

de 15 a 60 min devido ao acúmulo do ácido 2-hidroximucônico semialdeído. Quando a 

cor amarela não era observada, os tubos eram incubados por 12 h e então testados 

quanto à presença de β-cetoadipato pela reação de Rothera (STAINER et al., 1966), 

que consistia na adição de 1 g de uma mistura seca constituída de 60 g de (NH4)2SO4 

e 0,6 g de nitroprussiato de sódio, além de 0,5 mL de uma solução de amônia (33% 

p/v) aos tubos de ensaio. A formação de uma coloração roxa indicava a presença de 

β-cetoadipato, indicativo da presença da via de orto-clivagem.  

Adicionalmente, era avaliada a atividade dessas enzimas para os isolados nos 

quais a presença das mesmas foi detectada pelos testes colorimétricos. Os extratos 

celulares foram obtidos sonicando-se as células por 10 min usando um sonicador 

Unique modelo 1650A com potencia de 12 kHz (SYLWIA et al., 2009), seguido da 

adição de uma espátula de esferas de vidro às mesmas e agitação em agitador de 

tubos tipo vórtex por 3 min.  As células rompidas foram removidas por centrifugação a 

23500 x g por 10 min a 4 ºC e os extratos mantidos em banho de gelo durante a 

utilização. A mistura de reação consistia de 2,0 mL de tampão Tris-HCl (50 mmol L-1 

pH 7,6), 0,9 mL de catecol (2 mmol L-1) e 100 L de extrato celular (MONTEIRO, 

2005). A atividade de catecol 1,2-dioxigenase foi determinada pela medida da taxa de 

formação de cis,cis-muconato como descrito por Varga e Neujahr (1970). A oxidação 

de 0,1 mol de catecol a ácido cis-cis-mucônico resulta em um acréscimo de 0,56 

unidade na densidade ótica a 260 nm e uma unidade enzimática (U) foi definida como 

a quantidade de enzima que catalisa a formação de 1 mol do produto por minuto.  

 

4.7.2) Determinação da presença de vias de clivagem do catecol pela detecção 

dos genes responsáveis pela codificação das enzimas 

A presença de vias de clivagem do catecol nos isolados foi determinada pela 

presença dos genes responsáveis pela codificação das enzimas catecol 1,2 e 2,3-

dioxigenases. A presença desses genes foi avaliada por meio da realização de 

reações de polimerase em cadeia (PCR), a partir do DNA extraído dos isolados, 
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utilizando oligonucleotídeos iniciadores específicos para os genes responsáveis pela 

codificação das enzimas catecol 1,2-dioxigenase C12OF (5'-GCCAACGTCGAC 

GTCTGGCA-3') e C12OR (5'-CGCCTTCAAAGTTGATCTGCGTGGT-3) e catecol 2,3-

dioxigenase C23OF (5'-AAGAGGCATGGGGGCGCACCGGTTCGATCA-3') e C23OR 

(5'-CCAGCAAACAC CTCGTTGCGGTTGCC-3'). (SEI et al, 1999). A reação de 25 µL 

era constituída de 5 μL de Taq Buffer IVB (5X), 1 μL de dNTP (10 mmol L-1 de cada), 

1,0 μL dos oligonucleotídeos iniciadores (10 pmol ul-1), 0,25 μL de Taq DNA 

polimerase (5 U ul-1) (Phoneutria) e 1 μL de DNA (90-120 ng µL-1). A amplificação foi 

realizada utilizando o termociclador (Applied Biosystems) sob as seguintes condições: 

desnaturação inicial a 95 °C por 10 min seguido de 35 ciclos com desnaturação a 94 

°C por 1 min, anelamento por 30 seg e extensão a 72 °C por 30 seg, seguido por uma 

extensão final a 72 °C por 10 min. A temperatura de anelamento foi de 59 °C nos 

primeiros 10 ciclos, 57 °C nos 15 ciclos seguintes e 55 °C nos últimos 10 ciclos 

(KASUGA et al., 2007). Os produtos da PCR foram visualizados por eletroforese em 

gel de agarose 1,0% com a utilização de um padrão de DNA ladder 1Kb e as imagens 

captadas e digitalizadas em fotodocumentador Alphalmager HP. 

 

4.7.3) Determinação da produção de enzimas alcano hidroxilases  

Os genes responsáveis pela codificação das enzimas alcano hidroxilases são 

classificados em três grupos baseados em análises filogenéticas. Nesse trabalho 

optou-se por avaliar a presença de genes dos grupos II e III, respectivamente alk-M e 

alk-B genes. Foram utilizados os oligonucleotídeos iniciadores alk-2F (5’- 

GAGACAAATCGTCTAAAACGTAA-3’) e alk-2R (5’- TTGTTATTATTCCAACTA 

TGCTC-3’) para o grupo II e alk-3F (5'-TCGAGCACATCCGCGGCCACCA-3') e alk-

3R (5'-CCGTAGTGCTCGACGTAGTT-3') para o grupo III. (KOHNO et al., 2002). A 

reação de 25 µL era constituída de 5 μL de Taq Buffer IVB (5X), 1μL de dNTP (10 

mmol L-1 de cada), 1,0 μL dos oligonucleotídeos iniciadores (10 pmol μl-1), 0,25 μL de 

Taq DNA polimerase (5U ul-1) (Phoneutria) e 1 μL de DNA (90-120 ng µL-1). A reação 

foi conduzida em termociclador (Applied Biosystems) sob as seguintes condições: 

desnaturação inicial a 94 °C por 2 min seguido de 30 ciclos com desnaturação a 94 °C 

por 1 min, anelamento inicial a 54 °C por 30 seg e extensão a 72 °C por 30 seg, 

seguido por uma extensão final a 72 °C por 5 min (CAPELLO et al., 2012). Os 

produtos da PCR foram visualizados por eletroforese em gel de agarose 1,0% com a 
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utilização de um padrão de DNA ladder 1Kb e as imagens captadas e digitalizadas em 

fotodocumentador Alphalmager HP. 

 

4.8) Avaliação da produção das enzimas esterases, lipases, hipóxido hidrolases 

e monooxigenases pela técnica de triagem de alto desempenho (HTS) 

Os isolados que apresentaram crescimento no óleo bruto (DO600>0,4) também 

foram avaliados quanto à capacidade de produção das hidrolases: esterases, lipases, 

epóxido hidrolases e de enzimas monooxigenases (Baeyer-Villigers), através da 

técnica de triagem de alto desempenho (HTS). Os ensaios foram conduzidos no 

laboratório de biossíntese (LaBioSin), coordenado pela Dra Anita J Marsaioli 

(UNICAMP), com a utilização de sondas fluorogênicas para detecção da atividade 

dessas enzimas, as quais foram fornecidas por esse grupo de pesquisa. Os ensaios 

foram conduzidos em microplacas. Inicialmente, as bactérias avaliadas foram ativadas 

através do repique em meio BHI sólido e incubação por 16 h a 37 ºC. Após o 

crescimento, as colônias que se desenvolveram foram transferidas para um tubo de 

microcentrífuga estéril, pesadas, ressuspendidas em 1 mL de tampão borato (20 

mmol L-1, pH 7,4) e posteriormente diluídas de modo a se obter uma concentração 

final de 0,2 mg mL-1 de células nos ensaios. Para a realização dos mesmos, foram 

adicionados aos poços da microplaca 0,1 mL da suspensão celular produzida, 0,01 

mL (2 mmol L-1), das sondas fluorogênicas específicas para a atividade de cada uma 

das enzimas anteriormente mencionadas, 0,08 mL de BSA (5 mg mL-1), e 0,01 mL de 

periodato de sódio (NaIO4, 20 mmol L-1). No controle positivo e negativo as amostras 

foram preparadas de modo similar, mas no controle positivo substituiu-se o volume 

correspondente das sondas flurogênicas pelos produtos de hidrólise ou oxidação de 

cada uma delas e no controle negativo o volume correspondente de suspensão 

celular por tampão borato (20 mmol L-1, pH 7,4). Todos os ensaios foram realizados 

em duplicata e a as medidas de fluorescência foram avaliadas em espectrofotômetro 

de fluorescência a 460 nm. As leituras foram realizadas a cada 24 h por um período 

de 72 h. Todos os resultados foram expressos como porcentagem de conversão da 

sonda no produto P(%), sendo considerado como 100% o controle positivo (reação na 

presença do produto de hidrólise ou oxidação da sonda) (CP). As intensidades de 

fluorescência obtidas nos ensaios (E) foram diminuídas dos respectivos controles 

negativo (CN), para os cálculos das conversões (Equação 3).  
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Erro! Fonte de referência não encontrada.=Erro! Fonte de 

referência não encontrada. 

 

Equação 3: Equação para calcular a conversão das sondas nos produtos de 

hidrólise ou oxidação expressas em % 

 

4.9) Produção e caracterização dos Compostos Ativos de Superfície 

produzidos pelas bactérias selecionadas 

Os isolados que apresentaram os melhores resultados de redução da tensão 

superficial foram avaliados quanto à produção de CAS, os quais foram extraídos, 

quantificados, e, parcialmente caracterizados quanto à capacidade de formar 

emulsões estáveis com diferentes substratos hidrofóbicos. 

 

4.9.1) Extração alcoólica dos Compostos Ativos de Superfície 

Os isolados selecionados foram inicialmente ativados em meio BHI sólido e, após 

o crescimento, uma alçada de células foi adicionada em frascos Erlenmeyer 

contendo 50 mL de meio BHI. Após 24 h, esse pré-inóculo foi padronizado como 

descrito no item 4.6 e adicionado à frascos Erlenmeyer de 250 mL contendo 100 mL 

de meio mineral suplementado com glicose a 2% (v/v). Os isolados permaneceram 

nesse meio por 7 dias a 180 rpm e 30 ºC. Após esse período, as culturas foram 

centrifugadas a 7200 x g por 30 minutos a 4 ºC e o sobrenadante submetido ao 

processo de extração alcoólica (CAMARGO-DE-MORAIS et al., 2003). Para tal, ao 

volume de sobrenadante obtido foi adicionado 4 volumes de etanol gelado e a 

mistura foi mantida estaticamente a 4 oC por 72 h. Após esse período, os 

precipitados obtidos foram recuperados por centrifugação a 7200 x g por 25 min a 4 

ºC, sendo posteriormente secos em estufa a 30 ºC, pesados para cálculo de 

rendimento e armazenados a -20 ºC. 

 

4.9.2) Caracterização parcial da composição química dos Compostos Ativos de 

Superfície 

Os CAS obtidos foram parcialmente caracterizados quanto à sua concentração de 

proteínas, pelo método de Lowry (LOWRY et al., 1951); concentração de carboidratos 
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totais pelo método colorimétrico de fenol sulfúrico, utilizando glicose como padrão 

(DUBOIS, 1951) e a concentração de lipídeos pelo método de extração a frio de Bligh 

& Dyer (1959), que mensura por gavimetria a concentração dos lipídeos.  

 

4.9.3) Determinação da capacidade de formar emulsões estáveis em diferentes 

fases orgânicas 

Os ensaios foram realizados utilizando-se uma solução dos CAS em água 

deionizada na concentração de 5 mg mL-1. No controle negativo, somente a água 

deionizada foi utilizada. Alíquotas de1 mL das soluções foram transferidas para tubos 

e acrescidos de 1,5 mL dos seguintes substratos hidrofóbicos: hexadecano (VETEC), 

hexano (VETEC), óleo diesel (Petrobras, Brasil), óleo lubrificante, querosene, xileno e 

tolueno (VETEC). A atividade emulsificante foi determinada utilizando a metodologia 

descrita no item 4.6.3 e o índice de emulsificação (E24) calculado utilizando- se a 

equação 2.  

 

4.10) Avaliação da biodegradação do óleo bruto em sistema de batelada 

Alguns isolados que apresentaram resultados satisfatórios quanto ao crescimento 

em óleo bruto (DO600>0,4) e/ou presença de enzimas degradativas e produção de 

CAS, foram quantificados quanto à eficácia de degradação desse substrato. 

Inicialmente, os isolados foram crescidos novamente em 20 mL de meio mineral 

suplementado com óleo bruto na concentração de 1% (v/v), como descrito no item 

4.6. Após 18 dias de incubação a 180 rpm e 30 ºC a remoção do óleo foi avaliada por 

gavimetria, com a metodologia descrita por Abraham & Kumari (2011), comparando-

se os resultados obtidos pelos ensaios com os isolados com aqueles obtidos por 

controles não inoculados. A cultura foi removida do frasco com o auxílio de uma 

pipeta pasteur e centrifugada a 7200 x g por 10 min. O sobrenadante obtido foi 

separado e recolocado nos frascos de ensaios e o pellet descartado.  A amostra foi 

então acidificada para pH <2 com a adição de ácido clorídrico (HCl) e posteriormente 

extraída serialmente por três vezes com n-hexano (VETEC) (na proporção de 5:1) em 

um funil de separação. Para tal, a amostra + hexano era agitada vigorosamente, 

adicionada no funil e deixada em repouso por 10 min para separação das fases. A 

fase aquosa, inferior, foi transferida para o frasco de ensaio e a fase de hexano + óleo 

na parte de cima adicionada em um frasco de rosca previamente pesado. A extração 
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foi repetida mais duas vezes até que todo o óleo fosse extraído e adicionado no 

frasco de rosca.  Por fim, o hexano foi seco em capela de exaustão a temperatura 

ambiente, o frasco pesado novamente e a quantidade de óleo presente determinada. 

O cálculo da remoção total de óleo foi realizado pela equação descrita abaixo 

(Equação 4) 

 

Erro! Fonte de referência não encontrada.=Erro! Fonte de referência 

não encontrada. 

Equação 4: equação para calcular a remoção de óleo (%) 

 

4.11) Análises estatísticas 

Todos os experimentos foram realizados em duplicata e os valores obtidos 

submetidos à análise de variância (ANOVA), aplicando o teste F ao nível de 5%. As 

médias foram comparadas pelo teste de Tukey ao mesmo nível de 5% de 

significância utilizando o programa SISVAR. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

44 

 
 

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1) Determinação da densidade de bactérias heterotróficas totais e degradadoras 

de hidrocarbonetos dos combustíveis óleo lubrificante, parafina e querosene 

Para a amostra de efluente oleoso determinou-se, pelo número mais provável 

(NMP mL-1) em microplaca, a densidade de bactérias heterotróficas totais com 

utilização do meio BHI e a densidade de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos 

dos combustíveis óleo lubrificante, querosene e parafina com a utilização de MMB 

suplementado com cada um desses combustíveis como única fonte de carbono. 

A densidade de bactérias heterotróficas totais foi de 9,33X106 NMP mL-1 e a 

densidade das populações de bactérias degradadoras de óleo lubrificante, querosene 

e parafina diferiram estatisticamente (p<0,05), atingindo valores de 1,66X105, 

1,19X104 e 6,38X103, respectivamente (Figura 6). Quando comparadas com o valor 

de densidade de bactérias heterotróficas totais, observa-se que a população 

degradadora de óleo lubrificante representou as maiores porcentagens em relação à 

população total (1,77%), seguida da população de bactérias degradadoras de 

querosene (0,127%) e por fim, de parafina (0,068%).  

Desde que foi proposto pela primeira vez por WRENN & VENOSA (1996), muitos 

trabalhos tem relatado a quantificação de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos 

a partir da técnica de NMP em microplacas (ERIKSSON et al., 2001; RUGGERI et al., 

2009; BENEDEK et al., 2011; CERQUEIRA et al., 2012). A escolha do uso dos 

combustíveis óleo lubrificante, parafina e querosene para avaliação do perfil e 

potencial degradativo da população foi devido ao fato de que os mesmos, em 

conjunto, apresentam em sua composição uma grande variedade de hidrocarbonetos 

aromáticos e alifáticos, com cadeias carbônicas de diferentes tamanhos. 

O óleo lubrificante é uma fração do petróleo de peso médio. É formado 

principalmente por hidrocarbonetos de 26 a 38 átomos de carbono, essencialmente os 

parafínicos e naftênicos, podendo conter quantidades menores de aromáticos e mais 

raramente oleofínicos (KOLESNIKOVAS et al., 2009). O querosene é um material de 

peso leve que contêm hidrocarbonetos com 10 a 16 átomos de carbono, com 

predominância das parafinas, cicloparafinas, aromáticos e oleofinas (DAGAUT & 

CATHONNET, 2006). As parafinas são obtidas pelo refino do óleo lubrificante e são 

compostas essencialmente por uma mistura de hidrocarbonetos com massa molar 
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elevada, geralmente com mais de 20 átomos de carbono, organizados em cadeias 

abertas, lineares ou ramificadas (THOMAS, 2001).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A observação de diferenças nas populações das bactérias degradadoras dos 

diferentes combustíveis, expressa pelo índice NMP mL-1 que considera o número de 

poços com crescimento para as diluições usadas, e, ainda, nos valores de 

crescimento de poços adicionados de diferentes combustíveis, mas inoculados com a 

mesma diluição da amostra (dados não mostrados), indica que a suscetibilidade 

desses diferentes hidrocarbonetos à degradação microbiana foi variável. Isto pode 

estar relacionado à sua estrutura, estado físico e toxicidade. De forma geral, as 

frações contendo n-alcanos são mais susceptíveis à biodegradação, enquanto as 

frações contendo alcanos ramificados e as frações aromáticas são mais 

recalcitrantes, pois a recalcitrância e consequente persistência de um composto 

Figura 6: Densidade da população de bactérias heterotróficas totais e da população 

bacteriana degradadora dos hidrocarbonetos dos combustíveis óleo lubrificante, 

querosene e parafina, determinadas pela técnica de NMP. Barras indicam os valores 

de desvio padrão. As médias com letras diferentes nas colunas diferem entre si pelo 

teste de Tukey a 5% de probabilidade. 
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aumenta à medida que o tamanho e peso da molécula aumentam, assim como o 

número de ramificações, de anéis aromáticos e substituintes halogênios (WILSON et 

al., 1986; WETLER-TONINI et al., 2010). Entretanto, o fator mais relevante a ser 

considerado é a composição da comunidade microbiana da amostra, pois sabe-se 

que há micro-organismos que degradam preferencialmente alcanos alifáticos, 

ramificados e cíclicos, os que degradam aromáticos e ainda aqueles que degradam 

ambos (ATLAS, 1995).  

 

5.2) Determinação da diversidade metabólica da comunidade microbiana cultivável 

total das amostras utilizando o sistema Biolog-ECOPLATE.  

A diversidade metabólica da comunidade microbiana presente na amostra de 

efluente oleoso foi determinada com a utilização do sistema Biolog-ECOPLATE, que 

permite mensurar o consumo, ao longo do tempo, de 31 diferentes fontes de carbono 

agrupadas em seis grandes grupos de compostos (carboidratos, polímeros, 

compostos fenólicos, amidas/aminas, aminoácidos e ácidos carboxílicos), de acordo 

com Choi & Bobbs (1999) (Anexo 1). 

Pôde-se observar que a velocidade de utilização dos grupos de compostos foi 

variável (Figura 7). As fases lineares dos gráficos de consumo de cada grupo de 

compostos representam o período de atividade metabólica da comunidade nos grupos 

de substratos específicos e o platô, o ponto onde ocorreu consumo máximo dos 

mesmos (KONOPKA et al., 1998). Nos ensaios, a velocidade de consumo de todos os 

grupos, com exceção dos fenólicos, foi maior nas primeiras 48 horas de incubação, 

tendendo a estabilização após esse período (Figura 7), o que demonstra que os 

substratos foram consumidos rapidamente.  

A velocidade de utilização de cada um dos grupos de compostos foi determinada 

pelo cálculo do coeficiente angular da fase linear dos gráficos gerados pelos dados de 

consumo dos mesmos. O perfil observado está apresentado na tabela 2, sendo a 

velocidade de utilização de carboidratos > aminoácidos > polímeros > ácidos 

carboxílicos > aminas/amidas > compostos fenólicos. 

Esta diversidade metabólica pode estar relacionada com a composição da 

amostra, também diversa. De forma geral, resíduos e efluentes industriais 

contaminados com compostos oleosos possuem diversidade e alta concentração de 

compostos orgânicos não tóxicos, óleo livre, compostos fenólicos, substâncias 
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pécticas, hidrocarbonetos alifáticos e poliaromáticos livres ou emulsionados, além de 

sais inorgânicos (KOKOSSIS et al., 2007). Os compostos orgânicos não tóxicos, que 

são mais prontamente disponíveis por serem direcionados diretamente para as vias 

principais, foram consumidos rapidamente e de forma mais expressiva. Já os 

compostos fenólicos, muitos dos quais tóxicos e degradados somente por uma porção 

da comunidade após a indução de vias específicas, foram metabolizados também, 

porém de forma mais tardia.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Grupo de Compostos Coeficiente Angular R2 

Carboidratos 14,01 1 
Aminoácidos 4,068 0,994 

Polímeros 3,496 0,969 

Ácidos carboxílicos 3,335 0,97 

Aminas/Amidas 1,411 0,99 

Compostos fenólicos 0,47 0,958 

Figura 7: Média da Densidade ótica a 590 nm dos grupos de compostos 

carboidratos, polímeros, compostos fenólicos, aminas/amidas, aminoácidos e ácidos 

acéticos carboxílicos em função do tempo de avaliação expressos em horas. 

Tabela 2: Valor do coeficiente angular e de R2 (coeficiente de determinação) das 

equações das retas obtidas pelas plotagens dos valores de densidade ótica a 590 nm 

de cada um dos grupos de compostos em função do tempo 
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Ressalta-se que individualmente todos os 31 substratos foram utilizados pela 

comunidade microbiana, com exceção do 2-Hidroxy ácido benzoico, que é um 

composto fenólico. O subtrato que apresentou o maior consumo foi a feniletilamina, 

que é uma amina (dados não apresentados). O consumo desse grande número de 

substratos demonstra uma alta diversidade e potencial metabólico da comunidade, já 

que o número de substratos oxidados decresce em comunidades com baixa 

diversidade (CRAVO-LEURAU et al., 2011). 

O perfil de consumo de substratos apresentado pela comunidade bacteriana da 

amostra é semelhante ao perfil obtido por outros trabalhos com amostras oleosas. 

Eusébio e colaboradores (2011), analisando o perfil metabólico da comunidade 

microbiana presente em efluentes oleosos provenientes de uma indústria de azeites, 

também observaram que o grupo de compostos mais utilizados foram os carboidratos, 

seguidos dos ácidos carboxílicos e, também não houve a utilização do 2-hidroxy ácido 

benzóico. 

Ambientes contaminados com hidrocarbonetos de petróleo possuem uma 

microbiota modificada em relação aos mesmos ambientes em condições normais, e 

embora saiba-se a importância do papel dessa microbiota na remoção dos poluentes, 

ainda há poucas informações sobre sua estrutura, diversidade e funcionalidade 

metabólica, que também são alteradas nessas condições (GOMEZ et al., 2004; 

CRAVO-LEURAU et al., 2011). Isso ocorre porque a maioria dos estudos da 

microbiota relacionada à degradação de hidrocarbonetos envolve métodos que se 

baseiam no isolamento e posterior estudo dos micro-organismos. Entretanto, devido à 

natureza seletiva do processo uma minoria deles acaba sendo selecionada 

(SCHNEIDER et al., 1998; CRAVO-LEURAU et al., 2011). 

Assim, apesar da importância do isolamento e identificação desses micro-

organismos para uso posterior, ensaios como o Biolog-ECOPLATE, que de forma 

simples e rápida permitem a obtenção da diversidade e perfil metabólico-funcional da 

comunidade microbiana desses ambientes, fornecem uma informação mais sensível e 

ecológica sobre a estrutura e funcionamento da mesma, caracterizando-a (GARLAND 

& MILLS, 1991; LISS et al., 1996; LEGGE et al., 2007; CRAVO-LEURAU et al., 2011). 

Isso fez com que esses ensaios ganhassem muito destaque em estudos ecológicos e 

ambientais (KONOPKA et al., 1998). 
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Entretanto, resultados obtidos por ensaios desse tipo devem ser interpretados com 

algumas ressalvas, pois a técnica ainda possue limitações. Uma delas é o fato de que 

as diferentes fontes de carbono nas microplacas Biolog-ECOPLATE não abrangem 

toda a gama de substratos orgânicos de crescimento presentes em ambientes 

naturais, o que limita a caracterização e aplicação tecnológica dos isolados obtidos 

(KONOPKA et al., 1998). Outra é o fato de ocorrer uma alteração da estrutura da 

comunidade original em cada poço, já que há também um crescimento diferenciado 

dos micro-organismos nos mesmos ao longo do período de incubação (GUCKERT et 

al., 1996). Além disso, a utilização de um método dependente de cultivo para avaliar a 

diversidade microbiana tem limitações, pois não inclui o estudo dos micro-organismos 

não cultiváveis (ZHANG & XU, 2008).  

 

5.3) Isolados bacterianos cultiváveis obtidos por meio do plaqueamento direto 

do efluente oleoso, plaqueamento de alíquotas das microplacas e pelo método 

de enriquecimento 

Para os ensaios de prospecção enzimática e da produção de CAS foram avaliados 

isolados obtidos a partir do plaqueamento direto do efluente oleoso, plaqueamento de 

alíquotas dos poços com crescimento do ensaio de determinação de bactérias 

degradadoras de hidrocarbonetos pela técnica do NMP e da técnica de 

enriquecimento em meio mineral ou BHI suplementados com óleo bruto ou óleo 

recuperado da ETEI. 

Foi obtido um total de 112 isolados morfologicamente distintos: 15 isolados pelo 

plaqueamento direto; 29 isolados pelo plaqueamento de alíquotas das microplacas 

suplementadas com combustíveis (10 pelo óleo lubrificante, 13 pela parafina e 6 pelo 

querosene) e 68 isolados pelo plaqueamento das amostras submetidas ao 

enriquecimento (26 pelo enriquecimento em meio mineral suplementado com petróleo 

bruto, 14 pelo enriquecimento em meio mineral suplementado com óleo recuperado, 

22 pelo enriquecimento em meio BHI suplementado com óleo bruto e 6 pelo 

enriquecimento em meio BHI suplementado com óleo recuperado) (Anexo 2).  

Ao longo das etapas de isolamento, foi observada a ocorrência do mesmo 

morfotipo nas placas provenientes dos diferentes métodos e combustíveis utilizados, 

mais somente um único representante de cada foi selecionado. Determinou-se a 

densidade (UFC mL-1) e a caracterização dos diferentes isolados, considerando-se 
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algumas características da colônia como a cor, cremosidade (cremosa/opaca), 

rugosidade (lisa/rugosa) e aspecto da borda (regula/irregular). A coloração de Gram 

foi realizada para verificar a pureza dos isolados e caracterizá-los quanto à morfologia 

celular e o tipo de reatividade a essa coloração (Anexo 2).  

A densidade de colônias dos isolados obtidos pelos três métodos de isolamento foi 

variável. Pelo plaqueamento direto da amostra a densidade dos isolados variou de 

2x102 a 3x104 UFC mL-1, pelo plaqueamento de alíquotas das microplacas de 2,5x105 

a 5,2x107 UFC mL-1 e pelo enriquecimento de 1x104 a 2,1x109 UFC mL-1 (Anexo 2). 

De forma geral, houve a predominância de bactérias Gram positivos, que 

corresponderam a aproximadamente 67% do total (75 isolados), enquanto os Gram 

negativos corresponderam a aproximadamente 33% (37 isolados). Tanto pelo 

plaqueamento direto quanto pelo enriquecimento o número de isolados Gram 

positivos foi muito superior aos Gram negativos (12 Gram positivos e 3 Gram 

negativos pelo plaqueamento direto e 51 Gram positivos e 17 Gram negativos pelo 

enriquecimento). No plaqueamento de alíquotas das microplacas, o número de 

isolados Gram positivos e negativos se aproximou, sendo observados 17 Gram 

negativos e 12 Gram positivos (Anexo 2).   

Houve também a predominância de isolados bacterianos com forma de bastonete, 

que corresponderam a 75% do total (84 isolados) seguido pelos morfotipos com forma 

de cocos que corresponderam a aproximadamente 17% (19 isolados) e em menor 

quantidade pelos isolados com forma de cocobacilo, que representaram 

aproximadamente 8% (9 isolados). Pelo plaqueamento direto só foram obtidos 

isolados com forma de bastonetes e cocos (11 bastonetes e 4 cocos). Pelo 

plaqueamento de alíquotas das microplacas, foram obtidos 21 bastonetes, 6 cocos e 

2 cocobacilos e pelo enriquecimento 52 bastonetes 9 cocos e 7 cocobacilos (Anexo 

2). 

 Trabalhos que estudam a diversidade ou isolamento de micro-organismos a partir 

de ambientes contaminados revelam a presença de uma grande diversidade de 

bactérias tanto Gram positivas quanto Gram negativas. A maioria desses trabalhos 

tem relatado uma predominância de bactérias gram negativas (MORELLI et al., 2005; 

MOUNTEER et al., 2006; KABELITZ et al., 2009), mas também há trabalhos que 

relataram a predominância de bactérias Gram positivas. Vasileva-Tonkova e 

colaboradores (2008) avaliando a diversidade e caracterização morfo-fisiológica de 
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bactérias isoladas de efluentes industriais contaminados com hidrocarbonetos, que se 

mostraram capazes de crescer em meio suplementado com diferentes combustíveis, 

constataram que a maioria desses isolados (60%) eram Gram positivos.  

O método de isolamento e a fonte de carbono que permitiram a obtenção do maior 

número de isolados foram, de modo geral, o método com utilização do enriquecimento 

e o combustível óleo bruto. O enriquecimento é comumente empregado para a 

seleção de micro-organismos degradadores de hidrocarbonetos, utilizando-se meios 

de culturas adicionados de diferentes combustíveis, e seu uso já foi relatado em 

muitos trabalhos (RAHMAN et al., 2002; ZHANG et al., 2005; RUGGERI et al., 2009; 

MALIK & AHMED., 2012). Esse método de seleção se baseia no fato de que 

comunidades microbianas de ambientes contaminados com derivados de petróleo se 

adaptam, devido à pressão natural decorrente de adições sucessivas de 

hidrocarbonetos, adquirindo resistência aos contaminantes e também o aparato 

enzimático necessário para a sua degradação e utilização como fonte de carbono e 

energia. Essas adaptações ocorrem pela indução e/ou desrepressão de enzimas 

específicas ou mudanças genéticas que resultam na aquisição de novas atividades 

metabólicas (ROSATO, 1997). Como consequência, essas comunidades microbianas 

tem uma proporção maior de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos que podem 

responder a presença dos contaminates (OKERENTUGBA & EZERONYE., 2003) e 

estas têm o seu crescimento favorecido, ficando o meio de cultura utilizado na técnica 

enriquecido destas populações. 

O isolamento a partir do plaqueamento de alíquotas dos poços com crescimento 

positivo nas microplacas contendo meio mineral suplementado com óleo lubrificante, 

parafina ou querosene, de certa forma, também foi um método de enriquecimento. 

Optou-se por realiza-lo pelo fato de as bactérias presentes nesses meios terem sido 

capazes de crescer e permanecer por um período de incubação superior a 14 dias 

tendo esses combustíveis como únicas fontes de carbono, o que indicava que elas 

eram potencialmente capazes de degradar hidrocarbonetos presentes nos mesmos.  

Kostka e colaboradores (2011) conseguiram isolar bactérias aptas a degradar 

hidrocarbonetos de petróleo a partir de amostras de água marinha contaminada por 

derramamentos de óleo no golfo do México. O isolamento foi feito pelo 

enriquecimento das amostras em meio mineral suplementado com óleo e também a 

partir do plaqueamento de alíquotas de microplacas utilizadas em ensaios para 
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detecção do NMP mL-1 de bactérias degradadadoras de óleo. Gudna e colaboradores 

(2012), com o objetivo de isolar bactérias degradadoras de hidrocarbonetos de 

petróleo a partir de amostras obtidas de reservatórios de combustíveis, também 

utilizaram duas técnicas de isolamento, o plaqueamento direto e a técnica de 

enriquecimento em meio mineral suplementado com hexadecano. Eles não 

conseguiram obter nenhum isolado com a capacidade de degradar o óleo pelo 

plaqueamento direto, somente pelo enriquecimento.  

 

5.4) Identificação dos isolados bacterianos 

Após a extração de DNA das células bacterianas, a amplificação de regiões do 

gene do rRNA 16S foi realizada com sucesso para todos os isolados empregando-se 

os iniciadores 8f e 907r. Na análise por eletroforese em gel de agarose 1% foi 

observado que o produto de PCR de todos os isolados apresentou o tamanho de 

banda esperado, aproximadamente 900 pares de bases. Os produtos das reações de 

PCRs foram purificados e submetidos à técnica de sequenciamento com o objetivo de 

se identificar as espécies ou gênero dos isolado por meio da comparação das 

sequências obtidas com aquelas depositadas no Genbank.  

Dos 112 isolados, foi possível identificar 88 (aproximadamente 79%), sendo a 

maioria só ao nível de gênero. O isolado LAPEO 104 só pôde ser identificado ao nível 

de grupo e o isolado LAPEO 115 só ao nível de família. Muitos isolados após adição 

das sequências no Genbank foram caracterizados como bactérias não cultiváveis 

(LAPT 1, LAPT 12, LAPM 29, LAPM 38, LAPM 48, LAPER 56, LAPER 58, LAPER 62, 

LAPER 71 e LAPER 85) e podem representar novas espécies ainda não isoladas em 

cultura pura ou espécies conhecidas cujas sequências ainda não foram depositadas 

no banco de dados (PROSSER et al., 1999).  Os resultados estão apresentados na 

tabela 3. 

Ao todo foram identificados 16 gêneros diferentes na comunidade bacteriana: 

Escherichia, Pseudomonas, Enterobacter, Acinetobacter, Klebsiella, Shewanela 

(gama proteobacteria); Alcaligenes, Kertesia (beta proteobacteria); Ochrobactrum 

(alfa proteobacteria); Bacillus, Staphylococcus, Enterococcus (Firmicutes); 

Leocobacter, Rhodococcus (Actinobactéria); Stenotrophomonas e Chryseobacterium 

(Flavobacteria). 
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Método do 
isolamento 

Isolado Identificação Score ID (%) 

 
Plaqueamento 

direto 

LAPT 01 
LAPT 03 

Uncultured bacterium  
Rhodococcus sp. 

1053 
1275 

99% 
100% 

LAPT 04 Enterobacter sp. 616 93% 
LAPT 05 Staphylococcus sp. 1639 100% 
LAPT 06 Leucobacter sp. 1142 99% 
LAPT 07 Bacillus sp. 1408 100% 
LAPT 09 Bacillus sp. 1463 100% 
LAPT 12 Uncultured bacterium  1212 100% 
LAPT 15 Enterobacter sp. 1258 99% 
LAPT 20 Bacillus licheniformis 1640 100% 
LAPT 21 Bacillus sp. 1074 100% 
LAPT 22 Bacillus sp.  1637 99% 

Plaqueamento de 
alíquotas das 
microplacas 

LAPM 23 Bacillus sp. 1648 100% 
LAPM 24 
LAPM 27 

Enterobacter sp. 
Stenotrophomonas sp. 

610 
1428 

100% 
100% 

LAPM 28 Ochrobactrum intermedium 1480 99% 
LAPM 29 
LAPM 30 
LAPM 31 
LAPM 33 
LAPM 34 

Uncultured bacterium 
Acinetobacter junii 

Escherichia coli  
Staphylococcus sp. 

Chryseobacterium joostei 

1260 
918 

1615 
1528 
1522 

99% 
99% 

100% 
99% 
99% 

LAPM 36 Klebsiella sp. 1223 99% 
LAPM 38 Uncultured bacterium 1615 100% 
LAPM 39 Bacillus sp. 1635 100% 
LAPM 40 Enterobacter sp. 1544 99% 
LAPM 41 
LAPM 43 

Acinetobacter junii 
Enterobacter cloacae 

966 
1437 

100% 
100% 

LAPM 48 Uncultured bacterium 1242 100% 
LAPM 49 Bacillus sp. 1611 100% 
LAPM 50 Pseudomonas sp 1323 99% 
LAPM 52 Enterobacter cloacae 1330 99% 
LAPM 53 Stenotrophomonas maltophilia 1347 100% 

 
 

Plaqueamento do 
enriquecimento 

LAPER 54 Acinetobacter sp. 972 99% 
LAPER 56 
LAPER 57 

Uncultured bacterium 
Shewanella sp. 

1275 
1286 

100% 
99% 

LAPER 58 Uncultured bacterium  1308 100% 
LAPER 59 Bacillus sp. 979 99% 
LAPER 60 Alcaligenes sp.  1251 100% 
LAPER 61 Acinetobacter sp 894 99% 
LAPER 62 Uncultured bacterium 1513 99% 
LAPER 66 Enterococcus sp. 1339 99% 
LAPER 67 
LAPER 69 

Bacillus megaterium 
Bacillus sp. 

1463 
1291 

99% 
100% 

LAPER 70 Bacillus sp. 1583 100% 

Tabela 3. Identificação dos isolados por meio da compração de sequências obtidas 

da região 16S com sequências depositadas no GenBank  
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LAPER 71 
LAPER 72 
LAPER 73 
LAPER 74 
LAPER 76 

Uncultured bacterium 
Bacillus megaterium 
Bacillus megaterium 

Bacillus sp. 
Bacillus sp.  

1611 
1423 
1623 
1323 
1635 

99% 
100% 
100% 
10% 

100% 
LAPER 77 Bacillus pumilus 1648 99% 
LAPER 78  Staphylococcus sp. 1628 99% 
LAPER 79 
LAPER 80 

Bacillus sp. 
Bacillus anthracis 

1629 
1602 

100% 
100% 

LAPER 81 Bacillus megaterium 1637 100% 
LAPER 82 Bacillus sp. 1646 100% 
LAPER 84 Bacillus sp. 1652 100% 
LAPER 85 Uncultured Bacillus 1646 99% 
LAPER 86 Bacillus sp. 1363 100% 
LAPER 89 Alcaligenes sp 1188 99% 
LAPER 90 Bacillus subtilis 1639 99% 
LAPER 91 Bacillus sp. 1256 100% 
LAPER 92 Bacillus pumilus 1655 100% 
LAPER 93 Bacillus subtilis 1423 99% 
LAPER 94 Alcaligenes sp. 1173 100% 
LAPER 95 Bacillus sp. 1659 100% 
LAPEO 96 Kerstersia gyiorum 802 99% 
LAPEO 97 Bacillus sp 1410 100% 
LAPEO 98 Bacillus sp.  1644 100% 
LAPEO 99 Bacillus megaterium 1408 99% 

LAPEO 100 Bacillus sp. 1437 99% 
LAPEO 101 Bacillus sp. 1168 99% 
LAPEO 102 
LAPEO 103 
LAPEO 104 

Bacillus sp. 
Bacillus sp. 

Swine manure bacterium 

1659 
1661 
1628 

100% 
99% 
99% 

LAPEO 105 Bacillus sp. 1626 100% 
LAPEO 106 
LAPEO 107 

Bacillus sp.  
Bacillus sp.  

1648 
1644 

100% 
99% 

LAPEO 109 Ochrobactrum sp. 1208 100% 
LAPEO 111 Pseudomonas putida 1351 100% 
LAPEO 112 Ochrobactrum sp 1530 99% 
LAPEO 113 Escherichia coli  1310 99% 
LAPEO 115 Enterobacteriaceae bacterium  1000 98% 
LAPEO 117 Ochrobactrum sp.  1242 100% 
LAPEO 118 Enterococcus sp. 1491 100% 
LAPEO 119 Acinetobacter xiamenensis 1181 98% 
LAPEO 122 Staphylococcus saprophyticus 1360 100% 
LAPEO 123 Bacillus sp 1648 99% 
LAPEO 124 Bacillus megaterium 1454 99% 

 

 

A composição variou consideravelmente com o tipo de seleção utilizado. Para 

cada um dos três métodos de isolamento foi calculada a frequência relativa dos 

gêneros presentes (Figura 8). Ressalta-se que as frequências relativas dos gêneros 
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obtidos pelo plaqueamento das alíquotas das microplacas e pelo enriquecimento 

devem ser interpretadas com ressalvas, levando-se em consideração que esses 

isolados foram obtidos a partir de métodos nos quais houve a adição de diferentes 

combustíveis à amostra. Dessa forma, a amostra teve sua densidade natural alterada 

podendo-se afirmar somente que essas são as frequências relativas dos gêneros na 

mesma após a pressão seletiva imposta pela adição dos combustíveis. 

No isolamento por plaqueamento direto houve uma predominância dos gêneros 

Enterobacter (35,88%), Bacillus (30,42%), Leucobacter (17,94%) e Sthapylococcus 

(15,60%), ocorrendo em menor proporção o gênero Rhodococcus (0,16%) (Figura 8 

A). No isolamento a partir de alíquotas das microplacas suplementadas com os 

combustíveis houve uma predominância dos gêneros Stenotrophomonas (25,76%), 

Enterobacter (21,72%), Klebsiella (12,88%), Pseudomonas (11,67%), Bacillus 

(8,96%), Acinetobacter (8,66%) e Escherichia (6,84%), ocorrendo também de forma 

menos significativa a presença dos gêneros Ochrobactrum (2,01%), 

Chryseobacterium (1,25%) e Staphylococcus (0,24%) (Figura 8 B). Já no isolamento 

pelo método de enriquecimento houve uma predominância quase total do gênero 

Bacillus (97%), havendo uma ocorrência menor do gênero Kertesia (2,5%) e a 

ocorrência quase insignificativa (<1%) dos gêneros Staphylococcus, Acinetobacter, 

Enterococcus, Ochrobactrum, Escherichia, Alcaligenes e Shewanella, que não 

puseram ser expressos graficamente (Figura 8 C).  
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A 

B 

Figura 8: Frequência relativa (%) dos gêneros obtidos em cada um dos três métodos de isolamento. (A) Frequência relativa dos gêneros obtidos pelo 

plaqueamento direto. (B) Frequência relativa dos gêneros obtidos pelo plaqueamento de alíquotas das microplacas utilizadas nos ensaios de cálculo do 

NMP mL-1 de bactérias degradadoras de hidrocarbonetos. (C) Frequência relativa dos gêneros obtidos pelo enriquecimento. 
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Observa-se que a diversidade de gêneros no plaqueamento direto foi bem menor 

que nos outros métodos. Isso pode estar relacionado ao fato de que esse método 

favorece os organismos dominantes na comunidade em relação aos demais 

(ZHUANG et al., 2002). De modo geral, houve uma predominância do gênero Bacillus 

sp. e o fato de espécies desse gênero terem sido obtidas a partir do plaqueamento 

direto e também a abundância de seu isolamento a partir do enriquecimento evidencia 

sua competitividade e sugere que esse gênero desempenhe um importante papel no 

ambiente contaminado. Muitas espécies de Bacillus sp. tem a propriedade de 

colonizar ambientes contaminados com hidrocarbonetos (GAYLARD et al., 1999). Sua 

ocorrência tem sido associada a amostras de solo, água e sedimentos  contaminadas 

com hidrocarbonetos de petróleo, sendo muitas vezes as espécies predominantes 

nesses ambientes altamente poluídos (IJAH & ANTAI, 2003; CALVO et al.2004; 

NKWELANG et al., 2008; KOTSKA et al., 2011; GUDINA et al., 2012). Acredita-se que 

um dos principais  mecanismos que permite a adaptação e tolerância a níveis 

elevados desse contaminantes é a capacidade dos isolados desse gênero em formar 

endósporos, além da produção de Compostos Ativos de superfície e enzimas 

degradativas (ZHUANG et al., 2002).  

A dificuldade de separação das espécies dentro do gênero Bacillus utilizando a 

comparação de sequências do gene do rRNA 16S ocorre porque os grupos de 

espécies desse gênero são muito próximos filogeneticamente e indistinguíveis uns 

dos outros através de análise de sequências desse gene. Assim, a identificação de 

espécies do gênero Bacillus requer o uso de técnicas adicionais como o 

sequenciamento de regiões do gene codificador da DNA girase (Topoisomerase tipo 

II), análise de metil éster de ácidos graxos (FAME), hibridização DNA-DNA e testes 

bioquímicos (HUANG, 1996; LA DUC et al., 2004; XU & CÔTÉ, 2003). Em estudo 

realizado por Cunha e colaboradores (2006), diversas bactérias do gênero Bacillus 

foram isoladas a partir de um reservatório de petróleo e para alguns desses isolados 

houve uma grande dificuldade de distinção entre a espécie B. subtilis e B lichneformis 

ou entre as espécies B. cereus, B. anthracis e B. thurigiensis.  

Além do gênero Bacillus, bactérias dos gêneros Pseudomonas, Rhodococcus, 

Acinetobacter, Alcaligenes e Stenotrophomonas já foram isoladas de vários 

ambientes contaminados com hidrocarbonetos de petróleo como solo, lodo, 

sedimentos, água do mar, efluentes de refinarias e ainda de reservatórios de 
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combustíveis, após as amostras serem submetidas à enriquecimento em meio mineral 

suplementado com combustíveis (SÁNCHÉZ et al., 2001; ZHANG et al., 2005; DAS et 

al., 2007; GALLEGO et al., 2007; CHOPADE et al., 2010a; MADAMWAR et al., 2012). 

Bactérias dos gêneros Rhodococcus e Acinetobacter já foram observadas crescendo 

até mesmo diretamente em gotas de óleo (VAN-HAMME et al., 2003). 

Bactérias da família Enterobacteriaceae incluindo Enterobacter cloacae já foram 

isoladas diretamente a partir de óleo bruto e apresentaram elevado crescimento em 

meios minerais suplementados com hidrocarbonetos (CALVO et al., 2006). Também 

bactérias do gênero Staphylococcus e Ochrobactrum já foram isoladas a partir de 

sedimentos marinhos contaminados com petróleo e reservatórios de combustíveis 

(RAUCH et al., 2006; CHIKERE et al., 2009), lodo ativado e efluente do separador 

água-óleo de uma estação de tratamento de efluentes gerados por uma indústria 

petroquímica, além de solo contaminado com petróleo de um sistema de landfarming 

(CERQUEIRA et al., 2012). 

Os gêneros Chryseobacterium, Leucobacter e Enterococcus, diferentemente dos 

demais gêneros mencionados,  não são tipicamente caracterizados como gêneros de 

bactérias degradadoras de hidrocarbonetos, mas sua presença em ambientes 

contaminados com derivados de petróleo também já foi relatada. Bactérias do gênero 

Chryseobacterium já foram isoladas de solos contaminados com óleo bruto 

(OWSIANIAK et al. 2009) e bactérias do gênero Leucobacter de amostras ambientais 

submetidas a enriquecimento em meio mineral suplementado com óleo lubrificante e 

a partir de reservatórios de combustíveis, sendo que há algumas espécies, como L. 

Komgatae, que foram caracterizadas como produtoras de compostos tensoativos 

(RAUCH et al., 2006; SAIMAI et al a., 2012). O mesmo ocorre com bactérias do 

gênero Enterococcus, pois linhagens de E. faecium já foram isoladas de solo 

contaminado com creosol após a amostra ter sido submetida a enriquecimento em 

meio mineral contendo HPA como única fonte de carbono (MUELLER et al., 1997). 

Além dos gêneros mencionados anteriormente houve também uma grande 

ocorrência dos gêneros Escherichia, Klebsiella e em menor proporção Kertesia e 

Shewanella, o que está relacionando à origem da amostra coletada. A lagoa de 

tratamento não tem qualquer cobertura e por isso é alvo de dejetos e diversos outros 

resíduos orgânicos provenientes do ar e solo do entorno e esses gêneros de bactérias 

estão comumente relacionados ao trato gastroentestinal de animais de sangue quente 
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e material fecal. Há estudos, demonstrando que essas bactérias são capazes de 

sobreviver e se manter ativas em ambientes aquáticos contaminados com petróleo 

(SANTO-DOMINGO et al., 1989; CHIKERE et al., 2009). Assim, é provável que elas 

tenham tolerado os combustíveis e permanecido na amostra, mesmo não os 

utilizando como fonte de carbono e energia. 

De modo geral, a maior parte dos gêneros comumente relacionados à ambientes 

contaminados com petróleo e que são conhecidos na literatura por sua capacidade de 

degradação de hidrocarbonetos e utilização em processos de biorremediação foram 

obtidos, neste estudo, a partir dos métodos com adição de combustíveis à amostra. 

Isso demonstra que somente pelo plaqueamento direto das amostras, esses gêneros 

nem sempre podem ser isolados, muitas vezes por estarem em número reduzido, 

enfatizando a importância do uso da técnica de enriquecimento.  

 

5.5)Crescimento, atividade surfactante e emulsificante dos isolados bacterianos 

Todos os isolados obtidos pelos métodos de isolamento utilizados foram avaliados 

quanto à capacidade de crescer em glicose e óleo e bruto e de produzir CAS, pela 

medida da atividade emulsificante e/ou surfactante. Os resultados completos desses 

testes podem ser visualizados no anexo 3. 

 

5.5.1) Crescimento dos isolados bacterianos em glicose e óleo bruto 

Inicialmente foi avaliado o crescimento dos isolados nas duas fontes de carbono 

por meio de medidas da DO600 e também da biomassa seca (mg mL-1).  

O crescimento, avaliando-se os resultados de DO600, variou estatisticamente de 

acordo com o isolado e com a fonte de carbono (p<0,05). De modo geral, as maiores 

médias de crescimento foram proporcionadas pelo cultivo em meio mineral 

suplementado com glicose (Anexo 4). Os isolados que apresentaram os maiores 

valores de densidade ótica no meio com glicose foram LAPM 44, LAPER 56, LAPEO 

114, LAPEO 116, LAPEO 121, Ochrobactrum sp. LAPEO 112; Alcaligenes sp. LAPER 

60 e Stenotrophomonas sp. LAPM 27 (DO600>3,1). Também houve interação 

estatística entre os isolados e a fonte de carbono, e por isso a influência dessas 

fontes foi avaliada para cada isolado e muitos apresentaram altos valores de 

crescimento também no meio suplementado com óleo bruto, dentre eles os que 
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apresentaram os maiores valores foram LAPEO 121, LAPEO 110, LAPER 58; 

Ochrobactrum sp. LAPEO 117 e LAPEO 112; Alcaligenes sp. LAPER 89; 

Enterococcus sp. LAPER 66 e Alcaligenes sp. LAPER 60, (DO600>1,5), sendo 

isolados obtidos a partir de métodos de plaqueamento nos quais a amostra foi 

cultivada em meio suplementados com combustíveis (Anexo 3).  

O crescimento, em relação aos resultados obtidos pelos dados de biomassa, 

também variou estatisticamente de acordo com o isolado e com a fonte de carbono 

utilizada (p<0,05) (Anexo 5). Considerando-se todos os resultados, de um modo geral, 

as maiores médias de biomassa também foram proporcionadas pelo cultivo em meio 

mineral suplementado com glicose. Os isolados que apresentaram os maiores valores 

de crescimento com essa fonte foram LAPM 44, LAPER 56, LAPEO 114, LAPEO 121, 

Staphylococcus sp. LAPT 5, Klebsiella sp. LAPM 36, Enterobacter cloacae LAPM 43, 

Alcaligenes sp. LAPER 60 e Ochrobactrum sp. LAPEO 112 (Biomassa>1,8 mg mL-1) 

(Anexo 3). No desdobramento dos dados, não houve interação significativa entre os 

parâmetros isolado e fonte de carbono, e por isso não foi necessário analisar a 

influência das fontes de carbono para cada isolado individualmente.  

De modo geral, houve correspondência entre os resultados de crescimento nos 

dois métodos utilizados. Assim, optou-se por utilizar a leitura de densidade ótica nos 

ensaios subsequentes devido à facilidade de execução. 

 

5.5.2) Atividade emulsificante (E24) dos isolados bacterianos 

 Do total de 112 isolados avaliados, o sobrenadante de culturas de 100 

(aproximadamente 89%) apresentou atividade emulsificante, destes 24% somente 

com a utilização da glicose, 12% somente com a utilização do óleo e 64% com a 

utilização de ambas as fontes (Anexo 3).  

Isso está relacionado ao fato de que a fonte de carbono preferível para a produção 

de CAS microbianos, em geral, varia de acordo com a linhagem microbiana. O 

crescimento em hidrocarbonetos geralmente induz a síntese de CAS, mas isso não é 

um pré requisito para todos os micro-organismos o que tem motivado a realização de 

muitos trabalhos com o intuito de verificar a influência de diferentes fontes de carbono 

na produção de CAS por isolados específicos (SAIKIA et al., 2012).  

Das & Mukherjee (2007) estudaram a influência das fontes de carbono glicose, 

frutose, maltose, amido e glicerina, além de diferentes fontes de nitrogênio e 
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condições físicas na produção de CAS lipopeptídicos por duas diferentes linhagens de 

B. subtilis. Observou-se que a fonte de carbono mais favorável à produção foi a 

glicose, seguida da glicerina. Já em um trabalho semelhante com P. fluorescens 

Migula 1895-DSMZ e os substratos glicose, hexadecano e o óleo de oliva, a maior 

produção de CAS foi obtida a partir do óleo de oliva (ABOSEOUDE et al., 2008). 

A atividade emulsificante detectada variou estatisticamente de acordo com o 

isolado e com a fonte de carbono utilizada, sendo a glicose, de modo geral, a fonte 

que proporcionou as maiores médias. Também houve interação estatística 

significativa entre o isolado e a fonte de carbono utilizada e por isso a fonte de 

carbono foi analisada individualmente para cada isolado  (Anexo 6). 

Aproximadamente 60% dos isolados apresentaram valores de atividades  

emulsificantes estatisticamente iguais para as duas fontes de carbono e destes 

Stenotrophomonas sp. LAPM 27; Chryseobacterium joostei LAPM 34; Enterococcus 

sp. LAPER 66 e Ochrobactrum sp. LAPEO 109 apresentaram índices de 

emulsificação acima de 60% para as duas fontes. Por sua vez, os índices de 

emulsificação em meio mineral com glicose foram estatisticamente maiores para 

aproximadamente 25% dos isolados e em óleo para 15% dos isolados (Anexo 3). 

Os isolados foram agrupados em 5 classes, individualmente para cada fonte de 

carbono, definidas por meio da divisão da faixa de atividade obtida por 5, de acordo 

com os valores de atividade emulsificante (a5>a4>a3>a2>a1). Na classe a1 se 

enquadraram os isolados que apresentaram atividades emulsificantes de 0-15,11% e 

que corresponderam a 45 (40,2%) para a glicose e 57 (52%) para o óleo. Na classe 

a2 os isolados que apresentaram atividade emulsificante de 15,12-30,23% e que 

corresponderam a 27 (24,1%) para a glicose e 19 (17%) para o óleo. Na classe a3 os 

isolados que apresentaram atividades emulsificantes de 30,24-45,35% e que 

corresponderam a 14 (12,5%) para a glicose e 11 (9,8%) para o óleo. Na classe a4 os 

isolados que apresentaram atividades emulsificantes de 45,35-60,47% e que 

corresponderam a 11 para a glicose (9,8%) e 13 para o óleo (11,16%). Na classe a5, 

os isolados que apresentaram as maiores atividades emulsificantes, de 60,48-75,60% 

e que corresponderam 15 para a glicose (13,4%) e 12 para o óleo (10,7%) (Tabela 4).  

De acordo com Willumsen & Karlson (1997) um bom emulsificante deve ser capaz 

de apresentar um índice E24 superior a 50% e a maioria dos resultados publicados na 

literatura para diferentes isolados são valores em torno de 65% (FRANKENBERGUE 
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et al., 2005). Todos os isolados da classe a5 apresentaram índices E24 semelhantes 

aos obtidos em outros estudos. Dentre eles, os maiores índices de emulsificação 

obtidos, de 71,56%, 72,5%, 72,7%, 73,53%, 74,34%, 75% e 75,6%, respectivamente 

para os isolados Ochrobactrum sp. LAPEO 112; LAPER 58; Staphylococcus sp. LAPT 

5; Chryseobacterium joostei LAPM 34; Enterobacter cloacae LAPM 43, Acinetobacter 

sp. LAPER 54 e Enterobacter cloacae LAPM 52, quando crescidos em meio mineral 

suplementado com glicose (Anexo 3), superam essa média e demonstram que esses 

isolados são promissores para uso e exploração da produção dessas biomoléculas. 

Bactérias do gênero Staphylococcus já foram relatadas anteriormente como 

produtoras de CAS (MARIANO et al., 2008), mas não foi encontrado nenhum trabalho 

que relatasse um índice de emulsificação tão alto para um isolado desse gênero 

quanto o obtido nesse trabalho.  Okpokwasili & Nweke (2003) relataram a produção 

de CAS por uma linhagem de Staphylococcus sp. isolada de solo contaminado com 

óleo que foi capaz de emulsificar o próprio óleo, mas os índices E24 máximos obtidos 

foram de 25%. 

Poucos estudos têm relatado a produção de CAS por bactérias do gênero 

Ochrobactrum. Um deles é o trabalho de Ruggeri e colaboradores (2009), que dentre 

outros gêneros, isolaram uma linhagem de Ochrobactrum sp. com atividade 

emulsificante de 38%, quando crescida em glicose, além de  Baker e colaboradores 

(2007) que isolaram uma linhagem da espécie O. anthropi, que não mostrou uma 

excelente atividade emulsificante mas foi capaz de reduzir a tensão superficial do 

meio para valores próximos de 40 mN m-1.  

A produção de CAS pela espécie E. cloacae já é conhecida e foi evidenciada em 

muitos trabalhos. Isolados dessa espécie produzem bioemulsificantes de elevado 

peso molecular que aumentam a viscosidade da fase aquosa e é relatado que eles 

também produzem uma elevada quantidade de gás por mol de substrato utilizado, o 

que torna esses isolados promissores para uso na recuperação avançada de petróleo 

(MOWLA et al., 2011). Exopolissacarídeos excretado por  um isolado marinho da 

espécie E. cloacae  foi capaz de emulsionar várias hidrocarbonetos, óleos minerais e 

óleos vegetais (IYER et al., 2006) e o EPS de uma outra estirpe dessa espécie, 

secretado quando o isolado era crescido em hexadecano, apresentou índices de 

emulsificação de xileno  com valores próximos de 75% (LIU et al., 2010) 
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Diferentes espécies do gênero Acinetobacter produzem complexos de 

polissacarídeos ou proteínas que possuem propriedades tensoativas e por causa 

disso  há uma grande quantidade de estudos relativos ao isolamento e produção 

dessas moléculas por isolados desse gênero (KAPLAN & ROSENBERG, 1986; 

SHETE, 2003; MUTHUSAMY et al. 2008). As espécies A. calcoaceticus e A. 

radioresistens são as mais estudadas por serem indicadas como importantes 

produtores de dois potentes bioemulsificantes, respectivamente o emulsan e o alasan 

(ZOSIM et al., 1982; NAVON-VENEZIA et al., 1995). Entretanto há poucos estudos 

especificamente da espécie A. junii. Um deles é o de Patil & Chopade (2001) que 

relataram a capacidade do CAS produzido por um isolado dessa espécie, obtido de 

pele humana, em emulsificar óleo de oliva, mamona e pimenta. 

Apesar de serem normalmente isoladas de ambientes contaminados com 

hidrocarbonetos, como já mencionado, não foram encontrados relatos 

especificamente da produção de CAS por bactérias do gênero Chryseobacterium. 

Foi possível observar que praticamente todos os isolados desse estudo que se 

enquadraram na classe a5 foram provenientes de métodos de isolamento que 

envolveram a utilização de hidrocarbonetos de petróleo (Tabela 4). Isso está 

relacionado à seleção, nesses métodos, de um número maior de bactérias 

degradadoras de hidrocarbonetos, que muito comumente produzem CAS com 

atividade surfactante ou emulsificante, como forma de aumentarem a 

biodisponibilidade destes compostos hidrofóbicos no ambiente e sua posterior 

utilização como substrato (FLOODGATE, 1978; MARGESIN & SCHINNER, 2001; 

OLIVERA et al, 2003). 

Comparando-se os resultados de emulsificação dos sobrenadantes dos isolados 

com os de crescimento nas duas fontes de carbono observou-se que nem sempre o 

isolado que cresce mais produz mais CAS. Observou-se que 15% dos isolados que 

cresceram e produziram CAS com a utilização das duas fontes de carbono 

apresentaram um crescimento maior em glicose, porém melhores resultados da 

produção dessas moléculas com a utilização do óleo (Anexo 3). 

Shavandi e colaboradores (2011) avaliando o crescimento e produção de CAS por 

Rhodococcus sp. a partir de sacarose, querosene, n-heptano, n-octano, n-

hexadecano, n-parafina e gasolina, observaram que apesar da sacarose ter sido a 
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fonte que propiciou o maior aumento de biomassa, os melhores resultados quanto à 

produção de CAS foram obtidos com o cultivo em querosene e parafina. 

 

 

 

Faixa   Glicose Óleo bruto 

 a1                                                      
0,0-15,11% 

Não identificados = LAPT 1, LAPT 8, LAPT 12, LAPT 14, 
LAPM 26, LAPM 42, LAPM 44, LAPER 55, LAPER 56, 
LAPER 63, LAPER 68, LAPER 83, LAPER 87, LAPEO 104, 
LAPEO 116;   
 
Bacillus sp. LAPT 21, LAPT 22, LAPM 23, LAPM 39, 
LAPER 59, LAPER 70, LAPER 74, LAPER 76, LAPER 79, 
LAPER 82, LAPER 91, LAPER 95, LAPER 98, LAPEO 101,  
LAPEO 102, LAPEO 103, LAPEO 123; 
B. anthracis LAPER 80; 
B. megaterium  LAPER 67, LAPER 72, LAPER 73, LAPER 
81, LAPEO 124; 
Staphylococcus sp. LAPM 33; 
Rhodococcus sp. LAPT 3; 
Acinetobacter junii LAPM 30, LAPM 41; 
Enterococcus sp. LAPEO 118; 
Ochrobactrum sp. LAPEO 117; 
O. intermedium LAPM 28. 

Não identificados = LAPT 1, LAPT 8, LAPT 14, LAPT 
17, LAPM 26, LAPM 29, LAPM 32, LAPM 37, LAPM 
42, LAPM 44,  LAPM 45,  LAPM 47, LAPM 51,  
LAPER 56, LAPER 58, LAPER 63, LAPER 68, LAPER 
71, LAPER 87, LAPEO 115; 
   
Enterobacter sp. LAPM 24, LAPM 40; 
Bacillus sp.   LAPT 21, LAPT 22, LAPM 23, LAPM 39, 
LAPER 69, LAPER 74, LAPER 76, LAPER 79, LAPER 
86, LAPER 91, LAPER 95, LAPEO 97, LAPER 98, 
LAPEO 100, LAPEO 101, LAPEO 106, LAPEO 123;  
B. megaterium LAPER 67, LAPER 72, LAPER 73; 
LAPEO 124; 
B. pumilus LAPER 77, LAPER 92;   
B. anthracis LAPER 80; 
B. subtilis LAPER 93; 
Escherichia coli LAPM 31; 
Leucobacter sp.  LAPT 6; 
Klebsiella sp. LAPM 36;   
Alcaligenes sp. LAPER 60, LAPER 94; 
Acinetobacter juniiLAPM 30; 
Kertesia gyorum LAPEO 96; 
Shewanella sp. LAPER 57; 
Ochrobactrum intermedium  LAPM 28; 
Staphylococcus sp. LAPM 33. 

    
    
    
    
    

Total  45 57 

 a2                                           
015,12-30,23% 

Não identificados = LAPM 29, , LAPM 32, LAPM 38, 
LAPM 47, LAPM 48, LAPM 51, LAPER 85, LAPER 88, 
LAPEO 114, LAPEO 115 
 
Enterobacter sp.   LAPT 4, LAPM 40; 
Bacillus sp.  LAPT 7, LAPM 49, LAPER 69, LAPEO 97; 
LAPEO 100, LAPEO 105, LAPEO 107;  
B. pumillus  LAPER 92; 
B. megaterium  LAPEO 99; 
 B. subtilis LAPER 93; 
Leucobacter sp. LAPT 6; 
Kertesia gyiorum LAPEO 96; 
Escherichia coli LAPM 31;  
Klebsiella  sp. LAPM 36; 
Pseudomonas sp.  LAPM 50. 

Não identificados = LAPER 55, LAPER 83, LAPER 88;  
 
Bacillus sp.  LAPT 7, LAPT 9, LAPER 70, LAPER 82,  
LAPER 84, LAPEO 105; 
B. megaterium LAPM 81; 
Rhodococcus  sp. LAPT 3,   
Enterobacter sp. LAPT 4;  
E. cloacae LAPM 43; 
Acinetobacter  sp.LAPER 61; 
A. junii LAPM 41; 
A. xiamenensis LAPEO 119; 
Enterococcus sp. LAPEO 118; 
Pseudomonas putida LAPEO 111;  
Staphylococcus sp.  LAPER 78. 

Total  27 19 

a3                                                  
30,24-45,35% 

Não identificados = LAPT 17, LAPM 37, LAPM 45, 
LAPM 46, LAPER 64; 
 

Não identificados = LAPM 38, LAPER 62, LAPER 64, 
LAPER 85;  

Bacillus sp. LAPT 9, LAPER 84; Bacillus sp. LAPEO 103; 
B. pumillus LAPER 77; 
Enterobacter sp. LAPM 24; 
Staphylococcus sp. LAPER 78; 

B. megaterium LAPEO 99; 
B. licheniformis LAPT 20; 
Staphylococcus sp. LAPT 5; 

Alcaligenes sp LAPER 94; Enterobacter sp. LAPT 15; 

Tabela 4. Valores de atividade emulsificante (E24) agrupados em cinco classes 
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Acinetobacter xiamenensis LAPEO 119; 
Escherichia coli LAPEO 113; Acinetobacter sp. LAPER 54; 
Shewanella sp. LAPER 57. Alcaligenes sp. LAPER 89. 

Total  14 11 

a4                                                        
45,36-60,47% 

Não identificados = LAPEO 121, LAPER 62; 
  
Enterobacter sp. LAPT 15; 
Bacillus sp. LAPER 86, LAPEO 106; 
B. subtilis LAPER 90; 
B. licheniformis LAPT 20; 
Staphylococcus saprophyticus  LAPEO 122; 
Pseudomonas putida LAPEO 111; 
Alcaligenes sp.  LAPER 60, LAPER 89. 

Não identificados = LAPM 46, LAPEO 108, LAPEO 
110, LAPEO 114, LAPEO 116, LAPEO 121; 
 
Bacillus sp.   LAPM 49, LAPEO 102, LAPEO 107; 
Ochrobactrum sp.  LAPEO 112; 
Pseudomonas sp.  LAPM 50; 
Enterobacter cloacae LAPM 52; 
Stenotrophomonas maltophilia LAPM 53. 

Total  11 13 

a5                                                       
60,48-75,60% 

Não identificados = LAPER 58, LAPER 71, LAPEO 108, 
LAPEO 110;  
 

Não identificados = LAPT 12, LAPM 48, LAPEO 104; 

Ochrobactrum sp.  LAPEO 109, LAPEO 112; 
Bacillus sp. LAPER 59; 
B. subtilis LAPER 90; 

Acinetobacter sp. LAPER 54, LAPER 61; Ochrobactrum sp. LAPEO 109, LAPEO 117; 

Enterobacter cloacae LAPM 43; LAPM 52; Escherichia coli  LAPEO 113; 

Enterococcus sp. LAPER 66; Enterococcus sp. LAPER 66; 

Stenotrophomonas sp. LAPM 27; Stenotrophomonas sp. LAPM 27; 

S. maltophilia LAPM 53; Chryseobacterium joostei LAPM 34; 

Staphylococcus sp. LAPT 05; 
Chryseobacterium joostei LAPM 34. 

Staphylococcus saprophyticus LAPEO 122. 

Total  15 12 

 

A  maioria das pesquisas de CAS microbianos tem sido direcionada para moléculas 

bem caracterizadas produzidas principalmente pelos gêneros Pseudomonas, Bacillus, 

Acinetobacter e Cândida (SAIMAI et al., 2012b). No entanto, muitos isolados 

produtores de CAS, de gêneros filogeneticamente distintos, têm sido isolados de 

ambientes terrestres e aquáticos. Isso reforça a importância desses estudos que 

possibilitarão um maior conhecimento da diversidade, papéis fisiológicos, aplicações e 

potenciais dessas biomoléculas (BODOUR et al, 2003; FRANKENBERGER et al, 

2005; TOLEDO et al, 2006).  

 

5.5.3) Atividade surfactante dos isolados bacterianos 

A atividade surfactante foi determinada por meio do teste do espalhamento da 

gota, que avalia o aumento do diâmetro da gota do sobrenadante em placas de 

poliestireno, e também por meio de leituras da tensão superficial do sobrenadante em 

tensiômetro.  

Em relação ao teste de espalhamento da gota todos os isolados apresentaram 

atividade surfactante (AS) com a utilização de pelo menos uma das fontes de 
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carbono, indicada pela formação de gotas com diâmetros estatisticamente diferentes 

do controle. 

Considerando-se os demais resultados, a atividade surfactante variou 

estatisticamente com o isolado, mas não variou com a fonte de carbono utilizada 

Entretanto, a interação entre o isolado e a fonte de carbono foi significativa (p<0,05) e 

por isso foi feito o desdobramento dos dados de AS obtidas com as 2 fontes de 

carbono para a variável isolado (anexo 7).  

Nesse estudo 87,5% dos isolados apresentaram valores de atividades 

surfactantes estatisticamente iguais em ambas às fontes de carbonos. Já os isolados 

LAPT 1, LAPEO 114, Bacillus pumilus LAPER 92; Rhodococcus sp. LAPT 3; 

Ochrobactrum sp. LAPEO 117; O. intermedium LAPM 28; Acinetobacter sp. LAPER 

61; Staphylococcus sp. LAPER 78 e (7,1% do total) apresentaram atividades 

surfactantes estatisticamente maiores quando crescidos em óleo bruto e os isolados 

LAPM 48; Enterobacter sp. LAPT 4; Bacillus sp. LAPEO 97 e LAPEO 107; B. subtilis 

LAPER 93; e Acinetobacter xiamenensis LAPEO 119 (5,4% do total) quando 

crescidos em glicose (anexo 3). 

Os isolados também puderam ser agrupados em cinco faixas (a5>a4>a3>a2>a1) 

individualmente para as duas fontes de acordo com os resultados de espalhamento 

da gota. Os melhores resultados ficaram agrupados na classe a5. Na classe a1 

ficaram agrupados os isolados que promoveram um espalhamento da gota de 0-

0,44cm e que corresponderam a 68 (60,7%) para a glicose e 57 (50,9%) para o óleo. 

Na classe a2 os isolados que promoveram espalhamentos da gota de 0,45-0,87cm e 

que corresponderam a 30 (26,8%) para a glicose e 42 (37,5%) para o óleo. Na classe 

a3 os isolados que promoveram espalhamentos da gota de 0,88-1,31cm e que 

corresponderam a 10 (8,9%) para a glicose e 9 (8%) para o óleo. Na classe a4 os 

isolados que promoveram espalhamentos da gota de 1,32-1,73cm e que 

corresponderam a 2 (1,8%) para a glicose e 3 (2,7%) para o óleo. Na classe a5 os 

isolados que promoveram espalhamentos da gota de 1,74-2,17% e que 

corresponderam a 2 (1,8%) para o óleo e 1 (0,9%) para a glicose (Tabela 5). 

Os maiores resultados, na classe a5, foram obtidos para os isolados 

Ochrobactrum intermedium LAPM 28 (2,17 cm), quando crescido em óleo e Bacillus 

subtilus LAPER 93 e Bacillus sp. LAPEO 107, quando crescidos em glicose (2,11 e 

1,77 cm, respectivamente) (anexo 3).  
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Faixa Glicose Óleo bruto 

 Não identificados=LAPT 1, LAPT 12, LAPT 22, LAPM 29, LAPM 
32, LAPM 37, LAPM 38, LAPM 42, LAPM 44, LAPM 45, LAPM 
46,  LAPER 51, LAER 55, LAPER 56, LAPER 62, LAPER 63, LAPER 
64, LAPER 85, LAPEO 104, LAPEO 110, LAPEO 114, LAPEO 115;  
 
Rhodococcus sp. LAPT 3;  
Staphylococcus sp. LAPT 5, LAPM 33, LAPER 78; 
S. saprophyticus LAPEO 122;  
Bacillus sp. LAPT 7, LAPT 9, LAPM 39, LAPER 49, LAPER 59, 
LAPER 69, LAPER 76, LAPER 79, LAPER 86, LAPER 91, LAPER 95, 
LAPEO 98, LAPEO 100, LAPEO 101, LAPEO 102, LAPEO 103, 
LAPEO 105, LAPEO 106; 
B. pumilus LAPER 77, LAPER 92;  
B. megaterium LAPER 72, LAPER 81, LAPEO 99, LAPEO 124;  

Stenotrophomonas sp. LAPM 27;  
S. malthopila LAPM 53;  
 Klebsiella sp. LAPM 36;  
Enterobacter sp.LAPM 24,  LAPM 40;  
Acinetobacter sp. LAPER 54, LAPER 61;  
A. junii LAPM 41; 
Pseudomonas sp. LAPM 50;  
P. putida LAPEO 111;  
Enterococcus sp. LAPER 66, LAPEO 118; 
Escherichia coli LAPM 31, LAPEO 113;  
Ochrobactrum sp. LAPEO 109, LAPEO 112, LAPEO 117. 

Não identificados = LAPT 8, LAPT 12, LAPT 14, LAPM 37, 
LAPM 38, LAPM 42, LAPM 44, LAPM 46, LAPM 47, LAPM 48, 
LAPM 51, LAPER 56, LAPER 62, LAPER 63, LAPER 64, LAPER 
71, LAPER 85, LAPER 87, LAPER 88, LAPEO 110, LAPEO 115;  
 
Enterobacter sp. LAPT 4, LAPM 24; 
Enterobacter cloacae LAPM 43, LAPM 52;  
Bacillus sp. LAPT 7, LAPER 59, LAPER 69, LAPER 79, LAPER 82, 
LAPER 86, LAPER 91, LAPER 95, LAPEO 97, LAPEO 98, LAPEO 
101, LAPEO 102, LAPEO 103 LAPEO 106;  
B. megaterium LAPER 67, LAPER 72 LAPER 73, LAPER 81, 
LAPEO 99;  
B. pumilus LAPER 77;  
B. subtilis LAPER 90, LAPER 93;  

B. anthracis LAPER 80; 

Staphylococcus sp. LAPM 33;  

Chryseobacterium joostei LAPM 34;  
Klebsiella sp. LAPM 36;   
Pseudomonas sp. LAPM 50;  
Enterococcus sp. LAPEO 118;  
Escherichia coli LAPEO 113; 
 Ochrobactrum sp. LAPEO 109, LAPEO 112;  
Acinetobacter xiamenensis LAPEO 119. 

  
  
  
  
  
  
  

  
a1                                          

0,00-0,44 cm 
  

 
  

  

Total  68 57 

 Não identificados =LAPT 14, LAPT 17, LAPM 26, LAPM 47, 
LAPM 57, LAPM 58, LAPER 68, LAPER 71, LAPER 83, LAPER 87, 
LAPER 88, LAPEO 108, LAPEO 121;  
 
Enterobacter sp. LAPT 15;  
E. cloacae LAPM 43, LAPM 52;  
 Bacillus sp. LAPT 21, LAPER 70, LAPER 74, LAPER 82, LAPER 84, 
LAPEO 123;  
B. licheniformis LAPT 20;  
B megaterium LAPER 67, LAPER 73;  

B. anthracis LAPER 80 

Ochrobactrum intermedium LAPM 28;  
Chryseobacterium joostei LAPM 34;  
Alcaligenes sp. LAPER 89;  

Kertesia gyiorum LAPEO 96.  

Não identificados = LAPT 17, LAPM 26, LAPM 29, LAPM 32, 
LAPM 45, LAPM 55, LAPER 58, LAPER 68, LAPER 83, LAPEO 
104, LAPEO 108, LAPEO 116, LAPEO 121;  
  
Bacillus sp. LAPT 9, LAPT 22, LAPM 23, LAPM 39, LAPM 49, 
LAPER 70, LAPER 76, LAPER 84, LAPEO 100, LAPEO 105, 
LAPEO 107, LAPEO 123;  
B. megaterium LAPEO 124;  
Enterobacter sp. LAPT 15 LAPM 40;  
Escherichia coli LAPM 31; 
Stenotrophomonas sp. LAPM 27;   

S. maltophilia LAPM 53;  

Acinetobacter sp. LAPER 54, LAPER 61;  
A. junii LAPM 41; 
Shewanella sp. LAPER 57;  
Alcaligenes sp. LAPER 60, LAPER 89, LAPER 94;  

Enterococcus sp. LAPER 66;  
Pseudomonas putida LAPEO 111;  
Staphylococcus saprophyticus LAPEO 122;  

Kertersia gyorum LAPEO 96.  

  
  
  
  

a2                                             

0,45-0,87 cm 

  
  
  
  

  

Total  30 42 

 

 

Tabela 5. Valores de atividade surfactante (espalhamento da gota) agrupados em 

cinco classes 
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 Não identificados =LAPT 8, LAPM 48, LAPEO 116;  
 
Bacillus sp. LAPM 23, LAPEO 97;  
B. subtilis LAPER 90;  
Acinetobacter junii LAPM 30;  
A. xiamenensis LAPEO 119;  
Alcaligenes sp. LAPER 60, LAPER 94. 

Não identificados = LAPEO 114;  
 
Rhodococcus sp. LAPT 3;  
Staphylococcus sp.  LAPT 5, LAPER 78;  
Bacillus sp. LAPT 21, LAPER 74;  
B. licheniformis LAPT 20;  
B. pumilus LAPER 92;   

Ochrobactrum sp. LAPEO 117. 

a3                                                    

0,88-1,31 cm 

 

  

Total  10 9 

a4                       
1,32-1,73 cm 

Enterobacter sp. LAPT 4;  
Leucobacter sp. LAPT 6. 

Não identificados= LAPT 1 
 
Leucobacter sp. LAPT 6;  
Acinetonacter junni LAPM 30. 

Total  2 3 

a5                                          
1,74-2,17 cm 

Bacillus subtilis LAPER 93;  Ochrobactrum intermedium LAPM 28. 

Bacillus sp. LAPEO 107. 

Total  2 1 

 

A atividade surfactante, determinada pela medida de tensão superficial, foi 

avaliada em 103 isolados do total de 112. A mesma variou estatisticamente com o 

isolado e com a fonte de carbono utilizada (p<0,05), sendo a glicose a fonte que de 

modo geral, proporcionou as maiores médias. A interação entre a fonte de carbono e 

o isolado também foi significativa e por isso a influência da fonte de carbono foi 

avaliada individualmente para cada isolado (anexo 8). 

Para 77% dos isolados o resultado de redução da tensão superficial do meio foi 

estatisticamente igual para as duas fontes, para 12,6% foi maior em meio mineral 

suplementado com glicose e 6,8% em meio mineral suplementado com óleo. 

Os isolados bacterianos foram agrupados em 5 classes (a5<a4<a3<a2<a1), como 

descrito anteriormente, individualmente para as duas fontes de carbono, sendo que os 

maiores valores de redução da tensão superficial em relação ao controle de 69,25 mN 

m-1 ficaram agrupados na classe nas classes a1. Na classe a5 ficaram agrupados os 

isolados que promoveram reduções do meio para 68,02-60,25 mN m-1, que 

corresponderam a 28 (27,18%) para a glicose e 16 (15,53%) para o óleo. Na classe 

a4 os isolados que promoveram reduções do meio para 60,24-50,10 mN m-1, que 

corresponderam a 34 (33%) para a glicose e 48 (46,6%) para o óleo. Na classe a3 os 

isolados que promoveram reduções do meio para 50,09-41,48 mN m-1, que 

corresponderam a 32 (31,06%) para a glicose e 29 (28,15%) para o óleo. Na classe 

a2 os isolados que promoveram reduções do meio para 41,47-35,07 mN m-1, que 

corresponderam a 6 (5,82%) para a glicose e 9 (8,74%) para o óleo. Na classe a1, os 
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isolados que promoveram as maiores reduções do meio para valores de 35,06 a 

29,89 mN m-1, que corresponderam a 3 (2,91%) para a glicose e 1 (0,97%) para o 

óleo (Tabela 6). 

Segundo Desai & Banat (1997), micro-organismos bons produtores de CAS devem 

reduzir a tensão superficial do meio para valores próximos de 35mN m-1 e segundo 

Cooper (1986) micro-organismos capazes de reduzir a tensão para valores inferiores 

a 40 mN m-1 já podem ser considerado promissores quanto à produção dessas 

moléculas e potencialmente exploráveis. Dessa maneira, o padrão de redução de 

tensão observados para as classes a 2 e a1 permitem classificar esses isolados como 

bons produtores de surfactantes, principalmente os  isolados da classe a1, que são 

Bacillus subtilis LAPER 90 e LAPER 93 e Alcaligenes sp. LAPER 94, quando 

cultivados em glicose, e Bacillus sp. LAPM 39, quando crescido em óleo (Tabela 6), 

que foram capazes de reduzir a tensão do meio para valores de 33, 29,9, 30,5 e 34,27 

mN m-1 respectivamente, o que corresponde às respectivas reduções da tensão 

superficial de 52, 56, 58 e 50,5% (Anexo 3). 

Os melhores valores de redução final da tensão superficial obtidos nesse trabalho 

são superiores aos valores descritos em outros trabalhos semelhantes, de isolamento 

e prospecção de bactérias a partir de ambientes contaminados com petróleo. Batista 

e colaboradores (2006), por exemplo, isolaram 17 bactérias produtoras de CAS a 

partir de amostras de água de praias brasileiras contaminadas com óleo e os 

melhores resultados obtidos por 6 isolados, foi uma redução do meio para valores 

próximos de 40 mN m-1. 

 

Faixa   Glicose Óleo bruto 

a1                         
29,89-35,06               

mN m-1 

Bacillus subtilis. LAPER 90, LAPER 93; 
 Acaligenes sp. LAPER 94. 

Bacillus sp. LAPM 39. 

Total  3 1 

a2                         
35,07-41,47 mN m-1 

  

Não identificados =LAPT 14;  
 
Bacillus sp. LAPER 49, LAPER 84;  
B. licheniformis LAPT 20;  
Chryseobacterium joostei LAPM 34;  
Klebsiella sp. LAPM 36. 

Não identificados = LAPM 32, LAPM 37, LAPM 38, LAPM 42, LAPM 
45; 
 
Bacillus sp. LAPT 22, LAPER 84;  
Shewanella sp. LAPER 57; 
Chryseobacterium joostei LAPM 34.  

 
Total  6 9 

Tabela 6. Valores finais de redução da tensão superficial do sobrenadante 

agrupados em cinco classes 



 

 

 

70 

 
 

 

a3 
Não identificados = LAPT 12, LAPT 17, LAPM 
26, LAPM 29, LAPM 32, LAPM 37, LAPM 42, 
LAPM 44, LAPM 45, LAPM 46, LAPER 62;  
 
Bacillus sp. LAPT 7, LAPT 9, LAPT 21, LAPT 22, 
LAPM 23, LAPM 39, LAPER 70, LAPER 76; 
Enterobacter sp. LAPT 4, LAPT 15, LAPM 40;  
E. cloacae LAPM 43; 
Leucobacter  LAPT 6; 
Staphylococcus sp. LAPT 5, LAPM 33; 
Pseudomonas sp. LAPM 50; 
Ochrobactrum sp. LAPEO 117;  
O. intermedium LAPM 28; 
Acinetobacter junii LAPM 30, LAPM 41; 
A. xiamenensis LAPEO 119. 

  

Não identificados =LAPT 12, LAPT 14, LAPT 17, LAPM 26, LAPM 29, 
LAPM 44, LAPER 62, LAPER 68; 
 
Staphylococcus sp. LAPT 5, LAPM 33; 
Bacillus sp. LAPT 7, LAPT 9, LAPT 21, LAPM 23, LAPM 49; 
B. licheniformis LAPT 20;  
Leucobacter sp. LAPT 6; 
Enterobacter sp. LAPM 40; 
Enterobacter cloacae LAPM 43; 
Enterococcus sp.LAPER 66; 
Escherichia coli LAPM 31; 
Acinetobacter sp. LAPER 54; 
Acinetobacter junii LAPER 30, LAPER 41; 
Stenotrophomonas sp. LAPM 27; 
Klebsiella sp. LAPM 36; 
Ochrobactrum intermedium LAPM 28; 
Alcaligenes sp, LAPER 94; 
Kertesia gyiorum LAPEO 96. 

41,48-50,09 mN m-1 

  
  

  
  
  
  
  
  

  
  

Total  32 29 

  Não identificados = LAPT 8, LAPM 38, LAPM 47, 
LAPM 48, LAPM 51, LAPER 58, LAPER 71, LAPER 
85, LAPEO 121; 
 
Rhodococcus sp. LAPT 3; 
Bacillus sp. LAPER 59, LAPER 69, LAPER 74, 
LAPER 86, LAPER 91, LAPEO 100, LAPEO 102, 
LAPEO 103, LAPEO 105; 
B. megaterium LAPEO 99; 
B. pumilus LAPER 77, LAPER 92; 
B. anthracis LAPER 80; 
Stenotrophomonas sp. LAPM 27; 
Escherichia coli LAPM 31; 
Enterobacter sp. LAPM 24; 
Enterobacter cloacae LAPM 52; 
Enterococcus sp. LAPER 66; 
Acinetobacter sp. LAPER 54; 
Shewanella sp. LAPER 57; 
Kertesia gyiorum LAPEO 96; 
Ochrobactrum sp. LAPEO 109, LAPEO 112; 
 Staphylococcus saprophyticus LAPEO 122. 

Não identificados = LAPT 8, LAPM 46, LAPM 48, LAPM 51, LAPER 55, 
LAPER 58, LAPER 71, LAPER 83, LAPER 88, LAPEO 104, LAPEO 108, 
LAPEO 110, LAPEO 115, LAPEO 116, LAPEO 121; 
Bacillus sp. LAPER 59, LAPER 69, LAPER 70, LAPER 76, LAPER 91, 
LAPER 95, LAPER 98, LAPEO 100, LAPEO 102, LAPEO 103, LAPEO 
105,  
B. anthracis LAPER 80; 
 
B. megaterium LAPEO 99, LAPEO 124; 
B. pumilus LAPER 77, LAPER 92; 
B. subtilis LAPER 90, LAPER 93; 
Rhodococcus sp. LAPT 3; 
Pseudomonas sp. LAPM 50; 
Stenotrophomonas maltophilia LAPM 53; 
Alcaligenes sp. LAPER 60, LAPER 89; 
Eterobacter sp. LAPT 4, LAPT 15, LAPM 24; 
E. cloacae LAPM 52; 
Acinetonacter sp. LAPM 61; 
A. xiamenensis LAPEO 119; 
Ochrobactrum sp. LAPEO 109, LAPEO 112; 
Escherichia coli LAPEO 113; 
Staphylococcus saprophyticus LAPEO 122. 

 
 
 
 

a4                                             
50,10-60,24 mN m-1 

 
 
 
 
 
 
 

 

  
  

Total  34 48 

  
 

 

 

 

Não identificados = LAPER 55, LAPER 68, LAPER 
83, LAPEO 104, LAPEO 108, LAPEO 110, LAPEO 
114, LAPEO 115, LAPEO 116, LAPEO 121; 
 
Bacillus sp. LAPER 82, LAPER 95, LAPEO 97,  
LAPER 98, LAPEO 101, LAPEO 107, LAPEO 123; 
B. megaterium LAPER 67, LAPER 73, LAPER 81, 
LAPEO 124; 
Acinetobacter sp. LAPER 61;  
Alcaligenes sp. LAPER 60, LAPER 89;  
Enterococcus sp. LAPEO 118; 

Não identificados = LAPM 47, LAPER 85, LAPEO114; 
 
Bacillus sp. LAPER 74, LAPER 82, LAPER 86, LAPEO 97, LAPEO 101, 
LAPEO 107, LAPEO 123; 
B. megaterium LAPER 67, LAPER 73, LAPER 81; 
Pseudomonas putida LAPEO 111; 
Ochrobactrum sp. LAPEO 117; 
Enterococcus sp. LAPEO 118. 

  
a5                        

60,25-68,02 mN m-1 
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Escherichia coli LAPEO 113; 
Pseudomonas putida LAPEO 111; 
Stenotrophomonas maltophilia LAPM 53. 

Total  28 16 

 

Isolados do gênero Bacillus são comumente relatados como bons produtores de 

CAS (DESAI et al., 2008b; JING et al., 2011), com destaque para a espécie B. subtilis, 

cujas biomoléculas vem  despertando grande interesse devido à sua alta atividade 

superficial e potencial terapêutico (SANDRIN et al., 1990; BESSON & MICHEL., 

1992). Os valores de tensão obtidos pelos isolados de B. subtilis nesse trabalho (33 

mN m-1 e 29.9 mN m-1) estão em acordo com os valores de tensão obtidos para 

outros isolados dessa espécie avaliados em diferentes trabalhos. Em Gudna e 

colaboradores (2012), por exemplo, foram obtidos valores de tensão para isolados de 

B. subtilis na faixa de 29,9-32,0 mN m-1. Diferentes aplicações já foram descritas para 

CAS produzidos por isolados dessa espécie, incluindo recuperação avançada de 

petróleo, com taxas de remoção do óleo residual em colunas empacotadas com areia 

variando de 22 a 60% (SUTHAR et al., 2008; PORNSUNTHORNTAWEE et al., 2008). 

Adicionalmente estudos dessas biomoléculas demonstraram que elas são estáveis 

em condições extremas de pH, temperatura e força iônica (SCHALLER et al., 2004). 

A produção de CAS já foi relatada para algumas espécies do gênero Alcaligenes, 

principalmente A. faecalis, que é a espécie mais estudada do gênero em relação à 

produção dessas biomoléculas (RAKATOZAFY et al., 1999; CALVO et al., 2008). 

Bharali e colaboradores (2011) estudaram um CAS produzido por uma linhagem de A. 

faecalis que  reduziu a tensão do meio de 71.6 para 32.3 mN m-1, valor um pouco 

maior do que foi obtido nesse trabalho (30,5 mN m-1). 

Comparando-se os dados obtidos pelos dois métodos utilizados para avaliar a 

atividade surfactante, o espalhamento da gota e a redução de tensão superficial, 

verifica-se que houve corespondência, pois com a exceção de alguns isolados, a 

maioria que apresentou bons resultados com o uso de uma técnica também 

apresentou bons resultados com o uso da outra e vice-versa. 

Há diversos métodos de triagem conhecidos para a detecção de micro-organismos 

produtores de biossurfactantes/bioemulsificantes. Estes métodos incluem hemólise 

em ágar sangue, hidrofobicidade de superfície celular, colapso da gota, espalhamento 

da gota,  propagação do óleo, formação de halos em meio contendo CTAB-azul de 
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metileno, atividade emulsificante, redução de tensão superficial/interfacial, dentre 

outros (CHOPADE et al., 2010b). A maioria dos trabalhos de prospecção de micro-

organismos produtores de CAS não utiliza um único método de seleção porque um 

mesmo isolado não apresenta, necessariamente, resultados postivos para todos 

esses métodos de triagem já que muitos deles detectam CAS estruturalmente 

diferentes (MANEERAT & PHETRONG., 2007). Assim, o uso dos dois métodos nesse 

trabalho foi importante para se obter um maior número de isolados  com potencial de 

produção dessas moléculas estruturalmente diferentes. 

O número de isolados que apresentaram produção de CAS com atividade 

surfactante expressiva variou de acordo com o método de seleção empregado para a 

obtenção dos isolados, sendo que nas classes a2 e a1 85% deles foram isolados a 

partir de métodos nos quais houve a adição de combustíveis às amostras. Entretanto, 

nem todos os isolados que foram capazes de crescer em meios com hidrocarbonetos 

produziram CAS. Há explicações para isso, pois micro-organismos possuem outras 

estratégias pra acessar hidrocarbonetos além da produção de CAS. Alguns micro-

organismos possuem superfícies celulares hidrofóbicas que permitem o seu contato 

direto com moléculas pouco solúveis, outros podem degradar hidrocarbonetos a partir 

da solubilização dos mesmos por CAS excretados por outros micro-organismos 

presentes nas amostras (GRAY et al., 2004; CAMEOTRA & SINGH, 2009). 

Assim como ocorreu para a atividade emulsificante, nem sempre a fonte 

responsável pelo maior crescimento celular foi a fonte responsável pela maior 

produção de CAS, pois muitos isolados tiveram bons resultados da produção de 

surfactantes somente quando crescidos em meio mineral suplementado com óleo 

bruto (Anexo 3). Também muitos isolados apresentaram alta atividade emulsificante, 

mas não mostraram alta atividade surfactante e vice-versa, o que é provavelmente 

devido ao tipo de CAS produzido. CAS podem  ser de baixo peso molecular, agindo 

através da diminuição da tensão interfacial água-óleo, ou de elevado peso molecular, 

agindo como biomelsificantes responsáveis por estabilizar emulsões água-óleo e CAS 

com atividade emulsificante não afetam necessariamente a tensão da superfície e 

vice-versa (CALVO et al., 2006). Aparentemente no presente trabalho foi possível 

isolar mais bactérias produtoras de bioemulsificantes do que biossurfactantes. 

 

5.6) Produção de enzimas degradativas de hidrocarbonetos 
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Um total de 70 isolados que apresentaram crescimento satisfatório em óleo bruto 

foi avaliado quanto à presença de enzimas catecol 1,2 ou 2,3 dioxigenases e alcano 

hidroxilases do grupo II e III (Tabela 7). 

 

5.6.1) Determinação da presença de vias de clivagem do catecol  

A produção das enzimas catecol 1,2 e 2,3 dioxigenases foi determinada por 

ensaios colorimétricos para detecção de produtos específicos das vias catalisadas por 

elas e pela detecção dos genes responsáveis pela codificação dessas enzimas. 

 

5.6.1.1) Determinação da presença de vias de clivagem do catecol por testes 

colorimétricos e pela determinação da presença dos genes responsáveis pela 

codificação dessas enzimas. 

A partir dos ensaios colorimétricos foi possível visualizar o aparecimento de cor 

roxa para os isolados LAPM 38, LAPM 42, LAPER 62 e Alcaligenes sp. LAPER 60, 

LAPER 89 e LAPEO 94, sugerindo o acúmulo de β-cetoadipato e consequentemente 

a produção da enzima catecol 1,2 dioxigenase (via de orto clivagem do catecol). Não 

foi possível observar o aparecimento da cor amarela, indicativa do acúmulo de ácido 

2-hidroximucônico semialdeído e consequentemente a produção da enzima catecol 

2,3 dioxgenase (via de meta clivagem do catecol) para nenhum dos isolados testados.  

Nos isolados onde sua presença foi confirmada, foi determinada a atividade da 

enzima catecol 1,2 dioxigenase por meio de ensaios enzimáticos que avaliaram a taxa 

de formação de cis,cis-muconato a partir do catecol. Não houve grande variação na 

atividade dessa enzima entre os isolados, mas aquele que apresentou o maior valor 

foi o LAPER 62 (aproximadamente 0,2 unidades de atividade enzimática) (Figura 9).  
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Não se obteve por meio da PCR a amplificação de genes que codificam a enzima  

catecol 2,3 dioxigenase em nenhum dos 70 isolados avaliados e, dessa forma, por 

essa metodologia também não foi possível confirmar sua presença nos mesmos. O 

resultado da detecção dos genes responsáveis pela codificação da enzima catecol 

1,2-dioxigenase pode ser visualizado na figura 10. Somente nos isolados LAPER 62; 

Pseudomonas sp. LAPM 50 e P. putida LAPEO 111, foi possível observar a 

amplificação de fragmentos com o tamanho esperado, de 282 pares de bases, e 

dentre eles só o isolado LAPER 62 também apresentou a presença dessa enzima 

pelos ensaios colorimétricos. Não foi detectada a presença dos genes que codificam a 

enzima catecol 1,2-dioxigenase nos isolados LAPM 38, LAPM 42 e Alcaligenes 

sp. LAPER 60, LAPER 89 e LAPER 94, o que seria esperado, e por outro lado, os 

isolados Pseudomonas sp. LAPM 50 e P. putida LAPEO 111, que não confirmamos 

como produtores dessa enzima pelos ensaios colorimétricos, apresentaram a 

presença do gene que a codifica. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

N 

Figura 9: Atividade da enzima catecol 1,2 dioxigenase expressa em unidades de 

atividade enzimática (U) por mL de extrato celular, para os isolados nos quais a 

via de orto clivagem foi detectada. Barras indicam os valores de desvio padrão. 

 

Figura 10: Amplificações do gene responsável pela codificação da enzima catecol 

1,2 dioxigenase utilizando o DNA dos isolados selecionados. As letras L nas 

extemidades representam o padrão de 1 Kb DNA LADDER; a letra N o controle 

negativo e os números 50, 62 E 111 os isolados nos quais foi detectada a 

presença desses genes. 

L 50 62 111 N N L 

250 pb 
282 pb 

500 pb 
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A presença da via de orto-clivagem do catecol para isolados desses gêneros já foi 

relatada em trabalhos anteriores. Van der Meer e colaboradores (1991) relataram a 

detecção de dois genes sequênciais envolvidos na degradação de benzeno no 

plasmídeo P51 de uma linhagem de Pseudomonas sp. que confirmaram ser 

responsáveis por codificar a enzima catecol 1,2-dioxigenase. Dorn & Knackmuss 

(1978) confirmou a presença da enzima catecol 1,2-dioxigenase pela linhagem 

Alcaligenes eutrophus B9, após sistema de indução com benzoato, que apresentou 

uma atividade enzimática de 0,4U/mg de proteína.  

Enzimas das vias de clivagem do catecol têm sido caracterizadas em uma grande 

variedade de micro-organismos isolados principalmente a partir de amostras de solo  

(HARWOOD & PARALES.,1996). Poucos trabalhos têm investigado a presença 

dessas enzimas em isolados de outros tipos de ambientes. Ensaios que confirmam a 

presença dessas enzimas ou a presença dos genes responáveis por codifica-las são 

bons marcadores para a detecção de uma grande variedade de bactérias 

degradadoras de hidrocarbonetos aromáticos ou do potencial de degradação dos 

mesmos a partir da comunidade bacteriana de um local impactado (SEI et al., 1999).  

Neste trabalho, não foi possível detectar a presença da via de meta clivagem do 

catecol em nenhum isolado, e mesmo para a via de orto clivagem a quantidade de 

isolados identificados foi muito pequena. Esse resultado não era esperado pelo fato 

de muitos desses isolados terem sido obtidos a partir de enriquecimento em meio 

mineral com óleo como única fonte de carbono por quase um mês. Além disso ambas 

as vias já foram descritas para vários gêneros identificados nesse trabalho, como 

Acinetobacter, Bacillus, Rhodococus, dentre outros (PATEL et al., 1976; ASTURIAS et 

al., 1994; LINGENS et al., 1994; SINGH et al., 2009). 

Adicionalmente, não houve uma correspondência entre os métodos utilizados para 

detecção de isolados produtores da catecol 1,2-dioxigenase, pois era esperado que 

os isolados positivos quanto aos testes colorimétricos tivessem os genes 

responsáveis por codificá-la detectados e vice-versa, o que não ocorreu para a 

maioria dos isolados avaliados. 
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Há algumas possíveis explicações para esses resultados. Nos ensaios 

colorimétricos ou de atividade enzimática para detecção de vias de clivagem do 

catecol é comum crescer previamente os isolados em meio adicionado de um 

composto aromático, que sirva como fonte de carbono e energia para o micro-

organismo, ou produtos intermediários da via degradativa, para que ocorra a indução 

da síntese de enzimas dessas vias (HEINARU et al., 2000; KHLEIFAT, 2006). Vários 

indutores podem ser utilizados, mas a escolha do indutor mais adequado depende de 

um conhecimento prévio da  capacidade de degradação de  aromáticos pelos micro-

organismo avaliados, informação que não tínhamos. No trabalho de Wojcieszynska e 

colaboradores (2011), foi avaliada a influência da utilização dos indutores 4-ácido-

hidroxibenzóico, 3,4-ácido dihidroxibenzóico, hidroquinona, fenol, 2-nitrofenol, 3-

nitrofenol e 4-nitrofenol na expressão de enzimas dioxigenases por 

Stenotrophomonas maltophilia cepa KB2. Foi observado a presença das vias de orto 

e meta clivagem do catecol, mas as mesmas foram induzidas por compostos 

aromáticos diferentes, a atividade da catecol 1,2-dioxigenase (orto clivagem), de 

forma expressiva, somente com a utilização de benzoato e a atividade da catecol 2,3-

dioxigenase (meta clivagem) somente com a utilização de fenol.  

Também, o período de incubação de um isolado com o indutor para que a via seja 

detectada tem-se mostrado varíavel em muitos trabalhos. No trabalho de Singh e 

colaboradores (2009), foi avaliada a degradação de pentaclorofenol por um consórcio 

formado por um isolado de B. cereus e dois isolados de Serratia marcescens e, ainda 

a indução de enzimas da orto e meta clivagem por ensaios colorimétricos, ao longo de 

período de 168 horas. O consórcio degradou mais de 93% do pentaclorofenol ao 

longo de todo o período de incubação, inclusive no início, mas a cor amarela não 

apareceu em nenhum momento o que indicou a ausência da via de meta clivagem. O 

surgimento da coloração roxa, indicativo da presença da via de orto-clivagem, foi 

observado somente após 144 h de incubação. No nosso estudo foi utilizado um 

período de indução de 24 h, e o mesmo pode não ter sido suficiente para a produção 

de  concentrações das enzimas passíveis de serem detectadas no teste colorimétrico. 

Em relação aos resultados de PCR, os oligonucleotídeos iniciadores utilizados 

conseguem detectar uma grande variedade de genes codificadores da enzima catecol 

1,2 dioxigenase, mas não são universais e por isso podem não ser adequados para 

todos os gêneros de isolados avaliados (SEI et al., 1999). Dessa maneira, seria 
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necessário a utilização de outros pares de oligonucleotídeos iniciadores específicos 

para detecção da enzima catecol 1,2-dioxigenase em cada gênero. Além disso, em 

muitas bactérias, os genes responsáveis pela degradação de hidrocarbonetos estão 

localizados em plasmídeos, incluindo genes para o catabolismo de naftaleno 

(MADSEN et al., 1998), tolueno, xileno (ASSINDER & WILLIAMS, 1990), fenol 

(KIVISAAR ET AL., 1990), isopropilbenzeno (KESSELER et al., 1996), fenantreno 

(SAYLER et al., 1993). No nosso estudo, as reações de amplificação foram feitas a 

partir de DNA cromossômico. Diante disso, genes localizados em DNA plasmidial não 

puderam ser detectados; não podendo ser excluída a possibilidade de presença de 

plasmídeos grandes na amostra, já que esses plasmídeos grandes podem ser 

extraídos e purificados juntamente com o DNA cromossômico, como acontece com o 

plasmídeo TOL de P. putida (THOMAS et al, 2002). 

A não correspondência entre diferentes ensaios também não é incomum. Em 

Cunha e colaboradores (2006) foi avaliada a degradação de óleo por 16 isolados do 

gênero Bacillus e também a detecção das vias de clivagem do catecol por ensaios 

enzimáticos, após eles terem sido cultivados com o indutor naftaleno, e pela detecção 

dos genes por PCR. Três cepas que apresentaram amplificação positiva para via de 

meta clivagem não tiveram a presença da enzima catecol 2,3-dioxigenase confirmada 

por ensaios enzimático e esse e outros trabalhos tem sugerido que outras enzimas e 

vias ainda não conhecidas possam estar envolvidas nesse processo e que o mesmo 

precisa se  melhor investigado (LOH & CHUA, 2002). 

 

5.6.2) Determinação da produção de enzimas alcano-hidroxilases  

Nesse trabalho utilizou-se dois pares de oligonucleotídeos iniciadores para 

detecção de dois grupos diferentes de genes codificadores de enzimas alcano 

hidroxilases (SEI et al., 2003). Os iniciadores 2F/2R, responsáveis pela detecção dos 

genes alk-M (grupo II), que codificam alcano hidroxilases que catalisam n-alcanos de 

cadeia média (C8-C16) e os iniciadores alk 3F/3R responsáveis pela detecção dos 

genes alk-B (grupo III),  que codificam alcano hidoxilases que catalisam n-alcanos de 

cadeia longa (> C16) (KOHNO et al., 2002; SEI et al., 2003). 

Detectou-se a presença de fragmentos de amplificação dos genes do grupo II, 

com tamanho de 271 pb, em 10 isolados (LAPM 42, LAPM 46, LAPM 48, LAPER 62, 

LAPER 63; Stenotrophomonas sp. LAPM 27;  Enterobacter cloacae LAPM 43, 
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Acinetobacter sp. LAPER 61 e A. junii LAPM 30 e LAPM 41) (Figura 11). A presença 

de fragmentos de amplificação dos genes do grupo III, com tamanho de 330 pb, foi 

detectada em 14 isolados (LAPER 55, LAPER 62, LAPEO 104; Stenotrophomonas sp. 

LAPM 27; Acinetobacter sp. LAPER 61; A. junii LAPM 30 e LAPM 41; Staphylococcus 

sp. LAPM 33; Pseudomonas sp. LAPM 50; Enterococcus sp. LAPER 66 e Bacillus sp. 

LAPER 59, LAPEO 102, LAPEO 103 e LAPEO 105 (Figura 12).  

 

 

 

 

Figura 11: Amplificações dos genes responsáveis pela codificação das enzimas 

alcano hidroxilases (grupo II), utilizando o DNA dos isolados selecionados. As letras 

L nas extemidades representam o padrão de 1 Kb DNA LADDER; a letra N o 

controle negativo e os números 27, 30, 41, 42, 43, 46, 48, 61, 62 e 63, os isolados 

nos quais foi detectada a presença desses genes. 

 

 

L L 27 30 41 42 43 46 48 61 62 63 N 
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Assim, apesar de ter havido variação na detecção de genes de um ou outro grupo 

em isolados diferentes, em cinco deles, LAPER 62, Stenotrophomonas sp. LAPM 27; 

Acinetobacter sp. LAPER 61 e A. junii LAPM 30 e LAPM 41, foi detectada a presença 

de genes de ambos os grupos. 

Os genes do grupo II codificam o sistema de degradação da alcano hidroxilase 

representado por Acinetobacter sp.  Há relatos da detecção de genes desse grupo 

também em isolados dos gêneros Corynebacterium, Pseudomonas, Microbacterium 

aquimaris, Marinobacter (KOHNO et al., 2002; CAPELO et al., 2012). Ainda não há 

relatos da detecção de genes que codificam alcano hidroxilases em 

Stenotrophomonas sp. e Enterobacter cloacae utilizando esse grupo de primers, mas 

já foi confirmada a detecção da presença de genes codificadores dessas enzimas em 

ambos com a utilização de conjuntos diferentes de oligonucleotídeos iniciadores, 

sintetizados por outros autores. No gênero Stenotrophomonas foram detectados 

genes alkB no plasmídeo OCT (LEE et al., 1996) e na espécie E. ludwigii, 

filogeneticamente relacionada com E. cloacae, a presença de genes CYP153, que se 

provou estarem diretamente ligado à degradação de alcanos (YOSAF et al., 2011). 

Os genes do grupo III codificam o sistema de degradação da alcano hidroxilase 

presente nos gêneros Amycolatopsis, Rhodococcus, Burkholderia e Pseudomonas 

(KOHNO et al., 2002). Há relatos da detecção dos genes desse grupo também em 

Figura 12: Amplificações dos genes responsáveis pela codificação das enzimas 

alcano hidroxilases (grupo III), utilizando o DNA dos isolados selecionados. As letras 

L nas extemidades representam o padrão de 1 Kb DNA LADDER; a letra N o 

controle negativo e os números 27, 30, 41, 50, 55, 59, 61, 62 e 66, 102, 103, 104 e 

105 os isolados nos q0uais foi detectada a presença desses genes. 

L L 27 30 33 41 50 55

5 

59 61 62 66 102 103 104 105 N 

500 pb 
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isolados do gênero Bacillus e Acinetobacter (VONBERG & CLINNER, 2000; CUNHA 

et al., 2006; GITI & MEHDI, 2009 CAPELO et al., 2012). Novamente também não há 

relatos da amplificação de genes de isolados de Stenotrophomonas especificamente 

com esse grupo de oligonucleotídeos iniciadores e para o gênero Staphylococcus não 

foram encontrados relatos da detecção ou caracterização de quaisquer genes 

responsáveis por codificar enzimas alcano-hidroxilases, o que torna promissor um 

maior aprofundamento do estudo desse isolado. 

Nos isolados desse trabalho houve predominância, principalmente naqueles 

obtidos pela técnica de enriquecimento em óleo bruto, da presença de genes do 

grupo III.  Esses genes, como já foi mencionado, codificam enzimas responsáveis 

pela degradação de n-alcanos de cadeias longas (>C16), predominantes no óleo 

bruto, e sua presença nesses isolados explica porque eles foram favorecidos no 

processo de enriquecimento (CAPPELLO et al., 2012). Vonberg & Cliner (2000) 

isolaram 45 bactérias degradadoras de alcanos pertencentes a 37 espécies diferentes 

a partir de solo contaminado com oléo bruto na Alemanha. Eles estudaram a 

distribuição dos genes alk nesses isolados e também concluíram que a presença de 

genes do grupo III nos mesmos era predominante. 

A alcano-hidroxilase é uma enzima chave na degradação de alcanos por catalisar 

a etapa inicial desse processo e por isso desempenha um papel importante na 

biorremediação de áreas contaminadas com hidrocarbonetos (HASSSANSHAHIAN et 

al., 2010). A presença de genes responsáveis pela codificação dessas enzimas já foi 

confirmada em bactérias isoladas de vários ambientes contaminados como 

sedimentos, solos, aquíferos e sistemas de landfarming (CAPELLO et al., 2012). Por 

isso, a detecção da presença desses genes também pode ser utilizada como um 

marcador para predizer o potencial de degradação de petróleo por comunidades 

bacterianas de diferentes ambientes (VAN BEILEN et al., 2003). Dentro desse 

contexto, detectar especificamente a presença dos genes de alcano-hidroxilases dos 

grupos (II) e (III) é muito importante, pois como eles codificam enzimas que degradam 

n-alcanos de cadeias médias-longa permitem acompanhar a degradação dos 

poluentes que se mantém por períodos relativamente longos após a contaminação da 

área (HASSSANSHAHIAN et al., 2010). 

Apesar da importância, há algumas limitações na utilização desses primers para 

detecção dos genes alk, pois o design dos mesmos, realizado por Kohno e 
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colaboradores (2002), foi baseado em 16 cepas cujas informações e sequências dos 

genes responsáveis pela degradação de alcanos se encontravam depositadas no 

GenBAnk. Após sintetizar os grupos de oligonucleotídeos, 74 isolados caracterizados 

como degradarores de alcanos foram avaliados com os mesmos, mas só foi posssível 

detectar a presença dessas enzimas, com pelo menos um dos pares de 

oligonucleotídeos, em 89% deles. Isso demonstra que ainda possa haver uma grande 

variedade de enzimas envolvidas na degradação de alcanos, não detectadas com 

esses oligonucleotídeos iniciadores específicos, já que os mesmos não são 

universais. Um resultado semelhante também foi relatado no trabalho de Cunha e 

colaboradores (2006), onde bactérias que foram capazes de degradar alcanos em 

ensaios de batelada não apresentaram amplificação com nenhum dos pares de 

oligonucleotídeo iniciadores, demonstrando que não são adequados para detecção 

desses genes em todos os gêneros.  

Assim, ainda existe a possibilidade de que mais isolados desse trabalho possuam 

outras enzimas de degradação de alcanos, que ainda precisem ser mais bem 

investigadas; enzimas alcano hidrolisases conhecidas, mas cujos genes se localizam 

em plasmídeos ou que necessitem do uso de outros oligonucleotídeos iniciadores 

específicos para serem detectadas. 

 

5.7) Avaliação da produção das enzimas esterases, lipases, hipóxido hidrolases 

e monooxigenases pela técnica de triagem de alto desempenho (HTS) 

Os mesmos 70 isolados mencionados anteriormente foram avaliados quanto à 

presença de enzimas hidrolases e monooxigenases, com a utilização de sondas 

fluorogênicas. Lipases e esterases pertencem à classe das esterases, com o 

diferencial de a lipase ser uma esterase que atua em ésteres de cadeia longa 

derivados do glicerol, geralmente triglicerídeos. Assim, para a detecção da presença 

de enzimas esterases foi utilizada uma sonda para ésteres de cadeia curta (ES1) e 

para lipases uma sonda para ésteres de cadeia longa (LIP). Para detecção das 

enzimas epóxido hidrolases foram utilizadas duas sondas em ensaios diferentes, a 

sonda EP1 foi utilizada para a detecção das enzimas que atuam em epóxidos 

terminais e a sonda EP2 para a detecção das enzimas que atuam em epóxidos não 

terminais. Para detecção das enzimas monooxigenases do grupo das Baeyer-Villiger 

monooxigenases foram utilizadas também duas sondas em ensaios diferentes, a 
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sonda BV1 e a sonda BV3. Os resultados obtidos nas triagens enzimáticas estão 

listados na Tabela 7. Foram considerados como positivos quanto à produção de cada 

uma das enzimas os isolados cujo resultado de conversão das sondas no produto foi 

superior a 5 %. 

Dentre os isolados bacterianos avaliados, 23 não apresentaram atividade para 

nenhuma das sondas testadas e 20 apresentaram atividades insignificantes para 

alguma delas (<5%), o que tornaria a aplicação prática das enzimas produzidas por 

eles pouco atrativa (Tabela 7). Os demais isolados apresentaram atividades distintas 

em relação às diferentes sondas, mas em geral a sonda para a qual o maior número 

de isolados apresentou atividade foi a LIP seguida da BV3, EP2, EP1 e ES1 e BVI 

(figura 13). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Os maiores valores de conversão enzimática também foram obtidos para a sonda 

de detecção de lipases. Dos 16 isolados que catalisaram a hidrólise desse composto, 

Figura 13: Número de isolados que apresentaram conversões enzimáticas 

significativas (acima de 5%) para cada uma das sondas fluorogênicas testadas. ES1-

sonda para esterase; LIP- sonda para lípase; EP1-sonda para epóxidos terminais; 

EP2- sonda para epóxidos não terminais; BV1 e BV3- Sondas para difetentes 

Baeyer-Villiger monooxigenases  
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12 apresentaram conversões superiores a 10% (LAPT 14, LAPER 62; 

Stenotrophomonas sp. LAPM 27; S. maltophilia LAPM 53; Acinetobacter junii LAPM 

30 e LAPM 41; Alcaligenes sp. LAPER 60; Bacillus subtilis LAPER 90 e LAPER 93, e 

Bacillus sp. LAPT 22, LAPEO 97 e LAPEO 100), sendo que os isolados 

Stenotrophomonas sp. LAPM 27 e S. maltophilia LAPM 53 apresentaram valores 

particularmente altos, acima de 50% (74% e 50%, respectivamente). Dentre os 5 

isolados que catalisaram a hidrólise de ésteres, 3 apresentaram conversões 

superiores a 10% (Stenotrophomonas sp. LAPM 27 e Acinetobacter junii LAPM 30, 

LAPM 41) (Tabela 7). 

Dentre os 12 isolados bacterianos que apresentaram a atividade de Baeyer-Villiger 

monooxigenases detectadas pela sonda BV3, 5 apresentaram conversões superiores 

a 10% (LAPER 64; Acinetobacter sp. LAPER 54 e LAPER 61; A. junii LAPM 30 e 

LAPM 41) e dos 5 isolados que apresentaram a atividade de Baeyer-Villiger 

monooxigenases detectadas pela sonda BV1, 3 apresentaram conversões superiores 

a 10% (Acinetobacter sp. LAPER 61 e A. junii LAPM 30 e LAPM 41) (Tabela 7). 

Dentre os 7 isolados que catalisaram a hidrólise de epóxidos não terminais, 4 

apresentaram conversões enzimáticas superiores a 10% (Stenotrophomonas 

maltophilia LAPM 53 e Bacillus sp. LAPER 59, LAPEO 97 e LAPEO 103). Entretanto, 

nenhum dos isolados que catalisaram a hidrólise de epóxidos terminais apresentou 

conversões superiores a 10%, demonstrando que naturalmente a produção dessas 

enzimas nos isolados é muito baixa (Tabela 7). 

 

 

 

 

Isolados 
Sondas 

ES1 LIP EP1 EP2 BV1 BV3 

LAPT 8 4 - 4 - - - 
LAPT 12 - - 4 - - - 
LAPT 14 - 30 3 - - 3 
LAPT 22 2 20 - 5 - - 
LAPM 26 - - - - - - 
LAPM 27 23 74 3 - - - 
LAPM 29 - - 3 - - - 
LAPM 30 11 14 - - 13 18 
LAPM 31 - - - - - - 
LAPM 32 - - - - - - 

Tabela 7: Conversões enzimáticas (%) das reações catalisadas pelo isolados 

selecionados utilizando sondas fluorogênicas para detecção das enzimas esterases, 

lipases, epóxido hidrolases e Baeyer-Villiger monooxigenases. 
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LAPM 33 - - 4 - - - 
LAPM 34 - - - - - - 
LAPM 36 - - - - - - 
LAPM 37 - - - 2 - 2 
LAPM 38 - - - 2 - 2 
LAPM 40 3 - - - - 2 
LAPM 41 15 15 - - 37 47 
LAPM 42 - - - - - - 
LAPM 43 - - 3 - - - 
LAPM 44 - - - - - - 
LAPM 45 - - - - - 2 
LAPM 46 - - - - - 2 
LAPM 48 - - - - - - 
LAPM 50 3 2 - 2 - 7 
LAPM 52 - - - - - - 
LAPM 53 3 50 2 17 - - 
LAPER 54 2 4 - - 5 11 
LAPER 55 - - 4 - - - 
LAPER 56 - 2 - - 2 8 
LAPER 57 - - 2 - - - 
LAPER 58 - 2 - - - 7 
LAPER 59 - 4 - 11 - - 
LAPER 60 2 11 - 2 - 6 
LAPER 61 8 5 - - 10 11 
LAPER 62 3 36 - 3 - - 
LAPER 63 - - - - - - 
LAPER 64 6 4 - - 6 13 
LAPER 66 - - - - - - 
LAPER 67 - - - - - - 
LAPER 68 - - - - - - 
LAPER 72 - - 4 - - - 
LAPER 73 - - 5 - - 2 
LAPER 88 - - 2 - - - 
LAPER 89 - 7 2 - - 7 
LAPER 90 2 20 - 3 - - 
LAPER 93 4 40 5 6 - - 
LAPER 94 - 8 - - - 9 
LAPEO 97 3 11 2 28 - - 
LAPEO 99 - - - - - - 
LAPEO 100 2 40 3 5 - 8 
LAPEO 102 - - - - - - 
LAPEO 103 3 8 2 31 - - 
LAPEO 104 - - - - - - 
LAPEO 105 - - - - - - 
LAPEO 107 2 - - - - - 
LAPEO 108 - - - - - - 
LAPEO 109 - - - - - - 
LAPEO 110 - - - - - - 
LAPEO 111 - 3 3 - - - 
LAPEO 112 - - - - - - 
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LAPEO 113 - - - - - - 
LAPEO 114 - - - - - - 
LAPEO 115 - - 3 - - - 
LAPEO 116 - - 7 - - - 
LAPEO 117 - - 3 - - - 
LAPEO 118 - - 8 - - 2 
LAPEO 119 - - 6 - - 4 
LAPEO 121 - - 6 - - - 
LAPEO 123 - - 4 - - - 
LAPEO 124 - - 4 - - - 
Legenda: Sondas ES1 (ésteres se cadeia curta), LIP (ésteres de cadeia longa), EP1 (epóxidos terminais), EP2 

(epóxidos não terminais), BV1 e BV3 (Baeyers-Villigers monooxigenases)  

 

Os isolados bacterianos que mais se destacaram quanto à produção de hidrolases 

e monooxigenases, por apresentarem resultados de conversões enzimáticas acima 

de 10%, valor que embasa a continuidade de estudos e otimização de produção, para 

pelo menos duas enzimas diferentes foram o Stenotrophomonas sp. LAPM 27 (para 

esterases e Lipases); Acinetobacter junii LAPM 30 e LAPM 41 (para todas as enzimas 

com exceção dos epóxidos); S. maltophilia LAPM 53 (para lipases e epóxidos não 

terminais); Acinetobacter sp. (para Baeyers-Villigers monooxigenases dos grupos 1 e 

3) e Bacillus sp. LAPEO 97 (para lipases e epóxidos não terminais). Bactérias 

isoladas de ambientes contaminados normalmente apresentam mais de uma 

atividade enzimática combinada, o que possibilita a hidrólise de substratos orgânicos 

contendo várias substâncias complexas (SANOMYA & NAHAS, 2003).  

Todas essas enzimas de origem biológica são extensivamente exploradas em 

biocatálises industriais e a demanda mundial por elas tem crescido anualmente. Por 

isso, estudos para a descoberta de novos micro-organismos produtores e a 

otimização de sua produção para aplicação industrial é alvo de extensas pesquisas 

(WARNER et al, 2004; HASAN et al., 2006). Adicionalmente o uso das mesmas em 

biocatálises ambientais vem ao encontro de uma forte tendência dos governos atuais 

em intensificar as restrições à poluição ambiental (GUPTA et al., 2004).  

Lipases e esterases apresentam uma importância particular, pelo fato de 

hidrolisarem óleos e gorduras produzindo ácidos graxos e glicerol, principalmente as 

lipases, que atuam em acilgliceróis de cadeia longa. Assim, o uso dessas enzimas 

pode ser de grande interesse para o tratamento de efluentes com alto teor de gordura; 

e sua utilização reduz os níveis de sólidos suspensos e lipídeos, consideravelmente 

(CAMMAROTA & FREIRE, 2006). 
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Lipases são enzimas ubíquas na natureza, produzidos por várias plantas, animais 

e micro-organismos. As lipases de origem microbiana, produzidas por bactérias e 

fungos representam a classe de enzimas mais utilizada em aplicações 

biotecnológicas e de química orgânica, tais como remoção de material hidrofóbico da 

madeira em indústrias de papel e celulose, tratamente de efluentes e hidrólise seletiva 

de triacilgliceróis com liberação de ácidos graxos que atuam como flavorizantes em 

produtos alimentícios, dentre outros (PADILHA et al., 2011). Alguns gêneros 

bacterianos comumente relatados como produtores dessa enzima são 

Achromobacter, Alcaligenes, Arthrobacter, Bacillus, Burkholderia, Chromobacterium, 

Pseudomonas e Acinetobacter e embora o número de micro-organismos produtores 

disponíveis seja alto, apenas alguns são explorados comercialmente como cepas 

selvagens ou recombinantes (JAEGER et al 1994; PALEKAR et al,. 2000). Destas, as 

mais importantes são as lipases produzidas por bactérias do gênero Pseudomonas, 

amplamente utilizadas em várias das aplicações biotecnológicas já mencionadas 

(JAEGER et al., 1994.; PANDEY et al., 1999; BEISSON et al., 2000).   

No gênero Bacillus, mais de dez espécies diferentes já foram relatadas como 

produtoras de lipases (GUPTA et al., 2004). Dentro do gênero Acinetobacter as 

espécies relatadas até então como produtoras dessa enzima são A. calcoaceticus 

(PANDEY et al., 1999) e A. radioresistens (LIU & TSAI, 2003), não sendo encontrados 

relatos de sua produção pela espécie A. junni. Há poucos relatos da produção de 

lipases por bactérias do gênero Stenotrophomonas e um deles é um trabalho de Ben-

Bem-Gigirey e colaboradores (2010), que observaram a produção de dessa enzima 

por um isolado de S. maltophilia. Ressalta-se que para os isolados nos quais a 

produção dessa enzima é detectada, o processo pode ser otimizado, pois é 

comumente relatado que o rendimento da produção de lipases microbianas está 

relacionado à fonte de carbono e nitrogênio utilizada, períodos de incubação das 

culturas, temperatura utilizada entre outros, sendo que as condições ótimas variam 

entre os isolados (GUPTA et al., 2004). 

A aplicação de um processo de pré-tratamento do efluente com adição de enzimas 

hidrolíticas e CAS, já mencionados, pode facilitar a biodegradação desse material por 

dissolver gorduras e óleos, melhorando a degradação biológica do efluente e  

acelerando o processo como um todo (KNEZEVIC et al, 1995; LIN et al, 1997). Há 

relatos de pesquisa e patentes do uso de micro-organismos e esses produtos obtidos 
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por processos otimizados em laboratório para o tratamento biológico de efluentes com 

elevado teor de gordura e de óleo (CAMMAROTA & FREIRE 2006). Mendes e 

colaboradores (2005) descreveram o uso de uma mistura composta por micro-

organismos, agentes emulsionantes e enzimas (protease, amilase, lipase, celulase e 

pectinase) para a remoção de lípidos em águas residuarias produzidas pela limpeza 

de máquinas industriais, que foi eficiente em remover quase todo o óleo. 

 

5.8) Produção e caracterização parcial dos Compostos Ativos de Superfície 

produzidos pelas bactérias. 

Como discutido anteriormente, alguns dos isolados que proporcionaram os 

melhores resultados de redução da tensão superficial foram o Bacillus. subtilis 

LAPER 90 e LAPER 93 e Alcaligenes sp LAPER 94, quando crescidos em meio 

mineral suplementado com glicose, sendo selecionados para ensaios de 

caracterização química. 

 

5.8.1) Extração alcoólica dos Compostos Ativos de Superfície 

Foi possível extrair compostos tensoativos para todos os três isolados avaliados 

com o uso de etanol, confirmado pela avaliação da atividade emulsificante e 

surfactante dos extratos, entretanto o rendimento variou entre eles. O rendimento de 

B. subtilis LAPER 90 foi o maior dos três e correspondeu a 1,85 g L-1. Para os 

isolados B. subtilis LAPER 93 e Alcaligenes sp LAPER 94, o rendimento foi de  0,95 g 

L-1 e de 1,1 g L-1 respectivamente. 

Alguns trabalhos que avaliaram a produção de compostos tensoativos por B. 

subtilis obtiveram rendimentos menores que os obtidos nesse trabalho. Jing e 

colaboradores (2011) obtiveram rendimentos máximos de 0,26 g L-1 e  0,32 g L-1 para 

o isolado de B. subtilis JÁ-1, após cultiva-lo em meio com glicose como fonte de 

carbono, incubado a 30 ºC e 40 ºC, respectivamente. Entretanto, por outro lado em 

alguns estudos de otimização da produção de biossurfactantes por isolados dessa 

espécie há o relato de rendimentos da produção de biossurfactantes maiores.  

Nitschke & Pastore (2006), por exemplo, relataram uma produção máxima 

correspondente a 3 g L-1  para B. Subtilis LB5a a partir de resíduos da produção de 

mandioca, subtrato rico em carboidratos, como fonte de carbono.  
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Poucos trabalhos investigam a produção de CAS por bactérias do gênero 

Alcaligenes , o que demostra a relevância dos dados obtidos nesse estudo. Destaca-

se que o rendimento obtido para o isolado Alcaligenes sp. LAPER 94, de 1,1g L-1, foi 

maior do que o obtido por muitos trabalhos de investigação da produção de CAS para 

outros gêneros bem relatados quanto à produção dessas moléculas, como 

Pseudomonas sp. (PATEL & DESAI.,1997; DUBEY &JUWARKAR., 2001). 

 

5.8.2) Caracterização parcial da composição química dos biossurfactantes 

Os compostos tensoativos dos isolados B. subtilis LAPER 90 e LAPER 93 e 

Alcaligenes sp. LAPER 94 foram caracterizados quanto à concentração de 

carboidratos, proteínas e lipídeos. Os resultados indicam uma variação na presença 

de carboidratos totais, de 8,79% a 50,40%, de proteínas de 3,08% a 38,52% e de 

lipídeos de 16% a 40% (tabela 8). 

A variação da composição química reflete a diversidade estrutural conhecida dos 

compostos tensoativos que são classificados principalmente por sua composição 

química em classes, cujas prinicipais são glicolipídeos; lipopolissacarídeos; 

lipopeptídeos e lipoproteínas; fosfolipídeos, ácidos graxos e lipídeos neutros (ZAJIC & 

SEFENS, 1984; DESAI & BANAT, 1997).   

Há uma variedade de lipopeptidos estruturalmente diferentes produzidos por 

várias espécies de Bacillus que possuem grande potencial de aplicações 

biotecnológicas e biofarmacêuticas, tais como surfactina, fengicina, lichesina, iturina, 

pumilacidina e bacillomicina (BARROS et al., 2007). 

No caso de B. subtilis, os lipopeptídeos excretados podem ser divididos em três 

famílias compostas por peptídeos cíclicos com diferentes estruturas: surfactina, iturina 

e fengicina (DELEU et al. 1999; VATER et al., 2002; RUGGERI et al., 2009).  Entre os 

principais tipos de biossurfactantes produzidos por B. Subtilis, a surfactina é um dos 

mais eficientes,  pois em concentrações menores que 20 μmol L-1 é capaz de reduzir 

a tensão superficial da água de 72 para 27 mN m-1 (WEI et al., 2003). Apenas as 

espécies B. subtilis e B. pumilus foram relatadas como produtores de surfactina 

(BANAT et al., 2000).   

A composição do biossurfactante produzido pelo isolado de B. subtilis LAPER 90 

foi predominantemente de proteínas (38,52%) e lipídios (26%) (Tabela 8) e sugere 

que o biossurfactante produzido por ele seja um lipopeptídio, entretanto ainda é 
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necessária a purificação do biossurfactante e caracterização da massa e de 

grupamentos químicos, para a definição de a qual família lipopeptídica ele 

pertenceria. 

Normalmente diferentes gêneros de micro-organismos sintetizam classes 

estruturalmente diferentes de CAS, enquanto estirpes pertencentes á mesma espécie 

produzem CAS semelhantes estruturalmente (RUGGERI et al., 2009). Pôde-se 

observar nesse trabalho, no entanto, que o biossurfactante produzido por outro 

isolado de B. subtilis investigado (LAPER 93) apresentou uma composição diferente, 

pois apesar de ter apresentado uma proporção alta de proteínas (22,83%) e lipídeos 

(33%) houve uma predominância de carboidratos (41,38%) (Tabela 8). Isso é atípico 

para a espécie, entretanto há outros trabalhos que também obtiveram composições 

de biossurfactantes produzidos por isolados de B. subtilis semelhantes à nossa. Calvo 

e colaboradores (2006), ao caracterizar o biossurfactante produzido por uma isolado 

dessa espécie obtiveram uma composição de 33,87% de carboidratos  e 14,09% de 

proteínas. Assim, a composição do biossurfactante desse isolado também precisa ser 

confirmada e melhor investigada, podendo ter ocorrido, ainda, a contaminação do 

extrato por biomoléculas presentes no sobrenadante da cultura.  

 Um número maior de pesquisas ainda são necessárias para melhor caracterizar a 

composição dos CAS produzidos pelo gênero Alcaligenes (BHARALI et al., 2011). As 

principais informações que se tem até o momento é a de possuem altas 

concentrações de carboidratos e lipídeos, apesar de alguns trabalhos relatarem 

também a observação de altas concentrações de proteínas. No trabalho de Calvo e 

colaboradores (2006), o CAS produzido por uma linhagem de A. faecalis, apresentou 

51% de carboidratos e 44,1%, sendo caracterizado como glicopeptídeo, já no trabalho 

de Bharali e colaboradores (2011)  o CAS produzido por outra linhagem da mesma 

espécie apresentou 29% de carboidratos e 76% de lipídeos, sendo caracterizado 

como glicolipídeo. O CAS produzido pelo isolado de Alcaligenes sp. LAPER 94, 

apresentou composição predominante de carboidratos (50,40%) e lipídeos (40%) em 

detrimento de proteínas (3,08%) (Tabela 8), o que  sugere que ele pertença a classe 

de glicolipídeos, apesar de também precisar ser melhor caracterizado. 

 

 

 
Tabela 8: Caracterização parcial dos CAS produzidos por três isolados selecionados, 

quanto à composição de carboidratos totais, proteínas e lipídeos. 
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Isolados Composição (%) 

  Carboidratos Proteínas Lipídeos 

LAPER 90 (Bacillus subtilis)  8,79 38,52 26,00 
LAPER 93 (Bacillus subtilis) 41,28 22,83 33,00 
LAPER 94 (Alcaligenes sp.). 50,40 3,08 40,00 

 

5.8.3) Determinação da atividade emulsificante em diferentes substratos 

hidrofóbicos 

As atividades emulsificantes dos extratos dos CAS dos isolados B. subtilis LAPER 

90 e LAPER 93 e Alcaligenes sp. LAPER 94 frente a diferentes fases orgânicas estão 

representados nas figuras (14 a), (14 b) e (14 c), respectivamente. De forma geral, 

pode-se observar que não houve diferença significativa (p<0,05) entre a média de 

resultados totais de emulsificação obtidos pelos CAS dos três idolados. Entretanto, 

considerando-se individualmente cada CAS houve variação significativa quanto à 

capacidade de emulsionar os compostos hidrofóbicos utilizados (Anexo 9). 

O CAS produzido por B. subtilis LAPER 90 apresentou maior atividade 

emulsificante quando foi usado o óleo lubrificante (aproximadamente 80%). Para os 

combustíveis querosene, xileno, tolueno e hexano, as atividades foram próximas de 

60%, sem diferenças significativas entre elas (p<0,05). Para o hexadecano a atividade 

foi de 54% e a menor atividade foi obtida pelo uso do óleo diesel (7,5%) (14 a). O 

CAS produzido pelo isolado B. subtilis LAPER 93 apresentou valor de atividade 

emulsificante alta e estatisicamente idêntica para os combustíveis querosene, xileno, 

tolueno, hexano, óleo lubrificante e óleo diesel (>50%). Entretanto, não emulsificou 

bem o hexadecano (aproximadamente 25%) (14 b). O CAS produzido pelo isolado 

Alcaligenes sp. LAPER 94 apresentou altas atividades para todos os compostos 

testados (> 40%), sendo o maior valor de atividade emulsificante observado quando 

foi utilizado o óleo lubrificante (aproximadamente 77%) (14 c). 

 Vários estudos tem mostrado que CAS podem variar quanto a sua capacidade de 

emulsificar diferentes compostos hidrofóbicos, o que está principalmente relacionado 

à composição diferenciada de hidrocarbonetos nesses combustíveis (BENINCASA et 

al., 2002). Mas de modo geral pôde-se observar uma alta atividade emulsificante dos 

CAS obtidos. Isso é muito interessante porque além de atividade surfactante, a 

propriedade de promoverem bons índices de emulsificação também é crítica para 
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essas biomoléculas serem utilizadas em diferentes ambientes e aplicações industriais, 

inclusive na biorremediação de áreas contaminadas com diferentes combustíveis 

(BANAT et al., 2000; DASTGHEIB et al., 2008). 
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Figura 14: Atividade emulsificante dos compostos tensoativos produzidos pelos isolados (A) B. subtilis LAPER 90; (B) B. subtilis LAPER 93; (C) 

Alcaligenes sp. LAPER 94 na concentração de 5 mg mL-1, utilizando diferentes compostos hidrofóbicos. Atividade emulsificante expressa pelo índice de 

emulsificação (E24). Médias seguidas pelas mesmas letras maiúsculas nos três gráficos e pelas mesmas letras minúsculas individualmente em cada 

gráfico foram consideradas estatisticamente iguais pelo teste de Tukey com nível mínimo de significância de 0,05. 
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5.9) Avaliação da biodegradação do efluente oleoso em meio líquido  

Nos ensaios de biodegradação foram avaliados dez isolados  que apresentaram 

resultados satisfatórios quanto ao crescimento em petróleo bruto (DO600>0,4) e/ou 

presença de enzimas degradativas e produção de CAS (Tabela 9). A eficácia de 

degradação do petróleo bruto pelos isolados selecionados foi investigada por meio 

de ensaios gavimétricos. 

Dentre os isolados avaliados, LAPER 62, LAPEO 116; Stenotrophomonas sp. 

LAPM 27; A. junii LAPM 30 e Alcaligenes sp. LAPER 60 apresentaram reduções 

superiores a 37% na quantidade de óleo, em relação ao controle, com destaque 

para o isolado A. junii LAPM 30 que foi capaz de remover mais de 90% do óleo 

(Tabela 9).  

 

 

 

Isolado Redução de óleo (%) 

Stenotrophomonas sp. LAPM 27 42 
Acinetobacter junii LAPM 30  90 

LAPM 38 14 
LAPM 42 5,1 

Acinetobacter sp.LAPER 54 7,7 
Alcaligenes sp. LAPER 60 37 

LAPER 62 55 
LAPER 64 55 

Enterococcus sp. LAPER 66 11 
LAPEO 116 40 

 

Bactérias degradadoras de hidrocarbonetos vêm sendo vastamente estudadas 

desde a década 80 e pesquisas visando a aplicação desses isolados vem 

aumentando e ganhando cada vez mais destaque desde então. Vários são os 

gêneros conhecidos como bons degradadores, entre eles Pseudomonas, 

Sphingomonas, Aeromonas, Alcaligenes, Acinetobacter, Arthobacter, 

Stenotrophomonas, Brevibacterium, Xanthomonas, Mycobacterium, Rhodococcus e 

Bacillus (ATLAS 1984; BARTHA 1986). Entretanto, as pesquisas mostram que uma 

única espécie de micro-organismo dificilmente degrada completamente todos os 

hidrocarbonetos de uma fração de combustível. As maiores taxas de degradação 

Tabela 9: Remoção de óleo proporcionada pelo isolados (%). 
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vem sendo obtidas por consórcio de micro-organismos obtidos por enriquecimento 

(JUHASZ et al., 2000a; BERRY et al. 2006). 

O gênero Stenotrophomonas tem sido isolado de ambientes contendo 

hidrocarbonetos aromáticos policíclicos, sendo que linhagens da espécie S. 

maltophilia são as mais estudadas por ser descrita sua eficiência na degradação de 

vários desses hidrocarbonetos (MOLINA et al., 2009). Estudo realizado por Juhasz e 

colabroradores (2000b) mostrou que uma linhagem de S.maltophila isolada de solo 

contaminado com óleo foi capaz de degradar todos os hidrocarbonetos aromáticos 

policíclicos avaliados, apresentando redução de 90% do fluoreno, 91% do 

fenantreno, e 74% de pireno e fluoranteno após 42 dias de incubação. 

Bactérias do gênero Acinetobacter são ubíquas na natureza e capazes de utilizar 

uma grande variedade de hidrocarbonetos, inclusive os aromáticos, e por isso vem 

atraindo cada vez mais atenção, para sua aplicação tanto ambiental quanto 

biotecnológica (YUSTE et al. 2000; CAPELLO et al., 2012 ). Neste trabalho um 

isolado da espécie A. junni mostrou um excelente resultado quanto à remoção de 

óleo (mais de 90%) e superior a maioria dos trabalhos já descritos. Perfil semelhante 

foi observado em um estudo de Capelo e colaboradores (2012) no qual isolados do 

gênero Acinetobacter foram capazes de degradar  mais de 75%  de óleo bruto após 

crescimento por 8 dias em meio suplementado com (1%), sendo que a remoção da 

fração alifática foi de mais de 90%. Basuki e colaboradores (2011) realizaram o 

isolamento de bactérias de solo contaminado com óleo lubrificante, após submeter 

as amostras ao enriquecimento com o mesmo combustível. As maiores 

porcentagens de remoção de óleo avaliadas por ensaio gavimétrico, após 14 dias de 

inbubação, foram observados para uma linhagem de A. junni. A maior parte dos 

hidrocarbonetos constituintes do combustível de cadeia curta (C<9) e longa (C>25), 

foram totalmente consumidos, além de muitos compondentes de cadeia média (C10-

C24). 

Bactérias do gênero Alcaligenes tem mostrado capacidade de degradar 

hidrocarbonetos de petróleo, mas a maior parte dos estudos com isolados desse 

gênero vem sendo realizado com os mesmos em consórcio com isolados de outros 

gêneros. Khanna e Lal (1996) investigaram a degradação de frações leves e 

pesadas de óleo crú por uma linhagem de A. calcoaceticus e A. odorans 

separadamente e em conjunto. Separadamente, A. calcoeticos degradou 50% do 
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óleo leve e 45% do óleo pesado, predominantemente a fração de compostos 

alifáticos. A. odorans degradou 29% do óleo leve e 37% do óleo pesado, com 

degradação similar das frações alifáticas e aromáticas. Quando essas duas cepas 

foram associadas o consórcio foi capaz de aumentar a degradação das duas frações 

de óleo, para 58% no caso do óleo leve e para 40% no caso do óleo pesado. Plaza e 

colaboradores (2008) também observaram efeito positivo do uso associado de 2 

bacterias isoladas de lodos ativado, A. piechaudii, e Ralstonia picketti. Foi observada 

uma redução na concentração de HTP em mais de 90% após 30 dias de incubação, 

sendo que mais de 30% de redução ocorrreu nos 3 primeiros dias.  

Micro-organismos com habilidade em utilizar hidrocarbonetos de petróleo podem 

ser encontrados em áreas poluídas ou áreas que não tiveram contato prévio com 

esses poluentes. Entretanto, a quantidade de micro-organismos que apresentam 

essa habilidade geralmente é maior no local que foi impactado. Além disso, nas 

áreas expostas a esses poluentes, a condição de estresse pode selecionar melhores 

linhagens com habilidade em degradar tais compostos e que possua um maior 

número de enzimas degradativas (ROSATO et al., 1997; SINGH & LIN, 2008). 

Muitos dos micro-organismos capazes de crescer e degradar compostos oleosos 

nesses ambientes contaminados  produzem compostos ativos de superfície (PLAZA 

et al. 2006, RON & ROSENBERG., 2002). Esta propriedade é considerada como 

uma estratégia biológica para facilitar a disponibilidade desses substratos 

hidrofóbicos (RON & ROSENBERG., 2002). 

A possibilidade de isolar bactérias naturalmente presentes nesses sistemas 

contaminados e identifica-las e caracteriza-las quanto sua eficácia na utilização de 

hidrocarbonetos em escala de bancada é muito importante devido à possibilidade de 

aplicação desses isolados posteriormente em processos de biorremediação in situ 

(PLAZA et al., 2008; CAPELLO et al., 2012). 
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6. CONCLUSÕES 

 

- A população total da amostra foi da ordem de 106 NMP mL-1 e a população de 

bactérias degradadoras de hidrocarbonetos dos combustíveis óleo lubrificante, 

querosene e parafina foram da ordem de 105, 104, e 103 NMP mL-1, o que 

correspondeu respectivamente a 1,77%, 0,127% e 0,068% do total. 

 

- A diversidade metabólica da comunidade foi alta, com consumo de 30 das 31 fontes 

de forma expressiva nas primeiras 48 horas. Considerando-se os grupos de 

compostos nos quais essas fontes se agrupam determinou-se que velocidade de 

utilização dos carboidratos > aminoácidos > polímeros > ácidos carboxílicos > 

aminas/amidas > compostos fenólicos. 

 

- O isolamento por meio do plaqueamento direto da amostra, plaqueamento de 

alíquotas de poços positivos quanto ao crescimento nas microplacas utilizadas nos 

ensaios para quantificação de bactéria degradadoras de hidrocarbonetos e a partir do 

enriquecimento em meio mineral e BHI, suplementados com óleo bruto e recuperado 

da ETEI, foi suficiente para a obtenção de 112 isolados. 

 

- Após a identificação dos isolados os gêneros observados foram predominantemente 

Bacillus sp. além de Rhodococcus sp., Enterobacter sp., Staphylococcus sp., 

Leucobacter sp., Stenotrophomonas sp., Ochrobactrum sp., Acinetobacter sp., 

Chryseobacterium sp., Klebsiella sp., Escherichia sp. , Pseudomonas sp.,  Shewanella 

sp., Alcaligenes sp., Enterococcus sp. e Kerstersia sp. A frequência relativa desses 

gêneros variou em cada um dos métodos de isolamento utilizados e a diversidade de 

gêneros obtidos pelo plaqueamento direto foi a menor das três. 

 

- A fonte de carbono afetou tanto o crescimento quanto a produção de CAS com 

atividade emulsificante/surfactante. De modo geral as maiores médias de crescimento 

e produção foram obtidas com a utilização da glicose como fonte de carbono, mais 

muitos isolados cresceram bem e produziram CAS quando crescidos em óleo. 
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- Os isolados mais promissores quanto à produção de emulsificantes foram LAPER 

58; Staphylococcus sp. LAPT 5; Chryseobacterium joostei LAPM 34; Enterobacter 

cloacae LAPM 43 e LAPM 52; Acinetobacter sp. LAPER 54, Ochrobactrum sp. 

LAPEO 112 que apresentaram índices de emulsificação superiores a 70%. Os 

isolados mais promissores quanto à produção de surfactantes foram O. intermedium 

LAPM 28 e Bacillus  sp. LAPEO 107, que apresentaram espalhamento da gota acima 

de 1,8 cm e B. subtilis LAPER 90 e LAPER 93; Alcaligenes sp. LAPER 94 e Bacillus 

sp. LAPM 39 que permitiram a obtenção de tensões superficiais abaixo de 35,0 mN m-

1. 

 

- Foi possível detectar a presença de atividade das enzimas catecol 1,2-dioxigenase 

em 8 isolados e de alcano hidroxilases dos grupos II e III em 10 e 14 isolados, 

respectivamente. A presença de atividade de esterases, lipases, epóxido-hidrolases 

terminais, epóxido hidrolases não terminais, Baeyer-Vileger monooxigenases dos 

grupos 1 e 3 foi detectada em 5, 16, 6, 7, 5, e 12 isolados, respectivamente, sendo 

que os maiores valores de conversão enzimática foram obtidos para a sonda de 

detecção de lipases. 

 

- Os CAS produzidos pelos isolados B. subtilis LAPER 90 e LAPER 93 e Alcaligenes 

sp. LAPER 94 apresentaram rendimentos de 1,85 g L-1, 0,96 g L-1 e 1,1 g L-1 

respectivamente, e demonstraram alta capacidade de emulsificação, cuja média de 

forma geral não variou entre eles, frente à diferentes compostos hidrofóbicos. 

 

- Os seis isolados mais promissores até o momento quanto à degradação de 

hidrocarbonetos são LAPER 64, LAPEO 116; Stenotrophomonas sp. LAPM 27; 

Acinetobacter junii LAPM 30 e Alcaligenes sp. LAPER 60, pois demonstraram 

capacidade de remoção de óleo em meio mineral suplementado com essa fonte, a 

partir de ensaios gavimétricos, que variou de 37% a 90%, sendo que o isolado A. junii 

LAPM 30 foi o responsável pela maior porcentagem de remoção. 

 

- Foi possível obter muitos isolados que se mostraram promissores tanto em relação à 

obtenção de produtos de interesse industrial quanto à utilização em processos de 

biorremediação, sendo que alguns deles como Stenotrophomonas sp. LAPM 27 e 
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Acinetobacter jnnii LAPM 30 e LAPM 41 apresentaram a produção da maioria dos 

compostos para o quais foram avaliados e bons resultados de crescimento e/ou 

degradação de óleo, o que pode ainda ser otimizado em trabalhos futuros. 
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 ANEXO 
 

Anexo 1:Fontes de carbono presentes no sistema Biolog-ECOPLATE 
 

 
CARBOIDRATOS 

D-Celobiose 
D-Xilose 
I-Eritritol 

D-Manitol 
 N-acetil-D- glicosamina 

α-D-lactose 
β-Metil-D-glicosídeo 

Glicose-1-fosfato 
D, L-α-glicerol fosfato 

Ácido D-galactônico-γ-lactônico 
POLÍMEROS 

Tween40 
Tween80 

α-Ciclodextrina 
Glicogênio 

COMPOSTOS FENÓLICOS 
2-Hidroxy ácido benzóico 
4 -Hidroxy  ácido benzóico 

AMINAS/AMIDAS 
Feniletilamina 

Putrescina 
AMINOÁCIDOS 

L-Arginina 
L-Asparagina 
L-Fenilalanina 

L-Serina 
L-Treonina 

Ácido Glicil- L- Glutâmico 
ÁCIDOS ACÉTICOS-CARBOXÍLICOS 

D-Ácido Galacturônico 
Ácido γ-Hidroxibutírico 

Ácido Itacônico 
Ácido α-cetobutírico 

D-Ácido Málico 
D-Ácido Glicosamínico 

Ácido Pirúvico metil éster 
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 ANEXO 2: Descrição das colônias, morfologia celular, reação tintorial de gram e densidade 

dos isolados obtidos do efluente oleoso por meio do plaqueamento direto, plaqueamento de 

alíquotas das microplacas e pelo método de enriquecimento 
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Método do isolamento 
Meio de 
isolamen

to 

Morfoti
po 

Descrição das colônias 

Morfologia 
celular e 
reação 

tintorial de 
gram 

Densidad
e (UFC 
mL-1) 

 
Plaqueamento direto 

AO LAPT 1 
amarela, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete 
curto G- 

3x104 

AO LAPT 3 
rosa, opaca, lisa, borda 

regular 
Cocos G+ 2x102 

AO LAPT 4 
amarela, cremosa,lisa, borda 

irregular 
Bastonete G- 3x104 

 
AO LAPT 5 

amarela, cremosa, 
puntiforme, borda regular 

Cocos G+ 2x104 

AO LAPT 6 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G+ 2,3x104 

 
AO LAPT 7 

branca, opaca, lisa, borda 
regular   

Bastonete G+ 1x104 

AO LAPT 8 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Cocos G+ 3x102 

AO LAPT 9 
branca (quase transparente), 

opaca, rugosa, borda 
irregular 

Estreptobaston
ete G+ 

2x103 

AO LAPT 12 
branca, cremosa,  lisa, borda 

regular 
Bastonete G+ 6x102 

AO LAPT 14 
amarela-clara cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G+ 2x102 

AO LAPT 15 
amarela, cremosa, lisa,borda 

regular 
Bastonete G- 1,6x104 

AO LAPT 17 
amarela, cremosa, rugosa, 

borda irregular 
Coco G+ 1x103 

AO LAPT 20 
transparente, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G+ 2x103 

AO LAPT 21 
branca, pouco cremosa, 

rugosa,com borda irregular 
Bastonete G+ 5x103 

AO LAPT 22 
branca, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 2x104 

Total 15     1,6x105 

 

Plaqueamento de alíquotas das microplacas 
MQ 

LAPM 
23 

branca, opaca, rugosa, 
cremosa no centro, borda 

muito irregular 
Bastonete G+ 2,5x105 

MQ 
LAPM 

24 
amarela, cremosa, lisa borda 

regular 
Bastonete G- 4x105 

MQ 
LAPM 

26 
branca (quase transparente), 
cremosa, lisa, borda regular 

Coco G+ 1x106 

MOL 
LAPM 

27 
amarela, lisa, cremosa, borda 

regular 
Bastonete G- 1,2x107 

MOL 
LAPM 

28 
marrom, lisa, cremosa, borda 

regular 
Bastonete G- 5x106 

MOL 
LAPM 

29 
amarela, cremosa, rugosa, 

borda regular 
Bastonete G+ 7x105 

MOL LAPM amarela, opaca, lisa, borda Cocobacilo G- 2,1x107 
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30 regular 

MOL 
LAPM 

31 
amarela, cremosa, lisa, borda 

irregular 
Bastonete G- 1,7x107 

MOL 
LAPM 

32 
amarela, branca no centro, 
cremosa, lisa, borda regular 

Bastonete 
curto G- 

1,4x107 

MOL 
LAPM 

33 
amarela escura, cremosa, 

lisa, borda regular 
Cocos G+ 6x105 

MOL 
 LAPM 

34 
laranja, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G- 3,1x106 

MP 
 LAPM 

36 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G- 3,2x107 

MP 
 LAPM 

37 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular, anel periférico 
Bastonete 
curto G- 

2,1x106 

MP 
LAPM 

38 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Diplococos G- 4,3x107 

MP 
LAPM 

39 
branca, opaca, rugosa, com 

borda regular 
Estreptobaston

ete G+ 
1,4x107 

MP 
LAPM 

40 
branca, lisa, cremosa, borda 

regular 
Bastonete G- 5,7x105 

MP 
LAPM 

41 

transparente, puntiforme, 
pouco opaca, pouco rugosa, 

borda regular 
Cocobacilo G- 5,2x105 

MOL 
LAPM 

42 
bege, cremosa, lisa, borda 

regular filamentosa 
Bastonete G- 3,6x107 

MOL 
LAPM 

43 
amarela, cremosa, rugosa, 
alta borda irregular clara 

Bastonete G- 1,4x107 

MP 
LAPM 

44 
branca, cremosa, lisa borda 

regular 
Bastonete G+ 2,7x105 

MP 
LAPM 

45 
amarela, cremosa, lisa, com 

borda regular 
Coco G+ 2,7x105 

MP 
LAPM 

46 
bege, cremosa, lisa,  borda 

regular 
Diplococos G+ 1,2x107 

MP 
LAPM 

47 
marrom-clara, pouco opaca, 
rugosa, com borda regular 

Bastonete 
curto G+ 

4,1x107 

MP 
LAPM 

48 
amarela, cremosa, lisa, borda 

regular 
Cocos G+ 5x106 

MP 
LAPM 

49 
marrom, rugosa, opaca, 

borda regular 
Bastonete G+ 8x106 

MP 
LAPM 

50 

transparente, puntiforme, 
rugosa, pouco cremosa, 

borda regular 
Bastonete G- 2,9x107 

MQ 
LAPM 

51 

amarela clara, rugosa, pouco 
cremosa 

 borda regular,  
Bastonete G+ 2,3x107 

MQ 
LAPM 

52 
amarela, puntiforme, 

cremosa, lisa, borda regular 
Bastonete G- 3,9x107 

MQ 
LAPM 

53 
amarela clara, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G- 5,2x107 

Total 29      4,3x108 

 
MMBPB 

LAPER 
54 

transparente, puntiforme, 
cremosa, lisa, protuberância 

Cocobacilo G- 6x104 

Plaqueamento  

do 

enriquecimento 
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central, borda regular 

MMBPB 
LAPER 

55 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Diplococos G+ 7,6x105 

MMBPB 
LAPER 

56 
amarelo escuro, cremosa, 

pouco rugosa, borda regular 
Bastonete 
curto G- 

3x104 

MMBPB 
LAPER 

57 
amarelo-laranja, cremosa, 

lisa, com borda regular 
Bastonete G- 8x104 

MMBPB 
LAPER 

58 
amarela, cremosa, rugosa, 

borda regular 
Cocobacilo G+ 4x104 

MMBPB 
LAPER 

59 

amarela clara, cremosa, lisa, 
rdaregular com anéis 

periféricos 
Bastonete G+ 1x104 

MMBPB 
LAPER 

60 
marrom clara, opaca, rugosa, 
borda regular transparente 

Cocobacilo G- 1x104 

MMBPB 
LAPER 

61 
branca, pouco cremosa, 

rugosa, borda regular 
Cocobacilo G- 3x104 

MMBPB 
LAPER 

62 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G+ 3x105 

MMBPB 
LAPER 

63 
amarela, cremosa, lisa, borda 

irregular 
Coco G+ 2x105 

MMBPB 
LAPER 

64 

transparente, plana, 
cremosa, rugosa, borda 

irregular 
Diplococos G+ 3x105 

MMBPB 
LAPER 

66 

branca, cremosa, lisa, borda 

regular Cocos G+ 5x105 

BHIOR 
LAPER 

67 
bege, opaca, lisa,borda 

regular filamentosa 
Estreptobaston

ete G+ 
1x108 

BHIOR 
LAPER 

68 

branca, opaca, centro 
cremoso, rugosa, borda 

regular 

Estreptobaston
ete G+ 

2,1x107 

BHIOR 
LAPER 

69 
salmão, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 3x108 

MMBOR 
LAPER 

70 
amarelo escura, opaca, 

lisa,borda regular filamentosa 
Bastonete G+ 1x107 

MMBOR 
LAPER 

71 
bege, opaca, rugosa,borda 

regular filamentosa 
Bastonete G+ 2x107 

MMBOR 
LAPER 

72 
bege, opaca, rugosa,  borda 

irregular 
Bastonete G+ 2x107 

MMBOR 
LAPER 

73 
bege, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Estreptobaston

ete G+ 
4x107 

MMBOR LAPER 
74 

amarelo escura, pouco 
cremosa, rugosa, borda 

regular filamentosa 
Bastonete G+ 5x107 

MMBOR 
LAPER 

76 
marrom clara, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G+ 3x107 

MMBOR 
LAPER 

77 
branca, cremosa, lisa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 3,2x107 

MMBOR 
LAPER 

78 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Cocos G+ 1x107 

 MMBOR LAPER branca, opaca, rugosa, borda Bastonete G+ 1,5x108 
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79 regular 

                                MMBOR LAPER 
80 

branca, opaca, rugosa, borda 
irregular 

Bastonete G+ 7x107 

MMBOR 
LAPER 

81 

marrom clara, média, 
cremosa, lisa, 

rugosidadecentral, borda 
regular 

Estreptobaston
ete G+ 

3x107 

BHIPB 
LAPER 

82 
marrom, pouco cremosa, 

rugosa, borda regular 
Diplobastonete 

G+ 
1x109 

BHIPB 
LAPER 

83 
branca, opaca, muito rugosa,  

borda regular 
Bastonete G+ 2,1x109 

BHIPB 
LAPER 

84 
amarela,  opaca, rugosa, 

borda regular 
Bastonete G+ 1,4x109 

BHIPB 
LAPER 

85 
branca, opaca, muito rugosa, 

borda irregular 
Bastonete G+ 3,1x108 

BHIPB 
LAPER 

86 
marrom, opaca, rugosa, 

borda regular filamentosa 
Bastonete G+ 1,8x108 

BHIPB 
LAPER 

87 
branca, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Estreptobaston

ete G+ 
2,2x108 

MMBPB 
LAPER 

88 
transparente, cremosa, lisa, 

borda irregular 
Coco G+ 2x104 

MMBOR 
LAPER 

89 
bege, opaca, pouco rugosa, 

borda regular 
Cocobacilo G- 2,7x106 

BHIOR 
LAPER 

90 
branca, opaca, lisa, borda 

regular 
Bastonete G+ 6x106 

BHIOR 
LAPER 

91 
branca, pouco cremosa, 
rugosa, borda irregular 

Estreptobaston
ete G+ 

4x105 

BHIOR 
LAPER 

92 
bege, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 3x106 

MMBOR 
LAPER 

93 
branca, opaca, lisa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 9x105 

MMBOR 
LAPER 

94 
marrom clara, opaca, rugosa, 

borda irregular 
Cocobacilo G- 6x105 

BHIPB 
LAPER 

95 

branca, opaca, centro 
cremoso, rugosa, borda 

irregular 

Estreptobaston
ete G+ 

3x108 

BHIPB 
LAPEO 

96 
branca,  opaca, lisa, borda 

irregular 
Bastonete G- 2x108 

BHIPB 
LAPEO 

97 

bege, pouco cremosa, lisa, 
periferia rugosa, borda 

regular 
Bastonete G+ 1,2x108 

BHIPB 
LAPER 

98 
branca, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Bastonete G+ 1,28x109 

BHIPB 
LAPEO 

99 
branca, pouco cremosa, lisa, 

borda irregular 
Estreptobaston

ete G+ 
5x108 

BHIPB 
LAPEO 

100 
marrom, opaca, rugosa, 

borda irregular 
Bastonete 
longo G+ 

2x107 

BHIPB 
LAPEO 

101 
branca, opaca, rugosa, borda 

irregular 
Estreptobaston

ete G+ 
1,1x107 

BHIPB 
LAPEO 

102 
bege clara, cremosa, rugosa, 

borda regular 
Bastonete G+ 2,3x107 
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BHIPB 
LAPEO 

103 

amarela, pouco cremosa, 
rugosa, borda regular 

filamentosa 

Estreptobaston
ete G- 

2,6x107 

 
BHIPB 

LAPEO 
104 

transparente, puntiforme, 
cremosa, lisa, borda regular 

Cocos G+ 4x106 

BHIPB 
LAPEO 

105 
amarela, opaca, lisa, borda 

regular 
Bastonete G+ 1,1x106 

BHIPB 
LAPEO 

106 
branca, opaca, rugosa, borda 

regular filamentosa 
Bastonete G+ 2,2x107 

BHIPB 
LAPEO 

107 
bege, pouco cremosa, 
rugosa, borda irregular 

Estreptobaston
ete G+ 

6,7x108 

BHIPB 
LAPEO 

108 
bege escuro, cremosa, pouco 

rugosa, borda regular 
Bastonete G+ 1,7x107 

MMBPB 
LAPEO 

109 
branca, pouco cremosa, lisa, 

borda irregular 
Bastonete G- 3x104 

MMBPB 
LAPEO 

110 
transparente, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G+ 3,2x104 

MMBPB 
LAPEO 

111 
amarelo claro, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete G- 1,6x106 

MMBPB 
LAPEO 

112 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G- 1,3x105 

MMBPB 
LAPEO 

113 
amarelo clara, pouco opaca, 

lisa, borda irregular 
Bastonete G- 1,2x104 

MMBPB 
LAPEO 

114 
colônia amarela, cremosa, 

lisa, borda regular 
Bastonete G- 1x104 

MMBPB 
LAPEO 

115 
amarelo claro, pouco 

cremosa, lisa, borda regular 
Bastonete G- 1,9x104 

MMBPB 
LAPEO 

116 
amarelo claro, cremosa, lisa, 

borda regular 
Bastonete 
curto G+ 

2x105 

MMBPB 
LAPEO 

117 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Bastonete G- 1,2x104 

MMBPB 
LAPEO 

118 
branca, cremosa, lisa, borda 

regular 
Cocos G+ 2,8x105 

MMBPB 
LAPEO 

119 
transparente, cremosa, lisa, 
borda regular filamentosa 

Cocobacilo G- 3x103 

MMBPB 
LAPEO 

121 
branca, cremosa,pouco 
rugosa, borda regular 

Bastonete G+ 1x103 

MMBPB 
LAPEO 

122 
amarelo escuro, cremosa, 

lisa, borda regular 
Cocos G+ 5x106 

BHIPB 
LAPEO 

123 
amarelo escuro, cremosa, 

rugosa, borda irregular 
Bastonete G+ 1,1x107 

BHIPB 
LAPEO 

124 
amarela, pouco cremosa, 

rugosa, borda irregular 
Estreptobaston

ete G+ 
1,02x109 

Total 68       1,03x1010 

Legenda: AO (amostra original); MOL (meio mineral suplementado com óleo lubrificante); MP (meio mineral 

suplementado com parafina); MQ (meio mineral suplementado com querosene); MMBPB (meio mineral suplementado 

com petróleo bruto); MMBOR (meio mineral para bactérias suplementado com óleo recuperado); MMBPB ( meio 

mineral para bactérias suplementado com petróleo bruto); BHIPB (meio BHI adicionado de petróleo bruto); BHIOR 

(meio BHI adicionado de óleo recuperado); LAPT (Lagoa aerada plaqueamento total); LAPM (Lagoa aerada 

plaqueamento das microplacas); LAPER (Lagoa aerada plaqueamento enriquecimento em meio rico); LAPEO (Lagoa 

aerada plaqueamento enriquecimento em meio com óleo); G+ (Gram positivo); G- (Gram negativo). 
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Anexo 3: Crescimento (D.O 600nm e biomassa seca), índice de emulsificação, e atividade surfactante (espalhamento da 
gota e leitura da tensão superficial), dos isolados após o cultivo em meio MMB adicionado de óleo bruto ou glicose. 
 
 

Método do 
isolamento 

Isolado D.O (600nm) Biomassa seca (mg/ml)  E 24 (%) Espalhamento da gota (D) Tensão superficial (mN/m) 

  G OB G OB G OB G OB G OB 

Plaqueamento 
direto 

LAPT 1 
0,35 ± (0,04) 

ZAa 
0,31 ± (0,00) 

ZAa 
1,25 ± (0,21) 

Sa 
0,90 ± (0,28)       

Sa 
14,90 ± (0,2)  

MNa 
0,00 ± (0,00) 

MNa 
0,28 ± (0,09) 

Fb 
1,35 ± (0,16) 

Fa 
-  -  

LAPT 3 
0,38 ± (0,13) 

BCa 
0,11 ± (0,11) 

BCa 
1,30 ± (0,14)       

Ra 
0,95 ± (0,21)       

Ra 
9,40 ± (0,92) 

BCa 
22,70 ± (0,00) 

BCa 
0,37 ± (0,11) 

Fb 
1,08 ± (0,35) 

Fa 
50,91 ± (2,71) 

LMa 
51,36 ± (0,63) 

LMa 

  LAPT 4 
0,34 ± (0,03) 

BCa 
0,15 ± (0,11) 

BCa 
1,15 ± (0,07)       

Ra 
1,05 ± (0,21)       

Ra 
19,10 ± (0,64) 

PQa 
26,20 ± (1,1) 

PQa 
1,35 ± (0,50) 

Fa 
0,30 ± (0,07) 

Fb 
49,66 ± (1,93) 

IJa 
50,67 ± (0,82) 

IJa 

  LAPT 5 
0,70 ± (0,01) 

LMa 
0,31 ± (0,00) 

LMa 
2,20 ± (0,16)       

Da 
1,20 ± (0,00)       

Db 
72,70 ± (0,00) 

La 
37,25 ± (1,20) 

Lb 
0,39 ± (0,00) 

Fa 
1,07 ± (0,62) 

Fa 
48,24 ± (4,29) 

Ua 
46,14 ± (3,13) 

Ua 

  LAPT 6 
0,51 ± (0,02) 

ZAa 
0,11 ± (0,11) 

ZAa 
1,15 ± (0,35)       

NOa 
0,25 ± (0,07)       

Nob 
16,65 ± (3,32) 

JLa 
0,00 ± (0,00) 

JLa 
1,46 ± (0,41) 

Aa 
1,44 ± (0,14) 

Aa 
41,52 ± (1,59) 

Ja 
44,94 ± (5,04) 

Ja 

  LAPT 7 
0,52 ± (0,14) 

VXa 
0,19 ± (0,00) 

VXa 
1,20 ± (0,28)       

Ra 
1,05 ± (0,07)       

Ra 
17,50 ± 0,6) 

VXa 
20,00 ± (0,70) 

VXa 
0,39 ± (0,25) 

Fa 
0,39 ± (0,39) 

Fa 
48,61 ± (10,2) 

Qa 
42,79 ± (1,86) 

Qa 

  LAPT 8 
1,21 ± (0,05) 

CDa 
0,46 ± (0,15) 

CDb 
1,20 ± (0,00)       

Ra 
1,00 ± (0,00)       

Ra 
12,50 ± (0,53) 

HIa 
5,00 ± (0,7) 

HIa 
1,00 ± (0,57) 

Fa 
0,40 ± (0,15) 

Fa 
54,48 ± (3,54) 

PQa 
51,18 ± (4,03) 

PQa 

  LAPT 9 
0,30 ± (0,00) 

DEa 
0,15 ± (0,11) 

DEa 
1,25 ± (0,07)       

Ra 
0,97 ± (0,17)       

Ra 
37,25 ± (1,20) 

CDa 
26,20 ± (0,7) 

CDa 
0,29 ± (0,00) 

Fa 
0,50 ± (0,30) 

Fa 
47,52 ± (0,16) 

Za 
48,50 ± (4,13) 

Za 

  LAPT 12 
1,05 ± (0,01) 

Xa 
0,83 ± (0,00) 

Xa 
1,05 ± (0,21)       

Za 
0,85 ± (0,21)       

Za 
12,50 ± (3,54) 

Xb 
65,66 ± (3,56) 

Xa 
0,25 ± (0,12) 

Ga 
0,41 ± (0,19) 

Ga 
42,5 ± (2,84) Já 

43,91 ± (0,08) 
Já 

  LAPT 14 
0,72 ± (0,03) 

LMa 
0,45 ± (0,06) 

LMa 
1,05 ± (0,07)       

Va 
0,95 ± (0,07)       

Va 
10,00 ± (0,1) 

JLa 
5,55 ± (0,85) 

JLa 
0,56 ± (0,38) 

Ga 
0,08 ± (0,04) 

Ga 
40,98 ± (4,84) 

Oa 
49,50 ± (3,55) 

Oa 

  LAPT 15 
0,39 ± (0,05) 

ZAa 
0,26 ± (0,03) 

ZAa 
1,15 ± (0,21)       

Qa 
1,15 ± (0,07)       

Qa 
53,80 ± (1,69) 

Ao 
43,55 ± (2,05) 

Oa 
0,45 ± (0,05) 

Fa 
0,86 ± (0,07) 

Fa 
47,17 ± (1,44) 

ABa 
50,55 ± (2,35) 

ABa 

  LAPT 17 
0,45 ± (0,00) 

VXa 
0,27 ± (0,00) 

VXa 
1,25 ± (0,07)       

Qa 
1,10 ± (0,00)       

Qa 
37,50 ± (0,6) 

Tua 
2,50 ± (0,53) 

TUb 
0,62 ± (0,23) 

Fa 
0,67 ± (0,30) 

Fa 
45,51 ± (5,89) 

Ra 
46,52 ± (4,92) 

Ra 

  LAPT 20 
0,46 ± (0,03) 

RSa 
0,33 ± (0,03) 

RSa 
0,90 ± (0,00)       

NOa 
0,50 ± (0,00)       

NOa 
57,50 ± (3,54) 

Ao 
40,00 ± (7,07) 

Oa 
0,84 ± (0,01) 

Fa 
0,94 ± (0,86) 

Fa 
35,35 ± (1,17) 

Da 
46,07 ± (1,03) 

Db 
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  LAPT 21 
0,78 ± (0,13) 

NOa 
0,21 ± (0,01) 

NOb 
0,85 ± (0,15)       

GHa 
0,85 ± (0,07)       

GHa 
12,50 ± (0,53) 

FGa 
10,00 ± (0,7) 

FGa 
0,56 ± (0,63) 

Fa 
0,88 ± (0,24) 

Fa 
41,65 ± (2,74) 

Oa 
48,64 ± (1,47) 

Oa 

  LAPT 22 
0,71 ± (0,02) 

LMa 
0,44 ± (0,26) 

LMa 
1,00 ± (0,14)       

ABa 
0,85 ± (0,15)       

ABa 
0,00 ± (0,00) 

UVa 
5,00 ± (0,00) 

UVa 
0,34 ± (0,15) 

Fa 
0,54 ± (0,18) 

Fa 
48,50 ± (6,44) 

Jb 
37,75 ± (2,48) 

Ja 

Plaqueamento 
de alíquotas das 

microplacas 

LAPM 23 
1,09 ± (0,11) 

GHa 
0,25 ± (0,18) 

GHb 
1,10 ± (0,14)       

Sa 
1,05 ± (0,07)       

Sa 
15,00 ± (0,2) 

MNa 
0,00 ± (0,00) 

MNa 
0,79 ± (0,96) 

Fa 
0,60 ± (0,35) 

Fa 
45,15 ± (3,40) 

Xa 
49,75 ± (0,04) 

Xa 

LAPM 24 
0,47 ± (0,04) 

VXa 
0,24 ± (0,02) 

VXa 
1,25 ± (0,35)       

Ua 
0,80 ± (0,00)       

Ub 
32,50 ± (0,6) 

QRa 
2,65 ± (0,74) 

QRb 
0,34 ± (0,15) 

Fa 
0,39 ± (0,22) 

Fa 
53,58 ± (5,46) 

TUa 
54,05 ± (0,34) 

TUa 

  LAPM 26 
1,07 ± (0,01) 

Va 
0,91 ± (0,22) 

Va 
1,25 ± (0,14)       

Qa 
1,10 ± (0,14)       

Qa 
15,00 ± (0,00) 

HIa 
5,00 ± (0,7) 

HIa 
0,46 ± (0,18) 

Fa 
0,68 ± (0,12) 

Fa 
46,92 ± (2,35) 

Va 
47,69 ± (4,85) 

Va 

  LAPM 27 
3,72 ± (0,08) 

Ca 
0,93 ± (0,11) 

Cb 
1,45 ± (0,07)       

Oa 
1,00 ± (0,14)       

Ob 
68,42 ± (0,00) 

Ba 
61,18 ± (0,5) 

Ba 
0,34 ± (0,24) 

Fa 
0,65 ± (0,02) 

Fa 
51,79 ± (1,73) 

Za 
44,22 ± (1,46) 

Za 

  LAPM 28 
0,78 ± (0,04) 

LMa 
0,30 ± (0,01) 

LMb 
1,05 ± (0,07)       

Xa 
0,90 ± (0,14)       

Xa 
10,55 ± (0,42) 

STa 
0,00 ± (0,00) 

STa 
0,45 ± (0,56) 

Bb 
2,17 ± (0,16) 

Ba 
43,81 ± (1,86) 

La 
44,09 ± (0,60) 

La 

  LAPM 29 
1,11 ± (0,04) 

Sa 
1,04 ± (0,02) 

Sa 
1,25 ± (0,21)       

Oa 
1,20 ± (0,00)       

Oa 
17,50 ± (0,60) 

HIa 
2,50 ± (0,5) 

HIa 
0,11 ± (0,00) 

Ga 
0,45 ± (0,16) 

Ga 
49,50 ± (1,43) 

CDa 
49,06 ± (1,84) 

CDa 

  LAPM 30 
0,78 ± (0,08) 

IJa 
0,48 ± (0,08) 

IJa 
1,05 ± (0,21)       

Va 
0,95 ± (0,21)       

Va 
0,00 ± (0,00) 

UVa 
5,00 ± (0,00) 

UVa 
0,95 ± (0,51) 

Ea 
1,35 ± (0,32) 

Ea 
41,70 ± (6,20) 

Ga 
42,51 ± (1,72) 

Ga 

  LAPM 31 
1,15 ± (0,08) 

Sa 
0,99 ± (0,02) 

Sa 
1,15 ± (0,07)       

Sa 
1,00 ±(0,14)        

Sa 
27,50 ± (3,54) 

BCa 
0,00 ± (0,00) 

BCb 
0,39 ± (0,00) 

Fa 
0,66 ± (0,09) 

Fa 
52,76 ± (5,79) 

Tb 
41,48 ± (11,1) 

Ta 

  LAPM 32 
1,15 ± (0,03) 

Sa 
0,99 ± (0,05) 

Sa 
1,25 ± (0,07)       

Pa 
1,15 ± (0,07)       

Pa 
20,00 ± (0,00) 

HIa 
0,00 ± (0,00) 

HIa 
0,24 ± (0,03) 

Fa 
0,51 ± (0,08) 

Fa 
48,05 ± (0,76) 

Ib 
37,73 ± (2,50) 

Ia 

  LAPM 33 
0,69 ± (0,00) 

LMa 
0,44 ± (0,01) 

LMa 
1,05 ± (0,35)       

Za 
0,85 ± (0,21)       

Za 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,34 ± (0,07) 

Ga 
0,20 ± (0,04) 

Ga 
49,8 ± (3,98) 

Qb 
41,66 ± (4,05) 

Qa 

  LAPM 34 
0,85 ± (0,05) 

LMa 
0,33 ± (0,08) 

LMb 
1,35 ± (0,21)       

Oa 
1,15 ± (0,07)       

Oa 
73,53 ± (4,15) 

Aa 
68,62 ± (2,77) 

Aa 
0,55 ± (0,05) 

Fa 
0,22 ± (0,01) 

Fa 
38,00 ± (1,80) 

Ca 
41,00 ± (6,00) 

Ca 

  LAPM 36 
1,86 ± (0,18) 

La 
1,01 ± (0,14) 

Lb 
1,85 ±(0,07)        

Ga 
1,25 ± (0,07)       

Gb 
23,53 ± (3,10) 

DEa 
0,00 ± (0,00) 

DEb 
0,23 ± (0,16) 

Ha 
0,11 ± (0,08) 

Ha 
37,16 ± (1,06) 

Ca 
41,78 ± (4,36) 

Ca 



 

 

 

135 

 
 

  LAPM 37 
1,92 ± (0,14) 

Ja 
1,15 ± (0,07) 

Jb 
1,70 ± (0,00)       

Ga 
1,40 ± (0,28)       

Ga 
31,37 ± (2,77) 

BCa 
0,00 ± (0,00) 

BCb 
0,38 ± (0,46) 

Ga 
0,17 ± (0,08) 

Ga 
44,52 ± (5,78) 

Ea 
36,94 ± (1,55) 

Ea 

            

  LAPM 38 
1,24 ± (0,04) 

Qa 
1,08 ± (0,16) 

Qa 
1,65 ± (0,07)       

Ea 
1,65 ± (0,35)       

Ea 
23,53 ± (3,10) 

CDa 
32,35 ± (0,10) 

CDa 
0,31 ± (0,02) 

Ga 
0,26 ± (0,04) 

Ga 
51,28 ± (3,30) 

Lb 
37,01 ± (2,76) 

La 

  LAPM 39 
0,75 ± (0,30) 

LMa 
0,36 ± (0,02) 

LMa 
1,50 ± (0,00)       

La 
1,30 ± (0,14)       

La 
5,55 ± (0,85) 

HIa 
11,76 ± (0,6) 

HIa 
0,35 ± (0,11) 

Fa 
0,65 ± (0,02) 

Fa 
49,82 ± (3,81) 

Gb 
34,27 ± (0,53) 

Ga 

  LAPM 40 
0,29 ± (0,01) 

ZAa 
0,40 ± (0,10) 

ZAa 
1,55 ±(0,35)        

La 
1,25 ± (0,07)       

La 
17,65 ± (0,00) 

BCa 
14,70 ± (4,16) 

BCa 
0,33 ± (0,48) 

Fa 
0,46 ± (0,18) 

Fa 
45,38 ± (2,08) 

La 
43,03 ± (7,25) 

La 

  LAPM 41 
0,75 ± (0,01) 

EFa 
0,66 ± (0,05) 

EFa 
0,90 ± (0,28)       

Aa 
0,95 ± (0,07)       

Aa 
0,00 ± (0,00) 

HIa 
18,42 ± (0,60) 

HIa 
0,38 ± (0,04) 

Fa 
0,65 ± (0,02) 

Fa 
47,14 ± (5,67) 

Ra 
45,00 ± (5,46) 

Ra 

  LAPM 42 
1,10 ± (0,03) 

Ra 
1,13 ± (0,09) 

Ra 
1,70 ± (0,00)       

Ea 
1,60 ± (0,14)       

Ea 
0,00 ± (0,15) 

QRa 
11,11 ± (0,70) 

QRa 
0,20 ± (0,12) 

Já 
0,00 ± (0,08) 

Ja 
44,01 ± (1,18) 

Fa 
37,72 ± (4,05) 

Fa 

  LAPM 43 
0,75 ± (0,02) 

GHa 
0,61 ± (0,33) 

GHa 
1,85 ± (0,07)       

Fa 
1,40 ± (0,14)       

Fb 
74,34 ± (3,00) 

Pa 
22,22 ± (0,40) 

Pb 
0,45 ± (0,31) 

Ga 
0,14 ± (0,04) 

Ga 
43,52 ± (5,89) 

Ia 
42,35 ± (6,73) 

Ia 

  LAPM 44 
3,12 ± (0,02) 

Ca 
1,83 ± (0,80) 

Cb 
2,05 ± (0,07)       

Ca 
1,60 ± (0,00)      

Cb 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,20 ± (0,12) 

Ga 
0,37 ± (0,36) 

Ga 
44,49 ± (3,34) 

Ia 
41,55 ± (2,75) 

Ia 

  LAPM 45 
0,43 ± (0,03) 

RSa 
0,37 ± (0,00) 

RSa 
0,85 ± (0,07)       

IJa 
0,80 ± (0,14)       

IJa 
34,22 ± (0,60) 

QRa 
0,00 ± (0,00) 

QRb 
0,41 ± (0,25) 

Fa 
0,55 ± (0,11) 

Fa 
44,94 ± (8,93) 

Ga 
39,94 ± (0,79) 

Ga 

  LAPM 46 
0,45 ± (0,04) 

RSa 
0,35 ± (0,09) 

RSa 
1,20 ± (0,00)       

Qa 
1,10 ± (0,28)       

Qa 
41,65 ± (0,80) 

Sa 
47,20 ± (3,95) 

Sa 
0,38 ± (0,12) 

Ga 
0,20 ± (0,04) 

Ga 
47,95 ± (0,30) 

NOa 
55,81 ± (1,37) 

NOb 

  LAPM 47 
0,43 ± (0,00) 

VXa 
0,29 ± (0,00) 

VXa 
1,60 ± (0,26)       

La 
1,25 ± (0,21)       

La 
28,95 ± (3,71) 

BCa 
0,00 ± (0,00) 

BCb 
0,54 ± (0,07) 

Ga 
0,02 ± (0,04) 

Ga 
50,59 ± (1,93) 

QRa 
64,69 ± (3,84) 

QRb 

  LAPM 48 
0,54 ± (0,26) 

NOa 
0,43 ± (0,03) 

NOa 
1,15 ± (0,21)       

Qa 
1,15 ± (0,07)       

Qa 
23,68 ± (0,40) 

Sb 
64,76 ± (5,16) 

Sa 
1,21 ± (0,76) 

Fa 
0,23 ± (0,08) 

Fb 
50,76 ± (4,28) 

NOa 
53,84 ± (0,94) 

NOa 

  LAPM 49 
0,66 ± (0,02) 

PQa 
0,26 ± (0,08) 

PQa 
1,05 ± (0,21)       

Ta 
1,05 ± (0,07)       

Ta 
25,90 ± (0, 

40) Xb 
52,50 ± (0,60) 

Xa 
0,40 ± (0,07) 

Fa 
0,59 ± (0,36) 

Fa 
36,36 ± (0,86) 

Ca 
43,37 ± (0,80) 

Ca 

  LAPM 50 
0,53 ± (0,04) 

NOa 
0,42 ± (0,00) 

NOa 
1,50 ± (0,20)       

Na 
1,15 ± (0,21)      

Na 
29,41 ± (3,20) 

Tb 
56,58 ±(9,30) 

Ta 
0,37 ± (0,28) 

Ga 
0,23 ± (0,16) 

Ga 
49,49 ± (6,40) 

RFa 
50,22 ± (3,53) 

EFa 
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  LAPM 51 
0,44 ± (0,12) 

ZAa 
0,18 ± (0,06) 

ZAa 
1,00 ± (0,00)       

Za 
0,90 ± (0,00)       

Za 
27,34 ± 

(0,,30) QRa 
8,18 ± (0,13) 

QRa 
0,20 ± (0,21) 

Ga 
0,43 ± (0,36) 

Ga 
51,97 ± (4,78) 

DEa 
57,80 ± (1,18) 

DEa 

  LAPM 52 
0,53 ± (0,04) 

IJa 
0,71 ± (0,27) 

IJa 
1,35 ± (0,35)       

Oa 
1,20 ± (0,14)       

Oa 
75,60 ± (0,84) 

Ea 
50,00 ± (0,2) 

Eb 
0,62 ± (0,21) 

Fa 
0,16 ± (0,09) 

Fa 
52,24 ± (4,35) 

DEa 
57,95 ± (6,40) 

DEa 
  

  LAPM 53 
1,12 ± (0,14) 

ABa 
0,60 ± (0,03) 

ABb 
1,20 ± (0,14)       

Qa 
1,10 ± (0,14)       

Qa 
60,55 ± (0,77) 

Ja 
52,50 ± (3,53) 

Ja 
0,25 ± (0,28) 

Fa 
0,48 ± (0,10) 

Fa 
62,68 ± (3,66) 

NOPa 
58,28 ± (0,25) 

NOPa 

Plaqueamento 
do 

enriquecimento 
LAPER 54 

0,67 ± (0,04) 
CDa 

0,98 ± (0,10) 
CDa 

1,30 ± (0,00)       
Oa 

1,25 ± (0,07)       
Oa 

75,00 ± (0,00) 
Ma 

32,50 ± (0,70) 
Mb 

0,26 ± (0,12) 
Fa 

0,70 ± (0,41) 
Fa 

55,72 ± (0,47) 
RSa 

49,94 ± (0,30) 
RSa 

  LAPER 55 
1,31 ± (0,07) 

ABa 
0,49 ± (0,06) 

ABb 
1,20 ± (0,14)       

Ra 
0,95 ± (0,07)      

Ra 
0,00 ± (0,00) 

Ga 
22,50 ± (0,80) 

FGa 
0,00 ± (0,02) 

Ga 
0,53 ± (0,02) 

Ga 
60,74 ± (0,37) 

DEb 
50,10 ± (7,44) 

DEa 

  LAPER 56 
3,63 ± (0,41) 

Da 
0,91 ± (0,03) 

Db 
1,80 ± (0,28)       

Fa 
1,45 ± (0,07)       

Fa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,27 ± (0,02) 

Ea 
0,44 ± (0,17) 

Ea 
-  -  

  LAPER 57 
0,70 ± (0,05) 

IJa 
0,55 ± (0,03) 

IJa 
1,00 ± (0,00)       

Za 
0,90 ± (0,00)       

Za 
30,79 ± (1,11) 

VXa 
5,26 ± (0,43) 

VXb 
0,45 ± (0,14) 

Fa 
0,79 ± (0,36) 

Fa 
52,31 ± (1,33) 

Mb 
36,80 ± (1,49) 

Ma 

  LAPER 58 
2,19 ± (0,06) 

Ga 
1,60 ± (0,00) 

Gb 
1,55 ± (0,07)       

Ja 
1,40 ± (0,00)       

Ja 
72,50 ± (9,60) 

ABa 
0,00 ± (0,00) 

ABb 
0,77 ± (0,48) 

Fa 
0,65 ± (0,25) 

Fa 
55,81 ± (1,04) 

VXa 
52,18 ± (2,10) 

VXa 

  LAPER 59 
1,05 ± (0,05) 

CDa 
0,51 ± (0,06) 

CDb 
1,15 ± (0,07)       

Ra 
1,05 ± (0,15)       

Ra 
15,00 ± (0,00) 

Ub 
70,00 ± (7,07) 

Ua 
0,36 ±(0,09) 

Ga 
0,30 ± (0,35) 

Ga 
53,44 ± (2,55) 

PQa 
51,98 ± (1,74) 

PQa 

  LAPER 60 
3,37 ± (0,21) 

Ba 
1,92 ± (0,35) 

Bb 
2,20 ± (0,14)       

Ba 
1,70 ± (0,14)       

Bb 
60,00 ± (1,8,) 

CDa 
0,00 ± (0,00) 

CDb 
0,91 ± (0,26) 

Fa 
0,49 ± (0,03) 

Fa 
61,87 ± (3,27) 

MNb 
52,03 ± (1,21) 

MNa 

  LAPER 61 
0,91 ± (0,38) 

ABa 
0,79 ± (0,41) 

ABa 
1,35 ± (0,21)       

Oa 
1,15 ± (0,25)       

Oa 
68,21 ± (4,54) 

Na 
30,00 ± (0,20) 

Nb 
0,08 ± (0,12) 

Fb 
0,79 ± (0,79) 

Fa 
65,76 ± (1,97) 

UVb 
50,55 ± (5,45) 

UVa 

  LAPER 62 
1,13 ± (0,09) 

CDa 
0,49 ± (0,14) 

CDb 
1,25 ± (0,21)       

Pa 
1,15 ± (0,07)       

Pa 
55,00 ± (1,20) 

Qa 
36,05 ± (8,55) 

Qa 
0,36 ± (0,04) 

Fa 
0,44 ± (0,21) 

Fa 
46,13 ± (5,72) 

Sa 
47,18 ± (0,37) 

Sa 

  LAPER 63 
0,85 ± (0,04) 

CDa 
0,66 ± (0,04) 

CDa 
1,15 ± (0,35)       

Qa 
1,15 ± (0,07)       

Qa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,35 ± (0,14) 

Ga 
0,08 ± (0,21) 

Ga 
-  -  

  LAPER 64 
0,52 ± (0,00) 

NOa 
0,43 ± (0,00) 

NOa 
1,20 ± (0,14)       

Pa 
1,20 ± (0,28)       

Pa 
33,30 ± (2,40) 

ABa 
37,50 ± (0,70) 

ABa 
0,40 ± (0,07) 

Fa 
0,35 ± (0,25) 

Fa 
-  -  
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  LAPER 66 
1,87 ± (0,14) 

Ha 
1,72 ± (0,02) 

Ha 
1,60 ± (0,00)       

Ia 
1,40 ± (0,28)       

Ia 
60,85 ± (8,27) 

Ca 
67,50 ± (3,53) 

Ca 
0,17 ± (0,16) 

Fa 
0,74 ± (0,04) 

Fa 
57,38 ± (2,63) 

NOb 
47,20 ± (1,87) 

NOa 

  LAPER 67 
1,62 ± (0,05) 

Ua 
0,48 ± (0,17) 

Ub 
1,30 ± (0,14)       

Qa 
1,00 ± (0,28)       

Qa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,69 ± (0,02) 

Fa 
0,05 ± (0,08) 

Fa 
61,78 ± (1,10) 

TUVa 
61,35 ± (7,53) 

TUVa 

  
LAPER 68 

1,11 ± (0,09) 
CDa 

0,46 ± (0,06) 
CDb 

1,15 ± (0,07)       
Ra 

1,10 ± (0,14)       
Ra 

0,00 ± (0,00) 
ABCa 

0,00 ± (0,00) 
ABCa 

0,73 ± (0,67) 
Fa 

0,83 ± (0,71) 
Fa 

64,87 ± (1,23) 
JLb 

48,28 ± (3,33) 
JLa 

  LAPER 69 
0,67 ± (0,01) 

PQa 
0,21 ± (0,05) 

PQb 
1,15 ± (0,07)       

Ra 
1,10 ± (0,28)       

Ra 
22,50 ± (3,53) 

FGa 
0,00 ± (0,00) 

FGa 
0,31 ± (0,02) 

Ga 
0,24 ± (0,36) 

Ga 
55,93 ± (1,52) 

TUa 
50,75 ± (0,09) 

TUa 

  LAPER 70 
0,83 ± (0,38) 

LMa 
0,22 ± (0,01) 

LMb 
1,15 ± (0,07)       

Ta 
0,95 ± (0,21)       

Ta 
11,11 ± (0,70) 

QRa 
22,90 ± (0,30) 

QRa 
0,65 ± (0,08) 

Fa 
0,52 ± (0,15) 

Fa 
46,79 ± (0,14) 

NOa 
58,04 ± (4,57) 

NOb 

  LAPER 71 
1,20 ± (0,18) 

CDa 
0,30 ± (0,08) 

CDb 
1,10 ± (0,14)       

Va 
0,90 ± (0,18)       

Va 
60,53 ± (3,71) 

CDa 
0,00 ± (0,00) 

CDb 
0,55 ± (0,00) 

Fa 
0,38 ± (0,19) 

Fa 
50,31 ± (2,20) 

NOa 
53,60 ± (3,11) 

NOa 

  LAPER 72 
0,98 ± (0,14) 

Za 
0,83 ± (0,24) 

Za 
1,05 ± (0,07)       

Ta 
1,05 ± (0,07)       

Ta 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,34 ± (0,24) 

Ga 
0,18 ± (0,09) 

Ga 
-  -  

  LAPER 73 
0,96 ± (0,15) 

CDa 
0,52 ± (0,01) 

CDa 
1,20 ± (0,00)       

Sa 
0,95 ± (0,21)       

Sa 
12,50 ± (0,60) 

OPa 
0,00 ± (0,00) 

OPa 
0,56 ± (0,21) 

Ga  
0,11 ± (0,16) 

Ga  
61,11 ± (5,03) 

QTSa 
60,77 ± (7,90) 

QRSa 

  LAPER 74 
0,33 ± (0,24) 

BCa 
0,19 ± (0,06) 

BCa 
1,15 ± (0,21)       

Va 
0,85 ± (0,07)       

Va 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,71 ± (0,05) 

Fa 
0,94 ± (0,31) 

Fa 
55,70 ± (8,33) 

DEFa 
62,76 ± (9,05) 

DEFa 

  LAPER 76 
0,42 ± (0,00) 

ZAa 
0,18 ± (0,14) 

ZAa 
1,05 ± (0,07)       

Ua 
1,00 ± (0,18)       

Ua 
0,00 ± (0,00) 

OPa 
12,50 ± (0,60) 

OPa 
0,27 ± (0,39) 

Fa 
0,46 ± (0,15) 

Fa 
47,25 ± (0,83) 

GHa 
52,56 ± (8,41) 

GHa 

  LAPER 77 
0,43 ± (0,03) 

BCa 
0,08 ± (0,01) 

BCa 
1,05 ± (0,07)       

Xa 
0,90 ±(0,14)        

Xa 
35,00 ± (1,20) 

QRa 
0,00 ± (0,00) 

QRb 
0,23 ± (0,00) 

Ga 
0,35 ± (0,14) 

Ga 
59,42 ± (2,84) 

HIa 
53,57 ± (3,38) 

HIa 

  LAPER 78 
0,25 ± (0,04) 

BCa 
0,29 ± (0,05) 

BCa 
1,05 ± (0,07)       

Ua 
1,00 ± (0,14)       

Ua 
45,25 ± (1,00) 

CDa 
21,45 ± (6,80) 

CDb 
0,25 ± (0,11) 

Fb 
1,24 ± (0,03) 

Fa 
-  -  

  LAPER 79 
0,77 ± (0,02) 

PQa 
0,15 ± (0,07) 

PQb 
1,10 ± (0,14)       

Ua 
0,95 ± (0,15)       

Ua 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,26 ± (0,04) 

Ha 
0,14 ± (0,04) 

Ha 
-  -  

  LAPER 80 
0,59 ± (0,14) 

PQa 
0,30 ± (0,21) 

PQa 
0,60 ± (0,14)       

LMa 
0,90 ± (0,14)       

LMa 
0,00 ± (0,00) 

UVa 
5,00 ± (0,7) 

UVa 
0,47 ± (0,00) 

Fa 
0,37 ± (0,19) 

Fa 
56,85 ± (0,75) 

JLa 
56,45 ± (0,21) 

JLa 

  LAPER 81 
0,65 ± (0,02) 

LMa 
0,38 ± (0,21) 

LMa 
0,95 ± (0,21)       

EFa 
0,80 ± (0,14)       

EFa 
0,00 ± (0,00) 

JLa 
15,80 ± (1,13) 

JLa 
0,31 ± (0,19) 

Ga 
0,26 ± (0,12) 

Ga 
62,34 ± (0,55) 

XZAa 
61,45 ± (2,73) 

XZAa 
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  LAPER 82 0,97 ± (0,39) 
LMa 

0,10 ± (0,06) 
LMb 

0,80 ± (0,14)       
IJa 

0,80 ± (0,14)       
IJa 

10,00 ± (0,10) 
BCa 

17,50 ± (0,70) 
BCa 

0,56 ± (0,53) 
Fa 

0,27 ± (0,39) 
Fa 

63,37 ± (2,93) 
BCDa 

60,92 ± (6,85) 
BCDa 

  LAPER 83 0,71 ± (0,02) 
RSa 

0,11 ± (0,00) 
RSb 

1,10 ± (0,00)       
Xa 

0,85 ± (0,07)       
Xa 

0,00 ± (0,00) 
DEb 

23,68 ± (0,40) 
DEa 

0,47 ± (0,00) 
Fa 

0,47 ± (0,16) 
Fa 

60,81 ± (0,54) 
STa 

55,14 ± (5,87) 
STa 

  
LAPER 84 0,34 ± (0,10) 

VXa 
0,37 ± (0,07) 

VXa 
0,95 ± (0,07)       

ABa 
0,90 ± (0,00)       

ABa 
37,50 ± (3,53) 

CDa 
27,50 ± (0,60) 

CDa 
0,67 ± (0,05) 

Fa 
0,58 ± (0,18) 

Fa 
38,47 ± (1,58) 

Aa 
38,93 ± (1,03) 

Aa 

  LAPER 85 
0,74 ± (0,12) 

NOa 
0,19 ± (0,07) 

NOb 
0,90 ± (0,14)       

GHa 
0,80 ± (0,14)       

GHa 
22,50 ± (0,80) 

CDa 
45,00 ± (4,10) 

CDa 
0,17 ± (0,07) 

Ga 
0,34 ± (0,07) 

Ga 
59,11 ± (1,94) 

QRSa 
62,75 ± (3,95) 

QRSa 

  LAPER 86 
0,71 ± (0,03) 

NOa 
0,23 ± (0,07) 

NOb 
1,10 ± (0,14)       

ABa 
0,75 ± (0,07)       

ABa 
53,68 ± (8,93) 

GHa 
0,00 ± (0,00) 

GHb 
0,00 ± (0,08) 

La 
0,05 ± (0,00) 

La 
58,03 ± (2,82) 

ABCa 
60,30 ± (3,79) 

ABCa 

  LAPER 87 
0,79 ± (0,04) 

PQa 
0,13 ± (0,04) 

PQb 
1,00 ± (0,00)       

CDa 
0,80 ± (0,14)       

CDa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,48 ± (0,43) 

Ga 
0,17 ± (0,16) 

Ga 
-  -  

  LAPER 88 
1,23 ± (0,13) 

Ra 
1,02 ± (0,01) 

Ra 
0,30 ± (0,14)       

HIa 
0,30 ± (0,00)       

HIa 
16,00 ± (0,00) 

QRa 
18,42 ± (0,00) 

QRa 
0,67 ± (0,08) 

Fa 
0,34 ± (0,24) 

Fa 
65,89 ± (0,64) 

EFGa 
60,20 ± (2,19) 

EFGa 

  LAPER 89 
1,61 ±(0,29)  

Ia 
1,59 ± (0,17) 

Ia 
0,40 ± (0,00)       

BCa 
0,40 ± (0,14)       

BCa 
55,26 ± (9,10) 

Ra 
34,21 ± (3,71) 

Ra 
0,69 ± (0,22) 

Fa 
0,51 ± (0,05) 

Fa 
62,30 ± (1,79) 

XZa 
55,21 ± (1,56) 

XZa 

  LAPER 90 
0,91 ± (0,00) 

CDa 
0,75 ± (0,10) 

CDa 
0,30 ± (0,00)       

JLa 
0,25 ± (0,21)       

JLa 
52,50 ± (3,53) 

Ja 
60,52 ± (3,72) 

Ja 
1,10 ± (0,04) 

Fa 
0,44 ± (0,04) 

Fa 
33,06 ± (0,88) 

Pa 
57,65 ± (0,95) 

Pb 

  LAPER 91 
0,67 ± (0,12) 

TUa 
0,06 ± (0,06) 

TUb 
1,20 ± (0,14)       

Xa 
0,75 ± (0,11)       

Xb 
0,00 ± (0,00) 

XZa 
2,50 ± (3,53) 

XZa 
0,28 ± (0,15) 

Ga 
0,28 ± (0,15) 

Ga 
55,58 ± (0,00) 

DEa 
55,71 ± (1,68) 

DEa 

  LAPER 92 
0,37 ± (0,00) 

BCa 
0,15 ± (0,12) 

BCa 
1,00 ± (0,00)       

Xa 
0,95 ± (0,21)       

Xa 
25,66 ± (0,93) 

BCa 
0,00 ± (0,00) 

BCb 
0,16 ± (0,15) 

Fb 
0,94 ± (0,12) 

Fa 
59,28 ± (1,19) 

UVa 
57,54 ± (1,86) 

UVa 

  LAPER 93 
0,83 ± (0,09) 

IJa 
0,47 ± (0,07) 

IJa 
0,95 ± (0,07)       

Za 
0,95 ± (0,21)       

Za 
20,00 ± (0,00) 

QRa 
15,00 ± (1,2) 

QRa 
2,11 ± (0,16) 

Ca 
0,38 ± (0,04) 

Cb 
29,89 ± (0,97) 

Ha 
55,86 ± (6,18) 

Hb 

  LAPER 94 
0,64 ± (0,02) 

IJa 
0,58 ± (0,03) 

IJa 
1,25 ± (0,19)       

Qa 
1,10 ± (0,28)       

Qa 
43,68 ± (5,21) 

RSa 
0,00 ± (0,00) 

RSb 
0,94 ± (0,32) 

Fa 
0,65 ± (0,25) 

Fa 
30,48 ± (0,39) 

Ba 
47,52 ± (1,06) 

Bb 

  LAPER 95 
0,58 ± (0,13) 

RSa 
0,22 ± (0,05) 

RSa 
1,25 ± (0,07)       

Pa 
1,15 ± (0,07)       

Pa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,10 ± (0,32) 

Ha 
0,26 ± (0,04) 

Ha 
63,42 ± (1,65) 

UVb 
53,01 ± (5,95) 

UVa 

  LAPEO 96 
0,50 ± (0,27) 

PQa 
0,36 ± (0,05) 

PQa 
1,10 ± (0,14)       

Sa 
1,05 ± (0,07)       

Sa 
27,50 ± (0,70) 

BCa 
0,00 ± (0,00) 

BCb 
0,86 ± (0,38) 

Fa 
0,45 ± (0,31) 

Fa 
52,17 ± (6,13) 

ABa 
45,58 ± (0,48) 

ABa 
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  LAPEO 97 0,93 ± (0,03) 
CDa 

0,70 ± (0,01) 
CDa 

0,30 ± (0,14)       
MNa 

0,20 ± (0,14)       
MNa 

22,22 ± (7,86) 
HIa 

0,00 ± (0,00) 
HIa 

1,18 ± (0,55) 
Fa 

0,38 ± (0,04) 
Fb 

63,98 ± (1,09) 
EFGa 

60,82 ± (0,88) 
EFGa 

  LAPER 98 0,63 ± (0,02) 
RSa 

0,15 ± (0,05) 
RSb 

1,30 ± (0,00)       
Qa 

1,00 ± (0,00)       
Qa 

0,00 ± (0,00) 
OPa 

12,50 ± (0,60) 
OPa 

0,33 ± (0,14) 
Ga 

0,14 ± (0,04) 
Ga 

65,09 ± (4,65) 
GHIb 

53,65 ± (1,01) 
GHIa 

  
LAPEO 99 0,83 ± (0,27) 

CDa 
0,78 ± (0,02) 

CDa 
0,90 ± (0,14)       

EFa 
0,85 ± (0,21)       

EFa 
15,79 ± (3,43) 

IJa 
35,79 ± (5,95) 

IJa 
0,35 ± (0,39) 

Ga 
0,32 ± (0,07) 

Ga 
56,33 ± (7,57) 

DEa 
55,34 ± (2,00) 

DEa  

  LAPEO 100 
0,53 ± (0,00) 

LMa 
0,54 ± (0,03) 

LMa 
1,10 ± (0,00)       

Qa 
1,20 ± (0,28)       

Qa 
25,65 ± (0,92) 

QRa 
10,00 ± (0,90) 

QRa 
0,43 ± (0,14) 

Fa 
0,85 ± (0,25) 

Fa 
58,74 ± (4,04) 

FGa 
53,36 ± (0,05) 

FGa 

  LAPEO 101 
0,29 ± (0,13) 

BCa 
0,24 ± (0,04) 

BCa 
0,25 ± (0,21)       

MNa 
0,25 ± (0,07)       

MNa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,00 ± (0,00) 

ABCa 
0,14 ± (0,04) 

Ia 
0,12 ± (0,27) 

Ia 
63,83 ± (1,74) 

HIJa 
68,01 ± (2,67) 

HIJa 

  LAPEO 102 
1,47 ± (0,01) 

Ua 
0,63 ± (0,04) 

Ub 
1,20 ± (0,00)      

Ra 
1,05 ± (0,07)       

Ra 
2,50 ± (3,53) 

LMb 
46,18 ± (1,67) 

LMa 
0,27 ± (0,06) 

Ha 
0,07 ± (0,28) 

Ha 
58,73 ± (3,90) 

DEa 
52,90 ± (3,80) 

DEa 

  LAPEO 103 
1,53 ± (0,21) 

Ta 
0,60 ± (0,00) 

Tb 
1,00 ± (0,27)       

Xa 
0,95 ± (0,07)       

Xa 
7,50 ± (0,60) 

TUb 
35,00 ± (0,00) 

TUa 
0,15 ± (0,11) 

Ga 
0,39 ± (0,03) 

Ga 
59,78 ± (7,04) 

OPa 
54,78 ± (0,49) 

OPa 

  LAPEO 104 
0,63 ± (0,02) 

LMa 
0,57 ± (0,00) 

LMa 
1,15 ± (0,21)       

Va 
0,85 ± (0,07)       

Va 
2,63 ± (3,71) 

ABb 
67,50 ± (3,53) 

ABa 
0,36 ± (0,04) 

Fa 
0,46 ± (0,09) 

Fa 
63,47 ± (2,07) 

QRb 
51,56 ± (1,26) 

QRa 

  LAPEO 105 
0,68 ± (0,12) 

LMa 
0,45 ± (0,21) 

LMa 
1,10 ± (0,14)       

Ra 
1,10 ± (0,14)       

Ra 
27,89 ± (1,10) 

IJa 
23,68 ± (3,40) 

IJa 
0,38 ± (0,21) 

Fa 
0,50 ± (0,24) 

Fa 
53,23 ± (0,13) 

ZAa 
56,17 ± (2,44) 

ZAa 

  LAPEO 106 
0,62 ± (0,17) 

PQa 
0,26 ± (0,01) 

PQa 
0,55 ± (0,00)       

ZAa 
0,30 ± (0,03)       

ZAa 
53,94 ± (5,57) 

GHa 
0,00 ± (0,00) 

GHb 
0,32 ± (0,63) 

Ga 
0,17 ± (0,00) 

Ga 
-  -  

  LAPEO 107 
1,86 ± (0,11) 

Oa 
0,77 ± (0,56) 

Ob 
1,25 ± (0,28)       

ABa 
0,60 ± (0,03)       

ABb 
25,00 ± (5,30) 

ABa 
45,61 ± (3,00) 

ABa 
1,77 ± (0,28) 

Da 
0,62 ± (0,77) 

Db 
60,88 ± (0,90) 

TUVa 
61,74 ± (0,57) 

TUVa 

  LAPEO 108 
1,94 ± (0,62) 

Ma 
0,85 ± (0,15) 

Mb 
0,85 ± (0,07)       

PQa 
0,45 ± (0,07)       

PQa 
65,76 ± (1,27) 

Ga 
55,55 ± (7,85) 

Ga 
0,57 ± (0,00) 

Fa 
0,72 ± (0,91) 

Fa 
60,76 ± (4,01) 

NOPa 
59,30 ± (1,20) 

NOPa 

  LAPEO 109 
2,61 ± (0,08) 

Fa 
1,45 ± (0,06) 

Fb 
0,90 ± (0,07)       

LMa 
0,60 ± (0,28)       

LMa 
65,63 ± (0,21) 

Da 
60,76 ± (8,34) 

Da 
0,37 ± (0,14) 

Ha 
0,02 ± (0,07) 

Ha 
53,19 ± (0,77) 

DEa 
57,60 ± (3,59) 

DEa 

  LAPEO 110 
2,66 ± (0,04) 

Ea 
1,66 ± (0,34) 

Eb 
0,95 ± (0,21)       

NOa 
0,45 ± (0,07)       

NOb 
65,00 ± (0,00) 

Ga 
55,26 ± (7,43) 

Ga 
0,37 ± (0,68) 

Ga 
0,17 ± (0,00) 

Ga 
61,96 ± (13,0) 

JLMa 
57,28 ± (4,01) 

JLMa 
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  LAPEO 111 
0,95 ± (0,37) 

CDa 
0,68 ± (0,09) 

CDa 
0,35 ± (0,07)       

FGa 
0,30 ± (0,18)       

FGa 
57,00 ± (3,60) 

Za 
18,42 ± (6,00) 

Zb 
0,37 ± (0,02) 

Fa 
0,46 ± (0,24) 

Fa 
63,05 ± (2,00) 

EFGa 
63,16 ± (2,03) 

EFGa 

  LAPEO 112 
4,06 ± (1,39) 

Aa 
2,36 ± (0,99) 

Ab 
1,85 ± (0,21)       

Ma 
1,35 ± (0,21)       

Ma 
71,56 ± (2,99) 

Ca 
57,72 ± (1,65) 

Ca 
0,00 ± (0,14) 

La 
0,32 ± (0,21) 

La 
53,51 ± (0,02) 

UVa 
58,76 ± (5,57) 

UVa 

  LAPEO 113 
0,94 ± (0,01) 

CDa 
0,60 ± (0,00) 

CDa 
0,40 ± (0,00)       

DEa 
0,35 ± (0,07)       

DEa 
45,17 ± (3,30) 

Ib 
41,62 ± (1,90) 

Ia 
0,12 ± (0,49) 

Ia 
0,07 ± (0,00) 

Ia 
61,89 ± (0,28) 

JLMa 
57,64 ± (0,14) 

JLMa 

  
LAPEO 114 

3,99 ± (0,63) 
Ba 

1,42 ± (0,06) 
Bb 

1,85 ± (0,20)       
Oa 

1,10 ± (0,16)       
Oa 

29,53 ± (3,40) 
Vb 

54,09 ± (2,06) 
Va 

0,00 ± (0,07) 
Fb 

1,27 ± (0,14) 
Fa 

62,76 ± (2,69) 
TUVa 

60,24 ± (3,45) 
TUVa 

 

  LAPEO 115 
0,89 ± (0,09) 

ABa 
0,81 ± (0,06) 

ABa 
0,55 ± (0,07)       

VXa 
0,35 ± (0,07)       

VXa 
22,50 ± (1,60) 

FGa 
3,00 ± (3,71) 

FGa 
0,21 ± (0,14) 

Ga 
0,40 ± (0,07) 

Ga 
64,18 ± (2,00) 

QRSa 
58,04 ± (1,72) 

QRSa 

  LAPEO 116 
1,39 ± (0,50) 

Ta 
0,73 ± (0,00) 

Tb 
0,90 ± (0,12)       

NOa 
0,50 ± (0,14)       

NOa 
0,00 ± (0,00) 

NOb 
47,22 ± (3,93) 

NOa 
1,12 ± (0,77) 

Fa 
0,47 ± (0,42) 

Fa 
62,08 ± (2,97) 

XZa 
55,52 ± (3,09) 

XZa 

  LAPEO 117 
4,96 ± (0,04) 

Aa 
1,71 ± (0,01) 

Ab 
1,60 ± (0,14)       

Ha 
1,45 ± (0,21)       

Ha 
13,73 ± (4,13) 

Zb 
62,49 ± (5,89) 

Za 
0,42 ± (0,49) 

Fb 
1,22 ± (1,48) 

Fa 
42,20 ± (0,76) 

PQa 
63,37 ± (5,37) 

PQb 

  LAPEO 118 
1,03 ± (0,01) 

ABa 
0,77 ± (0,03) 

ABa 
0,55 ± (0,07)       

TUa 
0,45 ± (0,07)       

TUa 
0,00 ± (0,00) 

HIa 
21,67 ± (4,00) 

HIa 
0,42 ± (0,18) 

Fa 
0,37 ± (0,11) 

Fa 
60,28 ± (1,45) 

NOPa 
60,91 ± (1,12) 

NOPa 

  LAPEO 119 
0,76 ± (0,02) 

LMa 
0,43 ± (0,14) 

LMa 
1,30 ± (0,14)       

Qa 
1,05 ± (0,21)       

Qa 
35,92 ± (1,30) 

EFa 
18,42 ± (2,00) 

EFa 
1,10 ± (0,60) 

Fa 
0,13 ± (0,00) 

Fb 
48,92 ± (0,53) 

GHa 
51,29 ± (3,79) 

GHa 

  LAPEO 121 
4,97 ± (0,01) 

Aa 
1,72 ± (0,11) 

Ab 
2,35 ± (0,19)       

Aa 
1,70 ± (0,00)       

Ab 
60,00 ± (0,00) 

Ha 
58,95 ± (1,48) 

Ha 
0,83 ± (0,84) 

Fa 
0,59 ± (0,39) 

Fa 
54,96 ± (0,48) 

BCa 
54,81 ± (1,58) 

BCa 

  LAPEO 122 
0,43 ± (0,11) 

RSa 
0,33 ± (0,02) 

RSa 
1,15 ± (0,21)       

Qa 
1,15 ±(0,07)        

Qa 
55,00 ± (0,00) 

Fa 
66,66 ± (0,00) 

Fa 
0,35 ± (0,02) 

Fa 
0,67 ± (0,00) 

Fa 
54,31 ± (1,19) 

NOa 
50,13 ± (1,06) 

NOa 

  LAPEO 123 
1,71 ± (0,10) 

Na 
1,02 ± (0,02) 

Nb 
0,55 ± (0,07)       

ZAa 
0,35 ± (0,07)       

ZAa 
5,13 ± (0,18) 

OPa 
7,85 ± (1,10) 

OPa 
0,50 ± (0,12) 

Fa 
0,67 ± (0,11) 

Fa 
61,71 ± (1,25) 

TUVa 
61,51 ± (0,16) 

TUVa 

  LAPEO 124 
1,23 ± (0,07) 

Pa 
1,17 ± (0,01) 

Pa 
0,65 ± (0,07)       

RSa 
0,50 ± (0,14)       

RSa 
10,00 ± (1,10) 

STa 
0,00 ± (0,00) 

STa 
0,23 ± (0,00) 

Fa 
0,61 ± (0,79) 

Fa 
63,20 ± (0,57) 

TUVa 
59,65 ± (0,87) 

TUVa 

Legenda: MMB-Meio mineral para bactérias; G-Glicose; OB- óleo bruto. LAPT (Lagoa aerada plaqueamento total); LAPM (Lagoa 
aerada plaqueamento das microplacas); LAPER (Lagoa aerada plaqueamento enriquecimento em meio rico); LAPEO (Lagoa 
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aerada plaqueamento enriquecimento em meio com óleo). Letras maisculas iguais na mesma coluna e minúsculas na mesma 
linha, foram consideradas estatisticamente iguais, com nível mínimo de signficância de 0,05 pelo teste de Tukey.  
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Anexo 4: Análise de variância (ANOVA) para o crescimento dos isolados, 
avaliado pelo parâmetro Densidade ótica a 600 nm, nas duas fontes de 
carbono, glicose e óleo bruto. 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FONTE_DE_C 1 26716447 26716447 535505 0.0000 

ISOLADO 112 204.543.657 1826283 36.606 0.0000 

REP 1 0.079013 0.079013 1584 0.2095 

FONTE_DE_C*ISOLADO 112 45.133.426 0.402977 8.077 0.0000 

erro 225 11225300 0.049890     

Total corrigido 451 287697843       

CV  (%) = 26.20         

Média geral: 0.8524670 Número de observações 452   

 

 

Anexo 5: Análise de variância (ANOVA) para o crescimento dos isolados, 
avaliado pelo parâmetro biomassa seca (mg/mL), nas duas fontes de 
carbono, glicose e óleo bruto 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FONTE_DE_C 1 284341261 284341261 67098 0.0000 

ISOLADO 112 5.700.033.186 50893153 12.010 0.0000 

REP 1 8642146 8642146 2039 0.1547 

FONTE_DE_C*ISOLADO 112 508.971.239 4544386 1.072 0.3276 

erro 225 953482854 4237702     

Total corrigido 451 7455470686       

CV  (%) = 19.77         

Média geral: 104148230 Número de observações 452   

 

 

Anexo 6: Análise de variância (ANOVA) para a atividade emulsificante (E24) 
dos isolados  nas duas fontes de carbono, glicose e óleo bruto 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FONTE_DE_C 1 2695323313 2695323313 19240 0.0000 

ISOLADO 112 177.139.222.308 1581600199 11.290 0.0000 

REP 1 120397253 120397253 0.859 0.3549 

FONTE_DE_C*ISOLADO 112 70.176.315.187 626574243 4.473 0.0000 

erro 225 31519457947 140086480     

Total corrigido 451 2,81651E+11       

CV  (%) = 49.12         

Média geral: 240980088 Número de observações 452   
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Anexo 7: Análise de variância (ANOVA) para a atividade surfactante dos 
isolados, avaliado pelo parâmetro espalhamento da gota nas duas fontes 
de carbono, glicose e óleo bruto 
 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FONTE_DE_C 1 0.015419 0.015419 0.125 0.7243 

ISOLADO 112 31.504.446 0.281290 2.275 0.0000 

REP 1 0.026486 0.026486 0.214 0.6440 

FONTE_DE_C*ISOLADO 112 25.417.781 0.226944 1.835 0.0001 

erro 225 27824714 0.123665     

Total corrigido 451 84788846       

CV  (%) = 9.23         

Média geral: 38108850 Número de observações 452   

 

 

Anexo 8: Análise de variância (ANOVA) para a atividade surfactante dos 
isolados, avaliado pelo parâmetro redução de tensão superficial nas duas 
fontes de carbono, glicose e óleo bruto 
 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FONTE_DE_C 1 96152746 96152746 6444 0.0119 

ISOLADO 102 21.148.622.134 207339433 13.895 0.0000 

FONTE_DE_C*ISOLADO 102 6134561474 60142760 4031 0.0000 

erro 206 3.073.815.153 14921433   

Total corrigido 411 30453151505       

CV  (%) = 7.36         

Média geral: 524571529 Número de observações 412   

            

 

 

Anexo 9: Análise de variância (ANOVA) para a atividade emulsificante (E24) 
dos cas selecionados nos compostos hidrofóbicos: Querosene, Tolueno, 
Xileno, Hexano, Hexadecano, óleo lubrificante e óleo diesel. 
 

FV GL SQ QM Fc Pr>Fc 

FASE_ORGÂN 6 15998262700 1999782838 40303 0.0000 

BIOSSURFAC 2 177.691.411 88845706 1.791 0.1868 

BLOCO 1 3153750 3153750 0.064 0.8029 

FASE_ORGÂN*BIOSSURFA 16 4.307.505.089 269219068 5.426 0.0001 

erro 26 1290072600 49618177     

Total corrigido 53 21776685550       

CV  (%) = 11.20         

Média geral: 628916667 Número de observações 54   

 
.. 


