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RESUMO 

Os ramnolipídeos são biosurfactantes que podem ser produzidos por 

microorganismos utilizando substratos alternativos, porém a sua produção ainda precisa ser 

otimizada pois os custos de produção são altos. O objetivo deste projeto foi abordar 

estratégias up-stream para melhorar a produção de ramnolipídios ao usar fontes de carbono 

hidrofílicas presentes em resíduos da agroindústria. Foi realizado um processo de otimização 

do meio de cultivo por meio de planejamento experimental, para encontrar as melhores 

condições a partir de um meio de cultivo existente, para produzir ramnolipídios a partir de 

glicerol utilizando a linhagem P. aeruginosa LBI 2A1, foi otimizada a produção e em escala 

de biorreator e foram obtidos 5,99 g/L de ramnolipídio, um rendimento Yp/s = 0,126, ao utilizar 

uma proporção C/N de 18. A partir do meio otimizado, foi proposto um processo de evolução 

adaptativa visando uma melhora no consumo de glicerol para aumentar indiretamente a 

produção de ramnolipídio; em comparação com a cepa Parental, P. aeruginosa LBI 2A1- 

T16A, após 65 gerações, aumentou a sua capacidade de produção de ramnolipídio 1,7 vezes 

(10,21 g/L) utilizando 5% de glicerol (condição inicial do processo de evolução). O 

experimento de evolução adaptativa permitiu melhorar o consumo de glicerol, direcionando 

maior fluxo de carbono à síntese da porção hidrofílica (dTPD-L-ramnose), e o crescimento da 

linhagem estudada, aumentando de forma indireta a produção de ramnolipídios. Como ultima 

estratégia foi proposta P. fluorescens DSM 50090 pSynPro_8o como um possível candidato 

para produção heteróloga de ramnolipídios utilizando glicerol e açucares presentes em 

hidrolisados de biomassa utilizada na agroindústria, respectivamente. Usando glicerol como 

fonte de carbono foi encontrado que o micro-organismo é um bom candidato para utilizar este 

substrato na produção de ramnolipídios, foram obtidos 1,65 g/L de ramnolipídio utilizando 

nitrato de sódio como fonte de nitrogênio e 10 g/L de glicerol. Finalmente, arabinose, glicose, 

manose e xilose foram avaliadas como possíveis fontes de carbono e P. fluorescens DSM 

50090pSynPro_8o produziu 1,37 g/L utilizando glicose como fonte de carbono, e o micro- 

organismo foi capaz de consumir tanto hexoses quanto pentoses. Ao utilizar um meio 

simulando as proporções dos açucares de cultivo energético P. fluorescens DSM 

50090pSynPro_8o produziu 0,65 g/L de ramnolipídios. Foi possível estabelecer a aptidão da 

Pseudomonas fluorescens para expressão heteróloga de ramnolipídios utilizando fontes de 

carbono não convencionais que favorecem o desenvolvimento da bioeconomia. 

 

Palavras-chave: Biossurfactantes, planejamento experimental, evolução adaptativa, 
analise de fluxo metabólico, produção heteróloga de ramnolipídios  



 
 

 

ABSTRACT 

Rhamnolipids are biosurfactants that can be produced by microorganisms using 

alternative substrates, however their production still needs to be optimized because 

production costs are high. The objective of this project was to address up-stream strategies 

to improve rhamnolipid production by using hydrophilic carbon sources present in agroindustry 

waste. A medium optimization process was performed using experimental planning to find the 

best conditions from an existing culture medium to produce rhamnolipids from glycerol using 

the P. aeruginosa strain LBI 2A1, production was optimized and at bioreactor scale and 5.99 

g/L of rhamnolipid, a yield Yp/s = 0.126, was obtained when using a C/N ratio of 18. From the 

optimized medium, an adaptive evolution process was proposed aiming at an improvement in 

glycerol consumption to indirectly increase rhamnolipid production; compared to the Parental 

strain, P. aeruginosa LBI 2A1-T16A, after 65 generations, increased its rhamnolipid production 

capacity 1.7-fold (10.21 g/L) using 5% glycerol (initial condition of the evolution process). The 

adaptive evolution experiment allowed to improve glycerol consumption, directing more carbon 

flux to the synthesis of the hydrophilic portion (dTPD-L-ramnose), and the growth of the strain 

studied, indirectly increasing the production of rhamnolipids. As a last strategy, P. fluorescens 

DSM 50090 pSynPro_8o was proposed as a possible candidate for heterologous production of 

rhamnolipids using glycerol and sugars present in hydrolysates of biomass used in 

agroindustry, respectively. Using glycerol as a carbon source it was found that the 

microorganism is a good candidate for using this substrate for rhamnolipid production, 1.65 

g/L of rhamnolipid was obtained using sodium nitrate as nitrogen source and 10 g/L of glycerol. 

Finally, arabinose, glucose, mannose and xylose were evaluated as possible carbon sources 

and P. fluorescens DSM 50090pSynPro_8o produced 1.37 g/L using glucose as a carbon 

source, and the microorganism was able to consume both hexoses and pentoses. When using 

a medium simulating the proportions of the energy culture sugars P. fluorescens DSM 

50090pSynPro_8o produced 0.65 g/L of rhamnolipids. It was possible to establish the 

suitability of Pseudomonas fluorescens for heterologous expression of rhamnolipids using 

unconventional carbon sources that favor the development of the bioeconomy. 

 

Key words: Biosurfactants, Design of experiments, Adaptive evolution, Flux metabolic 

analysis, heterologous production of rhamnolipids. 
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1. INTRODUÇÃO 

Existe uma grande diversidade de biossurfactantes que são classificados de 

acordo com à sua composição bioquímica. Dentre os mais estudados encontram-se 

os ramnolipídios produzidos principalmente por Pseudomonas aeruginosa (ABDEL-

MAWGOUD et al, 2011), e pertencem ao grupo dos glicolipídios. São moléculas 

anfipáticas com propriedades tenso ativas que atuam como emulsionantes (HENKEL 

et al., 2012) e devido a estas propriedades, têm diversas aplicações na agricultura, 

indústria farmacêutica, petrolífera, de alimentos e bebidas, de papel, de metal, de 

produtos de limpeza, de couro e têxtil (FIECHTER, 1992). 

 Além de produzirem os glicolipídios mais estudados, o metabolismo de 

Pseudomonas aeruginosa frente a produção destas moléculas e a fonte de carbono 

também tem sido estudado. As fontes de carbono hidrofóbicas, como óleos vegetais 

e n-alcanos, são as que têm apresentado melhores resultados na produção de 

ramnolipídios (ABDEL-MAWGOUD et al., 2011), e as fontes hidrofílicas como glicerol, 

glicose, manitol e etanol têm sido usadas na produção destes biossurfactantes, porém 

o rendimento na produção não atinge o obtido com fontes de carbono hidrofóbicas 

(NITSCHKE et al., 2005). 

Os três desafios principais na produção de ramnolipídios são aumentar a 

produtividade, diminuir a formação de espuma e otimizar o processamento 

downstream. Algumas estratégias para tornar os biossurfactantes comercialmente 

competitivos incluem o acesso a resíduos agroindustriais como matéria-prima de 

baixo custo, o desenvolvimento de cepas robustas do tipo selvagem ou engenheradas 

e a otimização da fermentação.  

Este trabalho tem como objetivo principal abordar estratégias metabólicas para 

otimizar a produção de ramnolipídios a partir do melhoramento de uma linhagem de 

P. aeruginosa para utilizar glicerol como fonte de carbono de forma mais eficiente e 

avaliar o potencial de P. fluorescens como hospedeiro heterólogo para síntese de 

ramnolipídio utilizando como fonte de carbono o glicerol e açucares presentes na 

biomassa lignocelulósica, como uma proposta viável para o aproveitamento de 

resíduos agroindustriais. 
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2. REVISÃO DA LITERATURA 

Os surfactantes químicos são moléculas conhecidas há longo tempo: o 

surfactante mais antigo é comumente conhecido como detergente e foi utilizado pela 

primeira vez há 2000 anos aproximadamente (FARN, 2006). A linha de tempo do 

desenvolvimento dos surfactantes sintéticos começa nos anos 20’s e 30’s, com o 

crescimento de diferentes indústrias como a petrolífera. No entanto, devido ao 

impacto ambiental que esses surfactantes sintéticos têm no ambiente e com o 

crescimento da indústria petroquímica e de várias outras indústrias, a elaboração de 

novos surfactantes especializados está em constante demanda. Em resposta a este 

desafio, os biossurfactantes surgiram como alternativa viável para diferentes 

aplicações em diferentes indústrias e gerar baixo impacto ambiental (DEVELTER & 

LAURYSSEN, 2010; HEALY et al., 1996; MAKKAR et al., 2011). 

Enquanto isso, surfactantes sintéticos com melhor perfil ambiental foram 

desenvolvidos para o mercado; como os alquil poliglicosidios, entre outros (LANG, 

2003; VAN BOGAERT et al., 2011). No entanto, estas moléculas nem sempre são 

totalmente baseadas em recursos renováveis ou ainda implicam etapas de síntese 

química (VAN BOGAERT et al., 2011). Em contraposição, surfactantes produzidos 

por micro-organimos (biossurfactantes) podem ser produzidos a partir de matérias-

primas renováveis ou mesmo de resíduos industriais, além de apresentarem maior 

biodegradabilidade e uma ecotoxicidade mais baixa (LANG, 2003). 

2.1 Biossurfactantes 

Os biossurfactantes são um grupo de compostos produzidos por uma grande 

variedade de micro-organismos. São moléculas anfipáticas com propriedades tenso-

ativas, cujas regiões hidrofílicas e hidrofóbicas permitem a interação das interfaces 

entre uma parte aquosa e outra não-aquosa numa solução ou sistema complexo 

(MARCHANT & BANAT, 2012).  

Estas moléculas atuam como emulsionantes ou como redutoras da tensão 

superficial em interfaces com diferentes graus de polaridade (MARCHANT & BANAT, 

2012). Normalmente, a parte hidrofóbica dos biossurfactantes contem uma cadeia 

longa de ácidos graxos, hidróxi-ácidos ou α-alquilo-β-hidróxi-ácidos, enquanto que a 
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parte hidrofílica pode ser carboidratos, ácidos carboxílicos, amino ácidos, peptídeos 

cíclicos, fosfatos ou álcoois (PORNSUNTHORNTAWEE et al, 2010).  

Um aspeto importante dos biossurfactantes é a concentração crítica micelar 

(CMC), que é a concentração onde se inicia a formação de micelas, que tem sido 

reportada entre 5-200 mg/L e a massa molar pode variar entre 500-1500 Da 

(PORNSUNTHORNTAWEE et al, 2010). Devido à grande variedade estrutural, estas 

moléculas podem ser usadas em diferentes ramos da indústria. 

Tem sido relatado que os surfactantes biologicamente produzidos geram 

menos impacto ambiental do que os de origem química, pois são biodegradáveis e 

apresentam menor toxicidade. Além disso, os biossurfactantes apresentam 

excelentes propriedades físico-químicas: como a efetividade numa ampla variação de 

pH e temperatura, atividade superficial e interfacial relacionada à CMC, atividade 

como emulsificantes o de-emulsificantes e agentes antiadesivos (HENKEL et al., 

2012; LOVAGLIO et al., 2011; LOVAGLIO et al., 2014; OLVEIRA et al., 2008; 

VIJAYAKUMAR & SARAVANAN et al., 2015). A propriedade única e distinta dos 

biossurfactantes em relação aos surfactantes sintetizados quimicamente é a ampla 

variedade de substratos a partir dos quais podem ser produzidos, tornando assim os 

biossurfactantes produtos de grande interesse para aplicação em diferentes 

indústrias (VIJAYAKUMAR & SARAVANAN et al., 2015). 

Os biossurfactantes podem ser classificados de acordo com a sua estrutura 

química em cinco grandes categorias: (i) glicolipídios, (ii) lipopeptídios e lipoproteínas, 

(iii) ácidos graxos, fosfolipídios e lipídios neutros, (iv) biossurfactantes poliméricos e 

(v) biossurfactantes particulados (MAKKAR & CAMEOTRA, 2010; VIJAYAKUMAR & 

SARAVANAN et al., 2015). Os ramnolipídios são os mais importantes do grupo dos 

glicolipídios, devido às suas propriedades tenso-ativas; este grupo de 

biossurfactantes é produzido principalmente por bactérias do género Pseudomonas 

(HENKEL et al., 2012).  
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2.2 Ramnolipídios 

2.2.1 Estrutura e características dos ramnolipídios 

Estruturalmente, os ramnolipídios, são constituídos por uma ou duas moléculas 

de L-ramnose unidas a um ou dois β-hidróxi ácidos (SOBERÓN-CHAVEZ & MAIER, 

2011). A variedade estrutural dos homólogos de ramnolipídios encontra-se no 

comprimento da cadeia lipídica que pode variar de C8 a C14, e de acordo com o 

número de moléculas de ramnose pode ser um mono ou di-ramnolipídio, (Figura 2.1) 

(AMANI et al., 2013; MARCHANT & BANAT, 2012). As espécies mais abundantes de 

ramnolipídios, produzidos por Pseudomonas aeruginosa, são α- L -ramnopiranosil-α-

L-ramnopiranosil-β-hidroxidecanoil-β-hidroxidecanoato (RL 1 ou Rha-C10-C10)  e α- L -

ramnopiranosil-β-hidroxidecanoil-β-hidroxidecanoato (RL 3 ou Rha-Rha-C10-C10) 

(ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). 

 

 

Figura 2.1 Estrutura geral dos ramnolipídios R1-4 de Pseudomonas aeruginosa. Modificado de Amani 
et al., 2013. 

 

Existem mais de 60 espécies de homólogos produzidas por diferentes espécies 

de Pseudomonas (ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). A variação na proporção dos 

homólogos produzidos depende da linhagem, do meio e as condições e duração do 

processo (MATA-SANDOVAL et al., 1999). Esta variação na composição de 
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homólogos, influencia nas propriedades físico-químicas dos ramnolipídios (GUERRA-

SANTOS et al., 1984; PERFUMO et al., 2006) e na sua aplicabilidade. 

2.3 Detecção e caracterização de ramnolipídios 

Os rendimentos na produção de ramnolipídios podem ser determinados 

usando uma gama de métodos diferentes; estes incluem o uso de métodos 

gravimétricos simples, métodos colorimétricos, métodos infravermelhos e 

cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC) (MARCHANT et al., 2014).  

O método gravimétrico é um método direto e fácil utilizado para medir o peso 

total do ramnolipídio extraído. Ele simplesmente envolve extrair e purificar o 

ramnolipídio e depois medir seu peso. A desvantagem deste método é que não 

fornece nenhuma indicação da pureza do produto "bruto", a extração por solventes 

pode ser utilizada para remover a maioria das impurezas, porém, alguns ácidos 

graxos podem não ser removidos (MARCHANT & BANNAT, 2014) e assumidos 

dentro do rendimento total da produção. 

As técnicas qualitativas indiretas usadas para a detecção de ramnolipídios são 

metodologias indiretas dentre as mais utilizadas está a placa de ágar de azul de 

metileno (CTAB), que permite a detecção semi-quantitativa em placa da produção de 

moléculas anfifílicas aniônicas por bactérias inoculadas neste médio de cultura 

(SIGMUND & WAGNER 1991), esta técnica é utilizada para realizar seleção e triagem 

de micro-organismos produtores de biossurfactantes (SOBERON-CHAVEZ & MAIER, 

2011).  

Outra técnica que utiliza os princípios da microbiologia clássica é a inoculação 

de micro-organismos em placas de ágar sangue para analise da hemólise dos 

eritrócitos, no entanto, o resultado da aparição do halo por hemólise devido à 

presença de ramnolipídios, pode ser um falso positivo, pois pode haver secreção de 

proteases ou lipases (ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). 

Embora os mecanismos relacionados à atividade hemolítica dos ramnolipídios 

não sejam totalmente compreendidos, a porção hidrofóbica parece ser a responsável 

no processo da perturbação das membranas dos glóbulos presentes no ágar 

(MANAARGADOO-CATIN et al., 2016).  Este método é ideal para a seleção de 
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mutantes com maior atividade hemolítica, já que o aumento do diâmetro da zona clara 

ao redor da colônia é facilmente visível. Contudo, este tipo de técnicas deveria ser 

utilizado unicamente para a triagem de cepas produtoras de biossurfactantes e não 

como um resultado conclusivo.  

A atividade de superfície é uma das características mais importantes dos 

biossurfactantes e, portanto, pode ser usada como ponto de partida para a 

determinação qualitativa e semi-quantitativa dos ramnolipídios. O teste indireto de 

colapso da gota, tem sido utilizado para a seleção e triagem de micro-organismos 

produtores de biossurfactantes em geral, o colapso de uma gota de óleo é analisado 

ao colocar uma gota de sobrenadante da cultura em questão, se apresentar produção 

de ramnolipídios, a gota da cultura se espalhara sobre o óleo (ABDEL-MAWGOUD et 

al.,2010). A medida direta da tensão superficial mediante o ensaio do anel de De 

Nöuy, permite determinar a presença de ramnolipídios aproveitando umas das suas 

propriedades físico-químicas mais importantes, a redução da tensão superficial 

(PORNSUNTHORNTAWEE et al.,2010).  

Já como técnicas quantitativas existem várias estratégias que atualmente são 

as mais utilizadas. Os métodos colorimétricos medem a quantidade de açúcar 

pentose usando um ensaio espectrofotométrico, utilizando antrona, orcinol ou 6-

deoxihexose (ABDEL-MAWGOUD et al.,2010: SMYTH et al., 2014). É uma medida 

indireta da quantificação de ramnolipídio, pois está associada a uma curva padrão 

para a quantificação de ramnose (IORERE et al., 2017).  

Geralmente, na produção de ramnolipídios são encontradas misturas de mono 

e di-ramnolipídios, para aplicações industriais e ambientais, sendo de grande 

importância quantificar e caracterizar a composição dos homólogos produzidos 

(ABDEL-MAWGOUD et al.,2010). Os métodos cromatográficos permitem a detecção 

e separação dos congêneres de ramnolipídios, a separação cromatográfica em 

camada delgada (TLC) e a cromatografia em coluna de sílica gel, ambos processos 

utilizam um sistema de solventes na fase móvel para a facilitar a interação dos 

diferentes homólogos com a fase estacionária (SAMADI et al., 2012; ZHOU et al., 

2019).  

Tanto a cromatografia de alta eficiência (HPLC) quanto a cromatografia de ultra 

eficiência (UPLC) são técnicas bastante utilizadas para analise de ramnolipídios, 
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geralmente acopladas a detectores ultra-violeta (UV), detector universal de Aerosol 

carregado (CAD) ou detecção por espalhamento de luz evaporativo (ELSD) 

(BEHRENS et al., 2016; INVALLY et a., 2019: MATA-SANDOVAL et a., 1999).  

Com as técnicas cromatográficas a separação de mono e di-ramnolipídios 

também é efetiva, entretanto, não é possível elucidar os congêneres presentes no 

meio de cultura. Estas técnicas acopladas à espectrometria de massa (HPLC/MS; 

UPLC/MS) permite uma caracterização mais precisa dos homólogos em relação ao 

seu tempo de retenção e a massa espectral (ABDEL-MAWGOUD et al.,2010: 

RUDDEN et al., 2015).  

A técnica de infravermelho por transformada de Fourier (FTIR) e a 

espectroscopia no infravermelho por transformada de Fourier com modo de reflexão 

total atenuada (ATR-FTIR), tem sido utilizada para caracterizar e quantificas misturas 

complexas de homólogos de ramnolipídios (LEITERMANN et al., 2008; ZHAO et al., 

2019), esta técnica permite fazer uma analise rápida em soluções aquosas 

identificando os grupos funcionais dos ramnolipídios.  

A ressonância magnética nuclear (NMR) mede a absorção da radio frequência 

de vários átomos expostos num campo eletromagnético é utilizada para realizar 

analises estruturais de congêneres purificados (ABDEL-MAWGOUD et al.,2010). As 

informações estruturais são obtidas a partir do espectro com base nos deslocamentos 

químicos, constantes de acoplamento e análise de curvas integrais (MIAO et al., 

2014).  

2.4 Metabolismo e biossíntese dos ramnolipídios em Pseudomonas 

aeruginosa 

Os mecanismos envolvidos na biossíntese dos ramnolipídios em P. aeruginosa 

é complexa. Primeiramente, a dTDP-L-ramnose e os β-ácidos graxos hidróxicos, 

precursores da porção hidrofílica e hidrofóbica respectivamente, são gerados a partir 

das vias metabólicas centrais dos carboidratos, da via biossintética dos ácidos graxos 

de novo e do catabolismo dos lipídios via β-oxidação (ABDEL-MAWGOUD et al., 

2014; SYLDATK &WAGNER, 1987; SUH et al., 2019; ZHU & ROCK, 2008).  
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Segundo Syldatk & Wagner (1987) existem quatro possibilidades para a 

biossíntese do biossurfactante ocorrer: 

1. A síntese de novo do carboidrato e do lipídeo 

2. Síntese de novo da porção do carboidrato e síntese da porção lipídica 

partindo do substrato 

3. Síntese de novo da porção lipídica e síntese da porção do carboidrato 

partindo do substrato 

4. Síntese do carboidrato e do lipídeo por vias independentes partindo do 

substrato utilizado 

Por outro lado, os ramnolípidos, em geral, são sintetizados quando as células 

bacterianas entram na fase estacionária de crescimento. Em P. aeruginosa, isto 

resulta em um processo de regulação estritamente controlado (Figura 1.2) que 

desencadeia a produção de ramnolipídios determinado por uma rede complexa e 

intrincada (MÜLLER & HAUSMANN, 2011).  

Esta rede inclui o sistema Las, a cadeia de ramno-aciltransferase (Rhl), os 

sistemas de sinais por quinolonas de Pseudomonas (PQS), tudo isso integrado ao 

Quorum sensing (QS), à produção de outros fatores de virulência, assim como os 

fatores sigma alternativos RpoS e RpoN (ABDEL-MAWGOUD et al., 2014; AGUIRRE-

RAMIREZ et al., 2012; OLVERA et al., 1999). 

Não há estudos conclusivos sobre a função fisiológica específica dos 

ramnolipídios no metabolismo de P. aeruginosa. Devido às propriedades 

emulsionantes e de natureza anfipática, atribui-se a função de produção devido a 

necessidade de captação de substratos pouco solúveis como os hidrocarbonetos 

(ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). Na revisão da literatura feita por Chrzanowski et 

al. (2012) é relatado que os ramnolipídios ajudam a incrementar o contato da célula 

com a superfície, aumentando a eficiência de degradação do substrato.  

Ao serem liberados para o espaço extracelular, os ramnolipídios ajudam a 

controlar a hidrofobicidade da célula para a fixação ou desprendimento da célula em 

diferentes substratos, assim como o aumento e a modulação da motilidade da 

bactéria (ABDEL-MAWGOUD et al., 2010; BRINKMAN et al., 2001; DÉZIEL et al., 

2003).  
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Caiazza et al. (2005) relataram que o deslocamento das bactérias da espécie 

P. aeruginosa esta modulado pela biossíntese de ramnolipídios. Observou-se que os 

mutantes com deleção nos genes rhlB e rhlC, essenciais para a síntese de mono e 

di-ramnolipídios, apresentam um padrão de movimentação alterada caraterizada por 

tendrils – que corresponde a uma forma de movimentação irregular, que permite a 

comunicação entre grupos celulares, entretanto com menor eficiência do que na 

presença de ramnolipídios.  

A produção de ramnolipídios está ligada ao controle da translocação da célula 

e ao aumento do contato celular com a superfície e com outras células, o que é 

controlado pelo sistema rhl (RASAMIRAVAKA et al., 2015). Como relatado por Pamp 

& Tolker-Nielsen (2007), os ramnolipídios estão envolvidos na formação de micro 

colônias e na formação de estruturas tridimensionais que permitem a formação dos 

biofilmes.  

Além de estarem relacionados à captação de fonte de carbono hidrofóbicas e 

motilidade de P. aeruginosa, os ramnolipídios têm sido reportados como auxiliadores 

na formação de biofilmes e no QS destas bactérias (ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). 

Estes dois processos são afetados pela modulação da motilidade, a produção de 

ramnolipídios e de lecitinas (RASAMIRAVAKA et al., 2015).  

O QS é caracterizado pela produção de autoindutores (AIs) que se acumulam 

ao aumentar a densidade populacional promovendo a interação celular e a ativação 

dos reguladores transcricionais (WILLIAMS, 2007). Os quatro sistemas de QS da P. 

aeruginosa foram inicialmente identificados por suas funções na regulação da 

produção de fatores de virulência (Figura 2.2). Esses sistemas são: Las, sistema de 

sinais de quinolonas de Pseudomonas (PQS), sistema integrado de sinais de quorum 

(IQS) e Rhl (LEE & ZHANG, 2015).  
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Figura 2.2 Regulação da biossíntese de ramnolipídios (SUH et al., 2019). 

 

Os sistemas Las e Rhl são regulados por N-acil-homoserina-lactonas (AHL) e 

a regulação dos sistemas PQS e IQS é mediada por alquil-4-quinolonas (AQs). 

Quando complexadas, essas moléculas, reconhecem a resposta do regulador e 

induzem a expressão do sistema de QS (SUH et al., 2019). 

Além disso, estão os reguladores globais do QS em P. aeruginosa, começando 

pela proteína reguladora do receptor cAMP, Vfr que se encontra no topo da cascata 

junto com o sistema regulador global de dois componentes GacA/GacS, controlando 

a expressão de LasI/LasR, que por sua vez, controla o sistema RhlI/RhlR (ALBUS et 

al., 1997; REIMMANN et al., 1997). Já RsaL, atua como regulador transcripcional 

negativo de lasI (BERTANI & VENTURI 2004).  

O fator RpoN, associado à limitação de nitrogênio, foi caracterizado como 

ativador da expressão de rhlI (THOMPSON et al., 2003), o fator RpoS junto com DksA 

(regulador pos-transcricional) regula negativamente o sistema de AHL, através da 

repressão da expressão de rhlI (MULLIGAN & GIBBS, 1989; SCHUSTER et al., 2006; 

JUDE et al, 2003). VqsR, é um regulador transcripcional de lasI; é uma proteína 

membro da família LuxR e interfere na expressão do seu homólogo, QscR que regula 

negativamente a expressão de LasR (JUHAS et al., 2004; LIANG et al., 2012; 

LEDGHAM et al. 2003). Outro regulador é PhoB que estimula a expressão rhlR em 
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condições de limitação de fosfatos através do QS nos sistemas dependentes de 

quinolonas (JENSEN et al., 2006). 

A hierarquia regulatória do QS começa com o sistema Las (LEE & ZHANG, 

2015). O complexo LasR/N-3-oxododecanoil-homoserina-lactona (OdDHL) ativa a 

transcrição dos genes lasI, rhlR, rhlI, pqsR e rsaL (Figura 2.2). A ativação 

transcricional de lasI leva ao aumento da produção de OdDHL criando um loop de 

feedback positivo no sistema Las (DEZIEL et al., 2004).  

No sistema PQS, o sistema de enzimas PqsABCD e PhnAB envolve a síntese 

de 2-heptil-4-quinolonas (HHQ), enquanto PqsH converte  HHQ em PQS (LIN et al., 

2018). A expressão do regulador PqsR é ativada por PQS que por sua vez, ativa e 

regula a expressão de vários de genes relacionados a fatores de virulência, incluindo 

os ramnolipídios (SCHUSTER & GREENBERG, 2006; GARCIA-REYES et al., 2020).  

Assim como o sistema PQS, o sistema IQS é um sistema de comunicação 

célula a célula dependente de quinolona, a 2-(2-hidroxifenil) -tiazol- 4-carbaldeído. O 

IQS é sintetizado pelos produtos genéticos da síntese peptídica não ribosomoal do 

operon ambBCDE. A regulação deste sistema é controlada pelo sistema Las sendo 

também fosfato dependente (JENSEN et al., 2006: LEE et al., 2013).  

No sistema Rhl de QS, o rhlI é responsável pela síntese do AI, N-butanol-L-

homoserina lactona (C4HSL) que se une à proteína RhlR e a torna ativa. O complexo 

RhlR–C4HSL reconhece as caixas Las; ativa o operon rhlAB e desencadeia a 

transcripção de ramnosiltransferases (Figura 1.2) (OCHSNER & REISER., 1995).  

As três enzimas que catalisam a produção de ramnolípidos a partir dos 

precursores são codificadas pelo operon rhlAB e pelo gene rhlC (ABDEL-MAWGOUD 

et al., 2014). A enzima RhlA catalisa a síntese dos dímeros de ácidos graxos e HAA, 

transformando as moléculas de β-hidroxiacil-ACP em HAA. A enzima RhlB do operon 

rhlAB, é uma proteína catalítica que promove a união de dTDP-L-ramnose à cadeia 

de acil-ramnolipídio (OCHSNER et al, 1995). RhlC catalisa a transferência de dTDP-

L-ramnose para os mono-ramnolipídios já existentes (Figura 2.3). 
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Figura 2.3 Visão geral das vias metabólicas envolvidas na biossíntese de ramnolipídios tendo como 
precursores fontes hidrofílicas como glicerol e glicose e hidrofóbicas como óleo vegetal (LOVAGLIO et 
al., 2015). 

 

Nos estudos de Déziel et al. (2003) foi observado que os mutantes para rhlA 

não expressavam RhlA nem RhlB, não havendo produção de ramnolípidios. Porém, 

quando expressado rhlA, houve produção de ácidos 3-hidroxialcanóicos (HAA), 

demonstrando que estes HAA são precursores na biossíntese de ramnolipídios e 

apresentam propriedades tenso-ativas. Estes estudos levaram à conclusão que RhlA 

é provavelmente uma transacilase e segundo Zhu & Rock (2008), o substrato 

preferencial desta enzima é β-hidroxiacil-ACP, desviando-o da biossíntese de ácidos 

graxos para produção de HAA. 

Após o primeiro modelo genético descrito para a produção de ramnolipídios, 

foi reportado que o gene rhlC codifica para a proteína RhlC cuja função é a 

transferência de L-ramnose para cadeias de polímeros (RAHIM et al., 2001). Este 

gene está localizado em um operon diferente ao de rhlAB. Porém os dois operons 

estão conectados e requerem o fator σ54, que codifica para a ramnosiltranferase 

envolvida na produção dos di-ramnolipídios de Pseudomonas aeruginosa. Os 

mutantes para este gene, só tem a capacidade de produzir ramnolipídios com uma 

molécula de ramnose (RAHIM et al., 2001). 
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A síntese de novo da porção lipídica ocorre pela via de síntese de ácidos 

graxos tipo II (FAS II) (Figura 2.3), Pseudomonas aeruginosa tem a mesma 

maquinaria enzimática que E. coli para realizar este processo (HOANG & 

SCHWEIZER, 1999). Quando não ocorre a síntese de novo, o processo para 

metabolizar o substrato e fazer a conversão em lipídeos é a β-oxidação, que está 

relacionada a substratos hidrofóbicos e depende do número de carbonos do substrato 

(Figura 2.3) (HORI et al., 2011).  

Em um estudo realizado por Garcia et al (1998), o gene rhlG é responsável da 

síntese da porção lipídica dos ramnolipídios, e Lovaglio (2011) reportou que os 

mutantes para rhlG apresentaram uma redução na produção de ramnolipídios 

utilizando óleo de girassol como fonte de carbono, o que deixa uma questão sobre o 

envolvimento deste gene na biossíntese da parte hidrofóbica do biossurfactante.  

 Contudo, dados mais recentes sugerem que provavelmente a atividade 

catalítica da enzima FabG é 2000 vezes maior (MILLER et al., 2006; ZHU & ROCK, 

2008). Foi demonstrado também que rhlAB e rhlG são inversamente regulados, pelo 

que foi concluído que RhlG não é essencial na produção de ramnolipídios (BAZIRE & 

DUFOUR, 2014). 

Enquanto na formação da porção hidrofílica, o precursor, dTDP-L-ramnose 

pode vir da via de Entner-Doudoroff partindo de um substrato hidrofílico ou da 

gliconeogênese (Figura2.3), quando o substrato é hidrofóbico. A formação da dTDP-

L-ramnose é derivada de uma série de reações sequenciais que começam com a 

conversão de D-glicose-6-fosfato em D-glicose-1-fosfato, catalisada por AlgC 

(OLVERA et al., 1999). A D-glicose-1-fosfato é convertida em dTDP-Lramnose 

catalizada pelas enzimas RmlA, RmlB, RmlC e RmlD, organizadas em um operon só: 

rmlBDAC (AGUIRRE-RAMIREZ et al., 2012; GIRAUD & NAISMITH, 2000; REIS et 

al., 2013). 

Na biossíntese de ramnolipídios, as rotas metabólicas de outros metabólicos 

podem interferir, direcionando os fluxos. A fosfoglicomutase AlgC além de possuir um 

papel muito importante na biossíntese de ramnolipídios (Figura 2.3), está envolvida 

na produção de alginato, catalisando a interconversão de manose-6-fosfato para 

manose-1-fosfato (OLVERA et al., 1999). Pseudomonas aeruginosa usa dTDP-L-

ramnose como o precursor não só na biossíntese dos ramnolípidos (AGUIRRE-
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RAMIREZ et al., 2012), também utilizando esta molécula como precursora na 

biossíntese de lipopolissacarídeo (LPS) (RAHIM et al., 2000), polissacarídeo Psl 

(BYRD et al., 2009), e flagelina tipo-b (LINDHOUT et al., 2009). 

2.5 Produção de ramnolipídios 

Apesar das vantagens que os ramnolipídios apresentam por suas propriedades 

físico-químicas, ainda existe o grande obstáculo de atingir um processo industrial em 

larga escala eficiente, uma vez que, para produzir uma pequena quantidade desse 

composto, é necessário grande investimento de energia, reagentes e técnicas para 

purificação.  

A produção de biossurfactantes por fermentação microbiana só poderá 

substituir os surfactantes sintéticos quando o custo das matérias-primas e do 

processo for reduzido. O elevado custo da produção de ramnolípidos deve-se 

principalmente às fases de fermentação e purificação do produto.  

O custo de produção de um surfactante sintético varia entre $1-3/kg, enquanto 

que uma avaliação técnico-econômica da produção de ramnolipídios, a partir da 

literatura e patentes que focam este bioprocesso (Moutinho et al., 2020),  encontrou-

se  o preço mínimo de venda de $59,6/kg, com um produto final 60% puro 

aproximadamente. Já um produto com um grau de pureza entre 90% - 99% pode ter 

um custo entre $1,5-1500/g (DHANARAJAN & SEN, 2014). Por tanto estratégias para 

aumentar a produtividade e diminuir os custos de manufatura devem ser estudadas e 

avaliadas. 

Em resposta aos custos altos de produção relacionados à baixa produtividade, 

surgem três estratégias para aumentar o rendimento do biossurfactantes: (1) o 

desenvolvimento de linhagens mutantes ou recombinantes para o aumento no 

rendimento do biossurfactantes; (2) a otimização das condições de cultivo para o 

melhoramento do bioprocesso; (3) A utilização de matérias primas de baixo custo ou 

resíduos agroindustriais (CHONG & LI, 2018).  
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2.6 Estratégias up-stream para melhoramento da produção de 

ramnolipídios 

2.6.1 Linhagens mutantes e recombinantes 

A genética das bactérias produtoras é um fator importante que afeta o 

rendimento de produção dos ramnolipídios, pois a capacidade de produzir o 

metabolito é conferida pelos genes do organismo. Além das linhagens naturais 

produtoras de biossurfactantes, algumas cepas mutantes e recombinantes com 

características melhoradas para a produção de biossurfactantes são relatadas na 

literatura (CHONG & LI, 2017; IORERE et al., 2017; WITTGENS & ROSENAU, 2020). 

O melhoramento de linhagens através de mutação randómica tem sido 

utilizado para aumentar a produção de ramnolipídios. A inserção de transposons em 

uma linhagem de P. aeruginosa para a assimilação de hidrocarbonetos e produção 

de ramnolipídios foi descrita por Koch et al. (1991), cuja mutante produziu o dobro de 

ramnolipídios em comparação com a cepa selvagem. Lovaglio (2011), gerou um 

banco de mutantes por inserção do transposon Tn5, a linhagem mutante aumentou 

em 70% a produção de ramnolipídios usando meio livre de cálcio e óleo de girassol 

como fonte de carbono.  

O uso de agentes mutagênicos químicos foi descrito por Tahzibi et al. (2004), 

os autores utilizaram N-metil-N’-nitro-N-nitroguanidina como agente mutagênico que 

aumentou a produção de ramnolipídio 10 vezes com respeito ao parental.; LIN et al., 

1998) e agentes mutagênicos físicos (IQBAL et al., 1995; MULLIGAN & GIBBS, 1989).  

A radiação gama também tem sido utilizada como uma estratégia para gerar cepas 

de P. aeruginosa hiperprodutoras que em relação a linhagem selvagem aumentaram 

a produção entre 1,5 e 3 vezes (EL-HOUSSEINY & GHADIR, 2017; IQBAL et 

al.1995). 

P. aeruginosa é até o momento, a linhagem com produtividades mais altas de 

entre 74–112 g/L de ramnolipídio (GIANI et al., 1997). Portanto, a estratégia de usar 

cepas recombinantes é uma abordagem favorável para evitar patogenicidade e 

sistemas complexos de regulação metabólica (HENKEL et al., 2017).  

Diante disso, as estratégias para produção heteróloga estão baseadas na 

criação de sistemas de produção artificial usando os genes da biossíntese, rhlAB(C), 
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de produtores naturais de ramnolipídios (TISO et al., 2017). Esta abordagem permite 

eliminar as vias biossintéticas de outros metabólitos secundários que competem 

diretamente pelos precursores utilizados na produção de ramnolipídios, como o ácido 

poli-hidroxialcanóico (FUNSTON et al., 2017).  

A expressão heteróloga dos genes rhl tem sido reportados em E. coli 

(CABRERA-VALLADARES et al. 2006; OCHSNER et al., 1994), S. cerevisciae 

(BAHIA et al., 2018), Cellvibrio japonicus (HORLAMUS et al., 2018), P. chloraphis 

(SOLAIMAN et al., 2015), P. fluorescenes (OCHSNER et al., 1995), P. oleovorans 

(OCHSNER et al., 1995), P. stutzeri (ZHAO et al., 2015), P. putida (CHA et al. 2008; 

OCHSNER et al., 1995; WITTGENS et al., 2011; TISO  et al., 2016;  CAO et al., 2012) 

e P. taiwanensis (TISO  et al., 2017). 

Uma vantagem da produção em linhagens recombinantes é a possibilidade de 

dissociar a produção do crescimento (TISO et al., 2017) e como resultado a produção 

de ramnolipídios está em taxa específica constante usando P. putida como descrito 

por Wittgens et al. (2011). Associado a esta estratégia, diferentes promotores como 

os promotores tac e lac induzíveis (BEUKER et al., 2016; TISO e tal., 2020; 

WITTGENS et al., 2017) e sistemas de expressão como o T5 e T7 têm sido estudados 

(WANG et al., 2007; HAN et al., 2014). 

2.6.2 Ômicas e metabolismo 

A superprodução de um determinado metabólito depende do entendimento das 

vias metabólicas associadas à sua biossíntese e ao seu comportamento in vivo, isto 

permite o desenvolvimento de estratégias de engenharia metabólica e bioinformática 

(MÜLLER et al., 2011; REIS et al., 2013; D ORTH et al., 2010). Para conseguir o 

melhoramento do processo de biossíntese de ramnolipídios, é necessário conhecer 

e entender os processos de regulação metabólica durante o bioprocesso sob 

determinadas condições (MÜLLER et al., 2011). 

Técnicas de genômica e transcriptômica, proteômica e fluxômica permitem 

conhecer como os processos de regulação ocorrem e como são as respostas dos 

micro-organismos a condições como estresse oxidativo. P. aeruginosa PAO1, que 

está completamente sequenciada (STOVER et al., 2000) e com seus genes anotados 

(WINSOR et al., 2009) abre todas as possibilidades para fazer abordagens racionais 

que permitam desvendar mecanismos regulatórios e de interação entre genes e 
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proteínas. A quantificação da expressão dos genes relacionados à produção de 

ramnolipídios é feita por q-PCR e RT-qPCR (PERFUMO et al., 2013) com o intuito de 

entender a regulação e padrões de expressão. Utilizando estas técnicas, a mudança 

na expressão dos genes de ramnolipídio tem sido relatada em função de efeito dos 

íons de Fe2+ e Fe3+ (SHATILA et al. 2020), assim como a variação na expressão dos 

genes rhlB e rhlC utilizando glicose e glicerol como fonte de carbono (FUNSTON et 

al., 2016) e diferentes fontes de sulfato (ISMAIL et al., 2014). 

Do ponto de vista da proteômica, a espectrometria de massas, MALDI-

TOF/TOF, tem sido utilizada para elucidar a expressão de proteínas envolvidas na 

resposta ao estresse oxidativo e relacionadas à produção de ramnolipídios 

(PACHECO et al., 2012; REIS et al., 2010), isto com o objetivo de desenvolver 

estratégias para maximizar a produção do metabólito desejado em relação aos outros 

fatores de virulência (REIS et al., 2013: LECOUTERE et al., 2012).  

A fluxômica é uma ferramenta da engenharia metabólica que permite a 

otimização do rendimento e da bioconversão do substrato no produto de interesse 

através da analise de fluxo metabólico. Esta ferramenta pode ser usada para 

quantificar fluxos metabólicos intracelulares usando as concentrações de metabólitos 

extracelulares em combinação com a estequiometria das reações intracelulares 

(PROVOST & BASTIN et al., 2004). A estequiometria gerada com a analise de fluxo, 

impõe constantes que não requerem parâmetros cinéticos que podem ser difíceis de 

calcular, o que faz esta abordagem apropriada para estudos que precisam ter em 

conta diferentes perturbações como tipos de substrato e maquinaria genética (D 

ORTH et al., 2010). 

A analise de fluxo metabólico facilita a detecção de ramificações nas vias 

metabólicas, que podem ser direcionados para produção do metabólito desejado. 

Tiso et al. (2016) usaram a analise de fluxo metabólico em Pseudomonas putida para 

desenvolver uma estratégia baseada na capacidade do micro-organismo de 

redirecionar o fluxo para produção de ramnolipídios, focando no conceito “driven-by-

demand”.  

Outro cenário estudado com o mesmo micro-organismo é no que diz respeito 

ao metabolismo dos polihidroxialcanoatos (PHAs), pois este metabolismo tem muita 

influencia na sincronização do metabolismo global do micro-organismo (ESCAPA et 
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al., 2012). Beckers et al. (2016) realizaram a analise de expressão genica e de fluxos 

metabólicas na produção de PHAs usando glicerol como fonte de carbono cujos 

resultados aportam no desenvolvimento de linhagens superprodutivas de PHAs.  

Esta ferramenta tem sido utilizada para o estudo de Pseudomonas aeruginosa 

pois é um micro-organismo patogênico e o entendimento do seu metabolismo é de 

grande importância, principalmente na elucidação da síntese dos fatores de virulência 

(LASSEK et al., 2016). Já Satya Eswari & Venkateswarlu. (2016), avaliariam os fluxos 

de P. aeruginosa na produção de ramnolipídios, após realizar um processo de 

evolução diferencial como método de otimização. Por outro lado, Dulcey et al. (2019) 

fizeram uma mutagênese semi-racional da enzima RhlA de P. aeruginosa, o que 

mostrou resultados promissórios para encontrar pontos chaves para modular a 

atividade da enzima e a produção de diferentes homólogos de ramnolipídios.  

Por outro lado, a adaptação do micro-organismo ao meio favorece a produção 

do metabolito desejado, a evolução adaptativa realizada em laboratório (Adaptive 

Laboratory Evolution - ALE) é uma ferramenta que permite aumentar o fitness de um 

micro-organismo, por meio de culturas em série para um certo número de pressões 

ambientais com o intuito de desenvolver novas funções biológicas, levando em 

consideração as mudanças que foram favoráveis durante processo evolutivo 

(KAWECKI et al., 2012).  

A ALE tem sido usada para aprofundar os conceitos de evolução molecular e 

mudanças adaptativas. E. coli é um dos micro-organismos que tem sido mais 

estudados neste campo, devido ao seu curto período de geração, além de ser um 

modelo para vários outros estudos de biologia celular e molecular (ELENA & LENSKI, 

2003; LA CROIX et al., 2017). 

O ALE tem sido usado para melhorar a utilização de substratos não 

convencionais para melhorar a produtividade de produtos biotecnológicos 

(PORTNOY et al., 2011). Consequentemente, a evolução adaptativa tem se tornado 

uma ferramenta útil para os processos biotecnológicos, pois permite ativar ou 

desativar rotas, através da adaptação dos organismos ao meio (DRAGOSITS & 

MATTANOVICH, 2013).  

2.6.3 Uso de substratos alternativos: Resíduos agroindustriais 
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Uma das vantagens que os biossurfactantes apresentam frente aos 

surfactantes sintetizados quimicamente, é a ampla variedade de fontes de carbono e 

nitrogênio que podem ser utilizadas para a sua produção. O uso de matérias primas 

convencionais puras, como açúcares ou óleos vegetais competem em diferentes 

cadeias de produção como as de produção de alimentos para humanos e animais 

(HENEKEL et al., 2014). 

As matérias primas de baixo custo são uma opção interessante para a redução 

dos custos de produção dos ramnolipídios. Em geral, estes tipos de substratos, com 

menor grau de pureza, são menos onerosos e geralmente são facilmente consumidos 

pelos micro-organismos. De acordo com Henkel et al. (2012), o uso de matérias 

primas de baixo custo ou resíduos industriais podem aumentar o rendimento na 

produção do biossurfactante.  

Vários tipos de fontes de carbono para produção de ramnolipídios, tanto 

solúveis como insolúveis em água têm sido utilizadas. No entanto, as fontes de 

carbono hidrofóbicas, como óleos vegetais, têm sido mais efetivas na produção de 

ramnolipídios por P. aeruginosa (MÜLLER et al., 2012).  

Substratos com altos conteúdos de açúcar e que são resíduos da agroindústria 

como o melaço de cana de açúcar, melaço de beterraba, melaço de soja, soro de leite 

e diferentes polpas e cascas (DUBEY & JUWARKAR, 2001; GEORGE et al., 2009; 

KASKATEPE et al., 2017; NITSCHKE et al., 2004; PATOWARY et al., 2016; 

RASHEDI et al., 2005a) têm sido empregados na produção de ramnolipídios. Esses 

substratos são complexos e apesar de terem pelo menos 40% de açúcar na sua 

composição, possuem outros resíduos como proteínas, aminoácidos, lipídios (TAN & 

LI, 2018) que podem tanto estimular quanto dificultar a síntese deste biossurfactante 

ou inibir o crescimento do micro-organismo.  

Do aproveitamento da cana de açúcar, além do melaço, a vinhaça é um resíduo 

comum da produção de bioetanol (FERNANDES et al., 2017), e contém também um 

teor considerável de açúcar. Naspolini et al. (2017) reportaram um rendimento de 2,7 

g//L de ramnolipídios utilizando este resíduo. A bioconversão da vinhaça como em 

produtos com valor agregado, como o biossurfactantes, permite gerar uma solução 

ao impacto ambiental relacionado ao descarte deste resíduo.  
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Águas residuais de destilarias e outro efluentes de processamento de matérias 

primas, são outro exemplo de resíduos de grande fluxo, que são difíceis e caros de 

descartar devido a seu alto teor de matéria orgânica e inorgânica e alta acidez. Águas 

residuais de destilaria foram utilizadas apresentando resultados favoráveis na 

produção de ramnolipídios pela P. aeruginosa BS2 (DUBEY & JUWARKAR, 2001) e 

GIM32 (LI et al., 2011), com rendimentos de 0,91 e 2,6 g/L, respectivamente.  

Além disso, resíduos de cultivos como o bagaço de cana, farelo, palha de trigo, 

palha de arroz, casca de soja, milho e arroz, têm sido utilizados para na produção de 

ramnolipídios (PRABU et al., 2015; ). Nalini et al. (2018) utilizaram torta de óleo de 

mahua na produção de ramnolipídio por Serratia rubidae, em fermentação em estado 

sólido, obtendo um rendimento alto na produção e um ramnolipídio que apresentou 

eficácia em aplicação como biocontrolador de praga. 

A fermentação em estado semi-solido utilizando farelo de trigo e de colza, além 

de apresentar resultado promissórios na produção econômica do biossurfactante, 

evidenciou a aplicabilidade deste tipo de matrizes junto com ramnolipídio na 

solubilização de metais pesados em solução aquosa (WU et al., 2017). O bagaço de 

cana e farelo de trigo como matriz solida, junto com óleo de girassol e glicerol como 

fonte de carbono tem um rendimento de 46 g/L (NETO et al., 2008), comparável aos 

rendimentos de fermentações submersas, onde o principal problema é a alta 

produção de espuma, devido a elevada aeração necessária, requesitando a adição 

de antiespumante e/ou desenvolvimento de sistemas mecânicos para quebra de 

espuma.  

Óleos de frituras, resíduos de ácidos graxos e de diferentes óleos e borras 

provenientes do refinamento do óleo, são os resíduos que apresentam melhores 

rendimentos. Um dos efluentes mais importantes do refinamento dos óleos vegetais 

são as borras, que possuem uma baixa degradabilidade devido à complexidade na 

composição e ao alto conteúdo lipídico (HABA et al., 2000). Um estudo onde são 

comparados diferentes resíduos de óleos como soja, milho, babaçu, semente de 

algodão e de palma apresentaram resultados promissores utilizando P. aeruginosa 

como linhagem produtora, com rendimentos de 6,8 – 11,7 g/L de ramnolipídios em 

cultivos em escala laboratorial (De LIMA et al., 2007; NITSCHKE et al., 2005; 

NITSCHKE et al., 2010). Outro resíduo altamente complexo e com alto teor de 

nitrogênio é o lodo de óleo de palma, que contém um alto teor de triglicerídeos e 
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outros ácidos graxos, e que apresentou resultados promissores na produção de 

ramnolipídios, quando utilizado em conjunto com sacarose ou glicose (NAWAWI et 

al., 2010). 

Os resíduos da indústria de processamento de alimentos representam a maior 

parte dos resíduos de óleos vegetais. Estes resíduos são utilizados principalmente 

como suplementos em formulações de ração animal ou para a produção de biodiesel 

(HENKEL et al., 2014). Vários estudos demonstram que os resíduos de óleo de fritura 

são substratos adequados para produção de ramnolipídios e as diferentes 

composições em termos de glicerídeos e ácidos graxos nos óleos usados não 

prejudicam significativamente o crescimento do micro-organismo ou no rendimento 

de produção de ramnolipídio (De LIMA et al., 2007; RAZA et al., 2006; WU et al., 2019 

ZHU et al., 2007;).  

Os rendimentos com este tipo de resíduo variam entre 2 – 9,6 g/L (GÁMEZ et 

al., 2017; LUO et al., 2013: RAZA et al., 2006), ainda relativamente baixos quando 

comparados com rendimentos de 10 – 45 g/L de ramnolipídio ao empregar os óleos 

puros como fonte de carbono (MÜLLER et al., 2012). 

 

2.6.3.1 Glicerol e lignocelulose como substratos hidrofílicos alternativos 

2.6.3.1.1 Glicerol como fonte de carbono 

Estima-se que a matéria-prima seja responsável por cerca de 10 – 30% dos 

custos totais de produção em muitos processos biotecnológicos (MUKHERJEE et al., 

2006). Além disso, o aproveitamento de resíduos pode contribuir para a redução da 

poluição ambiental, bem como permitir a valorização econômica dos resíduos que 

seriam descartados. 

A produção de biodiesel está em ascensão, pois é um combustível 

biodegradável, renovável e com baixa toxicidade. Anualmente, são produzidos 11,2 

milhões de toneladas de biodiesel por ano na Europa. Em 2010, nos Estados Unidos, 

a produção foi de 6,96 milhões de toneladas de biodiesel, já na Ásia e América Latina 

produz-se aproximadamente 130.000 toneladas por ano e espera-se que este 

mercado continue crescendo (KHANNA et al., 2012).  
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Na União Europeia, companhias de produção de biodiesel enfrentam 

problemas em relação ao excesso de glicerol produzido, já que, sua disposição é 

dispendiosa economicamente e o seu valor de mercado é baixo. Uma solução a este 

entrave é a utilização do glicerol como fonte de carbono em processos 

biotecnológicos, como a produção de biossurfactantes (SILVA et al., 2009).    

Como descreve Meher et al. (2006), o biodiesel resulta da transesterificação 

dos triglicerídeos com um álcool monovalente (por exemplo, metanol ou etanol) em 

ésteres de ácido graxos. O glicerol como resíduo industrial, é um produto secundário 

da reação; com a produção de 10kg de biodiesel é obtido cerca de 1 kg de glicerol 

(AMARAL et al., 2009). 

O aproveitamento efetivo e econômico do glicerol que resulta da indústria do 

biodiesel é um enorme desafio. Devido à sua condição de resíduo industrial, o glicerol 

apresenta muitos contaminantes, os quais impedem seu emprego na indústria 

química ou farmacêutica (AMARAL et al., 2009; KHANNA et al., 2012).    

A síntese de ramnolipídios produzidos por Pseudomonas aeruginosa, 

utilizando glicerol foi descrita por Zhang et al. (2005) que obtiveram 15,4 g/L do 

tensoativo, já Rahman et al. (2002), relatam uma produção de 1,77 g/L, enquanto 

Silva et al. (2010) alcançaram 3,5 g/L de ramnolipídios, esses resultados confirmam 

o potencial da utilização do glicerol como fonte carbono para a produção de 

biossurfactante.  

No entanto, como a produção de ramnolipídios a partir dessa fonte de carbono, 

varia entre 1,0 e 8,5 g/L e a o coeficiente de bioconversão é relativamente baixa 

(YP/S=0,1-0,15) quando comparada com a de outros substratos (HENKEL et al., 2012), 

ainda existe o desafio de otimizar o processo com o intuito de aumentar a produção 

de ramnolipídios. 

2.6.3.1.2 Lignocelulose como substrato emergente 

A lignocelulose é uma fonte abundante de carbono que está amplamente 

disponível. A celulose é derivada principalmente das plantas que são potencialmente 

cultivadas por seu conteúdo celulósico (TAN & LI, 2018). A lignocelulose é a biomassa 

vegetal composta de carboidratos poliméricos: celulose (40-60%), hemicelulose (20-

40%) e um polímero aromático: lignina (10-24%), como principal componente das 

paredes celulares das plantas (SHARMA et al., 2017). 
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A composição da biomassa lignocelulósica varia de uma espécie vegetal para 

outra e suas fontes, tais como madeiras duras, resinosas e gramíneas. As fontes de 

biomassa lignocelulósica não só incluem resíduos de culturas e florestas, mas 

também encontrados em resíduos sólidos municipais, esterco animal, lodo de papel, 

cultivos para geração de energia e produtos florestais (KUMAR et al., 2021; 

MATHEWS et al., 2015).  

Estima-se que cerca de 10 a 50 bilhões de toneladas de biomassa 

lignocelulósica são produzidas anualmente em todo o mundo. Assim, este substrato 

tem um futuro promissor como recurso previsível, viável e sustentável para a geração 

de produtos de valor agregado (KUMAR et al., 2021). 

A ampla gama de estudos no contexto da síntese de produtos com valor 

agregado utilizando substrato lignocelulósico destacou a possibilidade de produzir 

uma variedade de biossurfactantes, porém, nem todas as cepas microbianas 

possuem a maquinaria enzimática necessária para realizar esta bioconversão 

(HORLAMUS et al., 2018).  

O maior rendimento de ramnolipídios é alcançado quando fontes de carbono 

do tipo hidrofóbico são utilizados, mas o uso de fontes de carbono mais baratas e 

renováveis como a lignocelulose surge como uma estratégia atraente para reduzir os 

custos de produção (HENKEL et al., 2014). Entretanto, os processos de pré-

tratamento necessários para garantir que os resíduos lignocelulósicos estejam 

disponíveis para que os micro-organismos sejam capazes de metabolizar estes 

substratos, são uma contrapartida ao uso desta matéria prima. 

A produção de ramnolipídios com Pseudomonas sp. pode ser possível 

utilizando hidrolisados lignocelulósicos não tratados, pois as bactérias deste gênero 

possuem a capacidade de degradar a lignina e furfurais e outros produtos secundários 

derivados dos pré-tratamentos (LOPEZ et al. 2003; SHARMA et al., 2017). A maioria 

dos micro-organismos, utilizados em processos biotecnológicos são incapazes de 

metabolizar pentoses como xilose e arabinose, que são os principais constituintes da 

hemicelulose (JEFFRIES, 2005; WATANABE et al., 2019).  

A produção de ramnolipídio por P. aeruginosa já foi reportada com uso de 

resíduos da agroindústria e da indústria madeireira, como biomassa hidrolisada de 

palha de trigo e farelo de milho (PRABU et al., 2015; RANJBAR & HEJAZI, 2019) e 
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biomassa hidrolisada de bétula e abeto (HRŮZOVÁ et al., 2020). Devido à 

patogenicidade da P. aeruginosa, uma das estratégias para produzir o biossurfactante 

de forma segura e a escala industrial é uso de outras bactérias produtoras naturais 

do ramnolipídio, como Achromobacter sp. que é capaz de utilizar açúcares 

provenientes de lignina hidrolisada (JOY et al., 2019; JOY et al., 2020). A produção 

heteróloga de ramnolipídios usando micro-organismos que possuem a capacidade de 

metabolizar lignocelulose, como Cellvibrio japonicus e Pseudomonas putida 

(HORLAMUS et al., 2018; HORLAMUS et al., 2019; WANG et al., 2019) é igualmente, 

uma estratégia promissória. 

2.7 Aplicações dos ramnolipídios 

As aplicações industriais e biotecnológicas dos ramnolipídios são bastante 

diversas. Por exemplo, têm sido usados para a síntese e estabilização de 

nanopartículas, preparação de emulsões, como agente anti-aglomerante e 

dispersante. Além disso, os ramnolipídios, têm propriedades detergentes e são 

também, uma fonte de ramnose (ABDEL-MAWGOUD et al, 2011).  

Os campos de utilização dos biossurfactantes incluem a agricultura, indústria 

farmacêutica, petrolífera, de alimentos e bebidas, de papel, de metal, de produtos de 

limpeza, de couro e têxtil (FIECHTER, 1992).  

2.7.1 Indústria Petrolífera 

São imensamente aplicados na indústria petrolífera, onde são utilizados na 

produção de petróleo ou incorporados em formulações de óleos lubrificantes. 

Remoção e mobilização de resíduos de óleo em tanques de estocagem, e a 

recuperação melhorada de petróleo também fazem parte dessa gama de aplicações. 

O biossurfactante pode ser adicionado ao local onde há contaminação por 

petróleo e derivados ou ainda o micro-organismo produtor inoculado na área 

impactada. A linhagem Pseudomonas aeruginosa LBI foi capaz de metabolizar 

querosene, óleo diesel e petróleo bruto como única fonte de carbono. A mais alta 

concentração de ramnolipídio, 9,9 g/L, foi alcançada com 30% de óleo Diesel 

(PIRÔLLO et al., 2008). 
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2.7.2 Biorremediação e biodegradação de poluentes 

Vários estudos têm avaliado a influência dos ramnolipídios na biodegradação 

de n-hidrocarbonetos, tanto alifáticos quanto aromáticos. Igualmente já foi relatada a 

degradação de hexadecano, octadecano, n-parafinas e fenantreno por parte de 

Pseudomonas aeruginosa em presença de ramnolipídios (SHREVE et al., 1995; 

ZHANG & MILLER, 1994; ZHANG & MILLER, 1995). 

Além da remoção de hidrocarbonetos, os ramnolipídios são efetivos também 

na remoção de metais ou mistura de ambos de locais contaminados (MULLIGAN, 

2005). De acordo com Wei et al., (2005) os biossurfactantes podem atuar na 

recuperação de adsorventes de óleos usados, dessa maneira este material pode ser 

reutilizado na recuperação de óleo ou em outras aplicações, como a engenharia civil. 

De acordo com Wang & Mulligan, (2009), biossurfactantes podem ser úteis na 

remoção de arsênico de rejeito da mineração. Outra aplicação é na remoção de cromo 

(VI) da água e do solo (ARA & MULLIGAN, 2008). Esses autores relataram que houve 

retirada de 100% deste metal da água quando se estabeleceu condições físico-

químicas ótimas, como: pH 6,0; solução com 2% de ramnolipídios e temperatura de 

25ºC. 

Um estudo realizado por Qiuzhuo et al., (2008) comprovou a eficiência dos 

ramnolipídios na decomposição de palha de arroz, aumentando em 22,3% a produção 

de açúcares redutores quando se adicionou biossurfactante purificado ao meio de 

sacarificação hidrolítica. Foi avaliado também o efeito do inóculo de P. aeruginosa 

para produção in situ do tensoativo, e a quantidade de açúcares redutores produzidos 

foi 12,2% maior quando comparado ao controle (sem adição da bactéria), lembrando 

que este segundo método omite a etapa de purificação, reduzindo os custos do 

processo. 

2.7.3 Indústria farmacêutica, cosmética e biomedicina 

Os biotensoativos possuem propriedade antiadesiva, que impede a formação 

de biofilmes patogênicos em materiais hospitalares, diminuindo o risco de infecções 

hospitalares sem a utilização de drogas sintéticas (SINGH & CAMEOTRA, 2004). Os 

ramnolipídios podem atuar ainda como antimicrobianos, incluindo atividade 

antifúngica, antibacteriana e antiviral (ABALOS et al., 2001).  
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Thanomsub et al. (2007), relataram a inibição do crescimento de células 

cancerígenas humanas pelos homólogos de ramnolipídios, Rha2C10C10 e Rha2C10C12, 

produzidos por P. aeruginosa B189. Ainda dentro das aplicações na indústria 

farmacêutica há relatos de que a incorporação de 0,1% de di-ramnolipídios em 

pomadas aumentou a eficiência do tratamento de úlceras de pacientes decúbitos 

(PILJAC et al., 2008).  

As formulações como repelentes, antiácidos, soluções para lentes de contato 

e desodorantes precisam de substâncias emulsionantes que apresentem uma alta 

atividade superficial, dai surge o uso de ramnolipídios nestes tipos de produtos 

(LOURITH & KANLAYAVATTANAKUL, 2009; MAIER & SOBERÓN-CHÁVEZ, 2000; 

PIJAC & PIJAC, 1995). 

O controle de vetores transmissores de doenças é uma área que tem ganho 

força nos últimos anos, Da Silva et al., (2015b) avaliaram a ação larvicida, inseticida 

e repelente dos ramnolipídios produzidos por Pseudomonas aeruginosa, utilizando 

concentrações do biossurfactante entre 800 – 1000 mg/L, as larvas morreram depois 

de 18h e 100% dos adultos morreram quando foi utilizada a solução de 1000 mg/L. 

A atividade larvicida e mosquitocida dos ramnolipídios foi estudad em conjunto 

com óleos essênciais, para a avaliar o efeito potencializador dos ramnolipídios nos 

compostos ativos de óleos esseciais contra larvas de A. aegypti e C. qunquefasciatus 

(SALAZAR-BRYAM et al., 2021). 

Wang et al. (2005) verificaram que a mistura de ramnolipídios produzidos por 

Pseudomonas aeruginosa tem efeito potencial algicida, inibindo o crescimento de 

Heterosigma akashiwo e quando em altas concentrações apresentam forte atividade 

lítica. 

2.7.4 Agroindústria e controle biológico 

Na agroindústria, os ramnolipídios atuam na proteção de videiras contra o 

ataque de Botrytis cinérea, através da inibição da germinação de esporos e 

crescimento do micélio fungico (VARNIER et al., 2009). Soluções contendo 0,01% de 

ramnolipídios estimularam o sistema imune de plantas contra fungos patogênicos 

(NITSCHKE et al., 2011). 
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Os ramnolipídios também apresentaram a habilidade de controlar patógenos 

zoospóricos como Phytophtora cryptogea e Pythium spp., em concentrações entre 5 

e 30 mg/L afetaram a motilidade dos patógenos e causaram a lise da população. 

Da Silva et al. (2015a) estudaram a influencia dos ramnolipídios na germinação 

e desenvolvimento de sementes de alface, milho, soja e girassol. As sementes alface 

apresentaram aumento de 75% na taxa de germinação. Para as sementes de milho 

a concentração que estimulou o desenvolvimento das sementes foi 0,25 g/L. 

2.7.5 Indústria de alimentos e outras indústrias 

Na revisão da literatura feita por Nitschke et al. (2011) é descrito as aplicações 

de ramnolipídios em diferentes áreas da indústria alimentícia, onde podem atuar 

como controladores de consistência, solubilizadores de sabor, na conservação de 

produtos da panificação, e ainda em conjunto com nisina e natamicina inibem o 

crescimento microbiano em leite de soja, molhos de salada e queijo cottage. Além 

disso, os autores descrevem o retardo na formação de biofilme em superfícies 

tratadas com ramnolipídios. 

Os ramnolipídios servem como uma fonte de L-ramnose, que é utilizada na 

indústria de alimentos para ressaltar o sabor do alimento. Este açúcar é difícil de se 

conseguir na natureza, no entanto os ramnolipídios hidrolisados são uma boa fonte 

do aditivo (VAN HAESENDONCK & VANZEVEREN, 2004). Além de funcionarem 

como aditivos, os ramnolipídios permitem acondicionar superfícies para evitar 

colonização bacteriana e contaminação cruzada em processos de produção de 

alimentos, além disso têm sido utilizados como inibidores de corrosão em superfícies 

(101) 

Recentemente foi descrito por Zhang & Ju (2011) a utilização de ramnolipídios 

para separação de β-glicosidase de uma mistura de enzimas através do 

fracionamento de espuma. Os ramnolipídios foram utilizados devido a sua 

propriedade espumante e pela presença de di-ramnose em alguns homólogos, a qual 

atua como um substrato análogo para a β-glicosidase. 

2.7.6 Nanotecnologia 

O interesse na síntese biológica de nanopartículas tem aumentado devido à 

sua excelente biocompatibilidade e baixa toxicidade. Os ramnolipídios estão sendo 

empregados na formação e estabilização de nanopartículas de óxido de níquel, 
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zircônia e prata (MULLIGAN, 2009; PALANISAMY& RAICHUR, 2009; KUMAR et al., 

2010; SALAZAR-BRYAM et al., 2021). As nanopartículas de ramnolipídios e prata 

exibiram atividade antibiótica contra bactérias Gram positivos/ negativos e leveduras 

como Candida albicans, evidenciando o amplo espectro de ação da sua atividade 

antimicrobiana (KUMAR et al., 2010). 
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3. OBJETIVOS 

3.1 Objetivos Gerais 

– Abordar estratégias up-stream para otimizar a produção de ramnolipídios a 

partir de substratos hidrofílicos de baixo custo. 

3.2 Objetivos Específicos 

– Estudar a influencia da proporção C/N, C/P e concentração de Ferro na 

produção de ramnolipídios por P. aeruginosa LBI 2A1. 

– Promover um processo de evolução adaptativa com o intuito de aumentar o 

consumo de glicerol e a produção de ramnolipídios por P. aeruginosa LBI 2A1. 

– Comparar o fluxo de carbono dos bioprocessos da cepa Parental e Mutante. 

– Estudar a produção de ramnolipídios por uma linhagem recombinante de 

Pseudomonas fluorescens utilizando partir de glicerol como fonte de carbono 

(Doutorado Sanduiche – Universidade de Hohenheim, Alemanha). 

– Estudar a produção de ramnolipídios por uma linhagem recombinante de 

Pseudomonas fluorescens utilizando partir de arabinose, glicose, manose, xilose 

como fonte de carbono (Doutorado Sanduiche – Universidade de Hohenheim, 

Alemanha). 
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4. CAPITULO 1 

 

AVALIAÇÃO DA PROPORÇÃO C/N, C/P E CONCENTRAÇÃO DE FERRO NA 

PRODUÇÃO DE RAMNOLIPÍDIOS POR Pseudomonas aeruginosa LBI 

2A1 

4.1. INTRODUÇÃO 

Os ramnolipídios são glicolipídios produzidos principalmente por bactérias do 

gênero Pseudomonas. Os ramnolipídios produzidos por Pseudomonas aeruginosa 

são os biossurfactantes mais estudados, pois apresentam propriedades de solução 

que permitem uma ampla gama de aplicações e o rendimento de produção é alto em 

relação ao tempo de cultivo (ABDEL-MAWGOUD et al, 2011).  

A estrutura geral dos biossurfactantes consiste em pelo menos uma parte 

hidrofílica e uma hidrofóbica devido a seu caráter anfifílico. Geralmente, a parte 

hidrofóbica compreende ácidos graxos com diferentes comprimentos de cadeia entre 

8 e 18 átomos de carbono.  

Apesar de serem biossurfactantes muito estudados, os custos de produção 

ainda são altos e estratégias devem ser promovidas para melhorar a produção 

(HENKEL et al., 2012). Até agora, muitos fatores relacionado a eficiência do processo 

para a produção de ramnolipídio com  linhagens de P. aeruginosa foram investigados, 

incluindo pesquisas sobre a complexa rede reguladora de QS (HENKEL et al., 2014), 

monitoramento na expressão de genes associados à produção (WIGNESWARAN et 

al., 2016), modelagem da produção de ramnolipídios (HENKEL et al., 2014), 

otimização da composição e controle do processo (KUMAR et al., 2012), bem como 

técnicas para processamento, extração e purificação.  

A otimização do meio de cultivo resulta uma estratégia importante no momento 

de desenvolver um bioprocesso. A seleção e avaliação dos compostos nutricionais 

que influenciam na biossíntese é o primeiro passo na otimização do meio de cultivo. 

As abordagens estatísticas para delineamento de experimentos multivariados são 
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ferramentas que permitem estabelecer o meio de cultivo mais apropriado para uma 

determinada aplicação.  

O objetivo deste estudo é otimizar as proporções carbono-nitrogênio, carbono-

fosfato e a concentração de FeCl3 numa solução de elementos traços, para aumentar 

a produção de ramnolipídios utilizando glicerol como fonte de carbono. 

4.2 MATERIAL E MÉTODOS 

4.2.1 Micro-organismo 

Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1 (Lovaglio, 2011) foi o micro-organismo 

utilizado para estudar a produção de ramnolipídios. É proveniente do Laboratório de 

Microbiologia Industrial (LMI) da Universidade Estadual Paulista (UNESP) - Campus 

Rio Claro. Foi acondicionado em tubos criogênicos contendo glicerol 20% e 

armazenado ultra-freezer à -80ºC.   

4.2.2 Meios de cultura 

4.2.2.1 Caldo Lisogenico (Lysogenic Broth, LB) 

A composição dos meios utilizados para o pré-inóculo dos micro-organismos 

em (g/L): triptona – 10; extrato de levedura – 5,0 e NaCl – 10 (LB). 

4.2.2.2 Meio mineral livre de cálcio com tampão fosfato (MLCTF) 

O meio MLCTF, utilizado para o preparo do inóculo das fermentações, é 

composto por (g/L): MgSO4 7H2O - 0,05; KCl – 0,1; NaNO3 – 0,15; como fonte de 

carbono foi utilizado glicerol – 2,5% (v/v); tampão fosfato 0,1 M, pH 6,5 e 1 ml/L da 

solução de elementos traços. Esta solução é composta por (g/L): citrato de sódio 

dihidratado – 2,0; ZnSO4 7H2O – 0,87; CaCl2 6H2O – 1,2; CuSO4 5H2O – 1,2; MnSO4 

H2O – 0,8; FeCl3 6H2O – 0,28. 

4.2.2.3 Meio mineral livre de cálcio (MLC) 

Para os experimentos de otimização foram utilizados os meios de cultivo 

apresentados na tabela 4.2 e para a produção de ramnolipídios em reator foram 

utilizados os as condições otimizadas.  
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A concentração e a composição da solução de elementos traços utilizados 

foram os mesmos descritos no item anterior, com exceção do FeCl3 6H2O que foi 

utilizado em várias concentrações no delineamento experimental (Tabela 4.2). A 

concentração de glicerol foi 5% (v/v) – 63 g/L. 

4.2.3 Condições de cultivo 

O micro-organismo foi pré-cultivado em frascos Erlenmeyer de 125 ml 

contendo 25 mL de meio LB. A incubação foi realizada em mesa agitadora, durante 

24 horas à 37ºC e 200 rpm. Em seguida foram transferidos 5 ml do pré-inóculo para 

frascos de 500 ml com 100 mL de meio MLCTF e incubado por 48 horas à 37ºC e 

200 rpm. Esta cultura foi utilizada para inoculação do meio utilizado para conduzir os 

experimentos de otimização e de validação do processo. No delineamento as células 

foram cultivadas à 37ºC e 200 rpm. 

4.2.4 Delineamento experimental composto central rotacional (DCCR) 

Foi realizado um delineamento de CCRD para determinar os efeitos e 

interações de fatores independentes na produção de ramnolipídios por P. aeruginosa 

LBI 2A1, bem como as interações entre eles, na produção de ramnolipídios como 

variável de resposta.  

Foi realizado delineamento composto central rotacional (DCCR) completo 22, 

incluindo 4 pontos axiais e 3 pontos centrais, totalizando onze ensaios (Tabela 4.1). 

No delineamento experimental, foram avaliadas a proporção carbono-nitrogênio, 

carbono-fosfato e concentração de ferro na solução de elementos traço em cinco 

diferentes níveis (Tabela 4.2).  

Tabela 4.1 Valores das variáveis independentes para o delineamento de composto central rotacional 
1. 

VALORES CODIFICADOS -1,41 -1 0 1 1,41 

C/N 3,47 6 10 14 16,52 

C/P 15,91 50 100 150 184,08 

FECL3 · H2O 0,03 0,12 0,24 0,36 0,44 

 

Neste estudo, foi escolhido como intervalo de confiança, o valor de 95%, ou 

seja, um valor-p inferior a 0,05, inferindo que a variável é estatisticamente 

significativa. Após a eliminação dos fatores não significativos, verificou-se a 

significância da regressão e da falta de ajuste a um nível de confiança de 95%, 

através da Análise de Variância (ANOVA), utilizando teste F para o planejamento 
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estudado. O software STATISTICA Versão 10.0 (USA) foi utilizado para realizar o 

delineamento experimental, ANOVA e otimização do processo. 

Tabela 4.2 Matriz do delineamento do composto central rotacional (CCRD) 1 das variáveis 
independentes.  

 

CORRIDA 
VALORES CODIFICADOS COMPOSIÇÃO DOS MEIO DE CULTIVOa 

C/N C/P Fe NaNO3 (g/L) K2HPO4 (g/L) FeCl3 · 6H2O (g/L) 

1 -1 -1 -1 24,86 0,90 0,12 

2 -1 -1 1 24,86 0,90 0,36 

3 -1 1 -1 24,86 0,30 0,12 

4 -1 1 1 24,86 0,30 0,36 

5 1 -1 -1 10,65 0,90 0,12 

6 1 -1 1 10,65 0,90 0,36 

7 1 1 -1 10,65 0,30 0,12 

8 1 1 1 10,65 0,30 0,36 

9 -1,41 0 0 45,61 0,45 0,24 

10 1,41 0 0 8,92 0,45 0,24 

11 0 1,41 0 14,92 2,83 0,24 

12 0 -1,41 0 14,92 0,24 0,24 

13 0 0 -1,41 14,92 0,45 0,04 

14 0 0 1,41 14,92 0,45 0,45 

15 (C) 0 0 0 14,92 0,45 0,24 

16 (C) 0 0 0 14,92 0,45 0,24 

17 (C) 0 0 0 14,92 0,45 0,24 

a; A concentração de glicerol foi mantida constante: 5% (v/v) 
 

4.2.5 Produção de Ramnolipídios em reator 

A partir dos resultados obtidos na fermentação em frasco, foi avaliada a 

produção de ramnolipídios em biorreator de 13L, contendo 4L de meio MLC. Foram 

controlados os seguintes parâmetros físico-químicos: temperatura, pH, pO2 es nível 

de espuma. Estes parâmetros físico-químicos serão: temperatura de 37 ºC; pH 6,8; 

aeração de 0,4 VVM; velocidade de agitação inicial 300 rpm sendo ajustada por meio 

de configuração de cascata para manter a pO2 acima de 10%; o volume da espuma 

formada foi controlado usando um sistema de bombas acoplado ao vaso do reator, 

para retirar a espuma e retorná-la ao reator, adicionalmente foi utilizado 

antiespumante Contraspum A4050 (Zschimmer & Schwarz GmbH & Co. KG). A saída 

de gases foi monitorada ao longo do cultivo. Foram adicionados elementos traços nos 

seguintes tempos de cultivo: 0, 20, 40, 70, e 120h. Foram retiradas amostras para 

processamento e análise. As fermentações foram feitas em triplicata. 
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4.2.6 Métodos Analíticos 

4.2.6.1 Processamento das amostras 

Foram retiradas amostradas de 5 e 20 mL, para experimentos em frasco e em 

reator, cada amostra foi centrifugada à 10000 rpm, à 4ºC por 20 min para que 

ocorresse separação das 2 fases: células / fase aquosa.  

4.2.6.3 Avaliação da produção de ramnolipídios  

4.2.6.3.1 Extração de ramnolipídios 

Á uma alíquota de 2 mL da fase aquosa adicionou-se 20 μL de H3PO4 85% 

(v/v) 1:100, e foi adicionado 2,5 mL de acetato de etila (1:1,25), a mistura foi agitada 

por 1 min e centrifugada à 10000 rpm, à 4ºC por 10 min, obtendo assim duas fases: 

a fase superior foi separada e o procedimento de extração foi repetido com a fase 

inferior.  

Determinação da produção de Ramnolipídios – Cromatografia em 

Camada Delgada  

A cromatografia em camada delgada foi realizada em placas de sílica-gel e 

como fase – móvel a seguinte mistura: clorofórmio/metanol/ácido acético (65:15:2). 

foram aplicados 12 μl dos extratos obtidos a partir do caldo livre de células em 

diferentes tempos de cultivo, além dos padrões de ramnolipídios adquiridos da Agae. 

O agente revelador está composto por ácido acético, anisaldeído e ácido sulfúrico 

(100:2:2). 

Quantificação de Ramnolipídios – Cromatografia Líquida de Alta 

Eficiência (HPLC) 

Derivatização 

Para a análise em HPLC as amostras contendo ramnolipídios foram 

derivatizadas a fim de serem detectadas via detector de UV, os padrões e as amostras 

de ramnolipídios foram derivatizados de acordo com Schenk et al. (1995) com 

pequenas modificações. As amostras de ramnolipídio em acetato de etila, foram 

evaporadas e ressuspendidas em acetonitrila.  

Para a derivatização foi utilizado 90 µL de amostra, foi adicionado 40 μL da 

uma solução 1:1 de brometo de 4-bromofenacil 40mM e trietilamina 20mM, ambos 



50 
 

em acetonitrila e foi adicionado 270µL com acetonitrila. A diluição apropriada da 

amostra foi realizada em acetonitrila. A derivatização foi feita durante 1,5 h à 60ºC e 

1400 rpm, em um aquecedor de bloco seco  

HPLC 

As análises foram feitas em um equipamento HPLC (Shimadzu) acoplado a um 

detector UV, de acordo com o descrito por Müller et al. (2010). Foram utilizadas 

soluções de padrão de mono (Rha-C10-C10) e di-ramnolipídio (Rha-Rha-C10-C10) 

comercial nas concentrações de 0,25; 0,50; 0,75; 1,0 g/L, para realizar curva de 

calibração. Foi utilizada uma coluna de fase reversa Nucleodur 100-5 C18 ec, 

Macherey Nagel – 150 mm X 0,46 mm, 5 μm silica gel) à 30ºC. As fases móveis foram 

metanol 5% e 95%, para as bombas A e B respetivamente, em água ultra-pura.   

Para separação do mono e o di ramnolipídio foi estabelecido um gradiente de 

80 à 100% da solução B, de acordo com o seguinte protocolo: de T=0 à T=17 min, 

aumento da solução B de 80 para 100%, conservando-se em 100% até 25 min. Em 

seguida o gradiente foi decrescido para 80% até 30 min, mantendo-se por mais 5 min 

para que houvesse equilíbrio. O fluxo utilizado foi de 0,4 mL/min e os ramnolipídios 

foram monitorados à 254 nm.  

4.2.6.4 Quantificação da biomassa microbiana 

Para as fermentações em erlenmeyers de 1L, crescimento microbiano foi 

quantificado pelo método gravimétrico, onde o pellet de células foi ressuspenso em 

NaCl 0,85% (v/v) e centrifugado à 4000 rpm, 4ºC e 30 min. Em seguida o pellet foi 

dissolvido em 1 mL de NaCl 0,85% (v/v) e mantido em estufa à 100 ºC até atingir peso 

constante. 

4.2.6.5 Quantificação da fonte de carbono  

O consumo do glicerol foi determinado por cromatografia líquida de alta 

eficiência. Para as análises foi utilizada coluna Rezex RCM (300 17 x 7,8 mm) da 

Phenomenex à 40 ºC; foi injetado 20 µL de amostra e o fluxo foi de 0,6 ml/min,. Agua 

ultrapura foi usada como fase móvel. O tempo de retenção é de 18 ± 0,1 min, foi 

utilizado o detector de índice de refração. 

4.2.6.6 Determinação do consumo de Nitrogênio 
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A partir de 5 mL de fase aquosa foi determinado o consumo da fonte de 

nitrogênio nos diferentes tempos de fermentação. A concentração de nitrato foi 

quantificada por meio do eletrodo Thermo Scientific ™ Orion ™. As análises foram 

feitas conforme as instruções do fabricante. 

4.3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.3.1 Efeito da proporção C/N, proporção C/P e concentração de ferro 

na produção de ramnolipídios 

Foram estudadas varias condições de cultivo variando as proporções de 

carbono-nitrogênio, carbono-fosfato, concentração de ferro. A produção de 

ramnolipídios foi a variável de resposta avaliada na batelada de experimentos do 

delineamento. Como observado na tabela 4.3 a maior produção de ramnolipídios 

ocorreu no experimento 10, com 1,58 g/L.  

O modelo DCCR é uma parte que integra a metodologia da superfície de 

resposta. Esse modelo fornece quase tanta informação quanto um modelo fatorial de 

três níveis e requer menor quantidade de testes do que o delineamento fatorial 

completo. Tem se mostrado suficiente para descrever a maioria das respostas de uma 

grande quantidade de processos (ASLAN, 2008).  

Tabela 4.3 Matriz do delineamento do composto central rotacional (CCRD) 1 das variáveis 
independentes. com as respostas experimentais e preditas 

    CONCENTRAÇÃO DE RAMNOLIPÍDIO (g/L) 

CORRIDA C/N C/P Fe EXPERIMENTAL PREDITA 

1 -1 -1 -1 0,23 0,07 
2 -1 -1 1 0,52 0,68 
3 -1 1 -1 0,21 0,47 
4 -1 1 1 0,04 0,14 
5 1 -1 -1 1,11 1,21 
6 1 -1 1 1,28 1,22 
7 1 1 -1 1,25 1,29 
8 1 1 1 0 0,35 
9 -

1,41 
0 0 0,39 0,28 

10 1,41 0 0 1,58 1,42 
11 0 1,41 0 0,86 0,94 
12 0 -

1,41 
0 0,90 0,55 

13 0 0 -
1,41 

0,68 0,64 

14 0 0 1,41 0,60 0,37 
15 (C) 0 0 0 0,95 1,06 
16 (C) 0 0 0 1,16 1,06 
17 (C) 0 0 0 1,00 1,06 

C; ponto central 
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O modelo escolhido explica os efeitos de dois dos 3 fatores na produção de 

ramnolipídios, a significância de cada um dos coeficientes é apresentada na tabela 

4.4. A proporção C/N apresentou um efeito positivo no termo linear e a concentração 

de FeCl3 apresentou um efeito negativo no termo quadrático, sendo ambos efeitos 

foram significativos na resposta (p≤0,05). A interação entre a proporção C/P e FeCl3 

apresentou um efeito negativo e significativo no termo linear (p≤0,05), pelo que é 

possível afirmar que as mudanças nessas variáveis estão associadas às alterações 

na variável de resposta, mas os efeitos dependem de outro fator. O coeficiente de 

determinação para produção de ramnolipídios (R2) foi de 96.24%. 

 

Tabela 4.4 Efeito estimado, erro, valor de t e grau de significância estatística (p), para cada fator no 
modelo codificado na produção de ramnolipídios utilizando delineamento composto central rotacional. 

 EFEITO ERRO ESTÁNDAR t(7) p 

(1)C/N(L
) 

0.679122 0.146985 4.62034 
0.002425
* 

C/N(Q) 
-
0.145206 

0.161756 
-
0.89769 

0.399174 

(2)C/P(L) 
-
0.231632 

0.146985 
-
1.57589 

0.159055 

C/P(Q) 
-
0.221434 

0.161756 
-
1.36894 

0.213326 

(3)FE (L) 
-
0.161223 

0.147050 
-
1.09638 

0.309192 

FE (Q) 
-
0.390451 

0.162047 
-
2.40949 

0.046809
* 

1L BY 2L 
-
0.160779 

0.192045 
-
0.83719 

0.430137 

1L BY 3L 
-
0.300794 

0.192045 
-
1.56627 

0.161269 

2L BY 3L 
-
0.469831 

0.192045 
-
2.44646 

0.044337
* 

L; efeito no termo linear – Q; efeito no termo quadrático – by: interação entre os fatores, p. ex: 1L by 2L, efeito da 

interação ente o fator 1 e o fator 2. *p≤ 0,05; estatisticamente significativo 

As representações gráficas da superfície resposta são apresentadas na figura 

4.1, nas três figuras de superfície de resposta apresentadas, o valor fixo utilizado foi 

o valor central de cada variável. A figura 4.1a mostra os efeitos da proporção C/N e 

concentração de FeCl3 na variável de reposta. Com a proporção C/N na faixa 12 – 18 
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junto com uma concentração de FeCl3 variando entre 0,04 – 0,45 g/L, foi obtida uma 

resposta de 1,1 a 1,5 g/L de ramnolipídio. 

O efeito positivo da proporção C/N corrobora os resultados relatados na 

literatura indicando que o aumento nessa proporção pode levar a uma maior produção 

de ramnolipídios (SANTOS et al., 2002). Tem sido relatado que o aumento 

significativo na síntese de ramnolipídios resulta da limitação do nitrogênio, isso está 

relacionado à regulação da transcrição de genes relacionados à produção deste 

biossurfactante (MEDINA et al., 2003; MULLIGAN et al., 1989; KUMAR et al., 2012). 

RpoN (σ54), um regulador de genes envolvidos no metabolismo e assimilação de 

nitrogênio sob condições limitantes de nitrogênio, demonstrou estar envolvido na 

regulação do operon rhlAB, assim como na expressão rhlR e rhlC (RAHIM et al. 2001; 

MEDINA et al. 2003; TOTTEN et al., 1990).  

 

 

Figura 4.1 Gráfico de superfície resposta da interação entre A) proporção C/N – Concentração de 
FeCl3; B) proporção C/N – proporção C/P; C) proporção C/P – Concentração de FeCl3 

 

Na figura 4.1b, uma resposta maior (1,5 g/L de ramnolipídio) foi observada ao 

utilizar uma proporção alta de C/N (16 – 18) e isso foi independente da relação C/P 

utilizada. Foi observado (Figura4.1c) que a relação C/P nos valores mais baixos (0 –
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80) frente a valores baixos na concentração de FeCl3 (0 – 0,12 g/L) exerce uma 

resposta menor que 0,5 g/L de ramnolipídio. O mesmo comportamento foi observado 

na interação entre proporções C/P e concentrações de FeCl3 altas, na faixa de 100 – 

200 de C/P e 0,30 – 0,48 g/L de FeCl3.  

A influência do FeCl3 está relacionada a regulação do sistema Pqs que é 

ativado em dependência da concentração deste elemento no meio (OGLESBY et al., 

2008). Ao mesmo tempo, o sistema Pqs é dependente da concentração de fosfato no 

meio, isso confirma o efeito significativo que teve a interação entre a concentração de 

ferro e a proporção C/P na produção de ramnolipídios. 

Como observado na tabela 4.4, só a variação na proporção C/P, em geral não 

teve um efeito significativo na produção de ramnolipídios, porem a interação desta 

variável (C/P) com a concentração de ferro tem um efeito na resposta, valores 

extremos destes fatores tem um efeito negativo na produção de ramnolipídio. 

Adicionalmente, foi descrito que o sistema de sinais por quinolonas de 

Pseudomonas (PQS) pode ativar a transcrição de rhlR independentemente de PhoB, 

ao haver limitação de ferro no meio, porém este deve estar em quantidades 

suficientes (JENSEN et al., 2020). Estas constatações poderiam explicar a baixa 

influência da variação de C/P nos experimentos realizados. Contudo, Soto-Aceves et 

al. (2021), avaliaram a expressão de lasR frente a concentrações baixas e altas de 

fosfato, e encontraram que os níveis de expressão desse gene permaneceram iguais, 

indicando que lasR não está sujeito a uma regulação significativa em dependência da 

disponibilidade de fosfato no meio. 

Entretanto, outros estudos descrevem o contrario, Clarke et al. (2010) 

observaram durante o período de crescimento limitado por exaustão de fosfato a 

concentração total de ramnolipídio aumentou. Porém, isso aconteceu na presença de 

excesso de nitrogênio, os autores sugerem que uma maior quantidade de 

ramnolipídios seria produzida pela linhagem quando o carbono estivesse em excesso 

da capacidade metabólica. Outros autores descreveram um comportamento 

semelhante ao avaliarem o efeito da limitação do fosfato na produção de moléculas 

de sinalização celular e de ramnolipídios (BAZIRE et al., 2005). 
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4.3.2 Validação do delineamento experimental 

A condições determinadas para realizar a validação do delineamento 

experimental, foram: C/N: 18, C/P: 100; e FeCl3 · 6H2O: 0,28 (g/L) na solução de 

elementos traços, a resposta esperada era 1,85 g/L de ramnolipídio. Na figura 4.2 são 

apresentadas as cinéticas de crescimento, de produção de ramnolipídio, consumo de 

fonte de carbono e de produção comparando as condições para a validação do 

experimento e com a corrida do planejamento (corrida 10, Tabela 4.3) que apresentou 

a melhor resposta.  

O perfil de consumo de fonte de carbono se manteve parecido em ambos 

casos, é não houve diferenças significativas no consumo máximo da fonte de 

carbono. O micro-organismo consumiu 62,25 ± 0,12 % e 73,01 ± 0,19 %, na corrida 

10 (Figura 4.2a) e na validação experimental do modelo (Figura 4.2b), 

respectivamente.  

 

 

Figura 4.2 Cinética do cultivo em frasco de P. aeruginosa LBI 2A1 utilizando A) Corrida 10 – C/N 16,72 
C/P: 100; FeCl3 · 6H2O: 0,24 (g/L) e B) Validação do delineamento experimental – C/N: 18, C/P: 100; 
FeCl3 · 6H2O: 0,28 (g/L). 
 

O perfil de crescimento celular também apresentou um comportamento similar 

em ambos casos. A fase estacionária foi atingida depois de 72 h de cultivo, com uma 

produção máxima de biomassa de 3,27 ± 0,13 g/L e 4,30 ± 0,14 g/L, na corrida 10 

(Figura 4.2a) e na validação experimental (Figura 4.2b), respectivamente. 

Observa-se que em ambos casos o consumo máximo de glicerol ocorreu até 

às 96 h de cultivo, coincidindo com a produção máxima de ramnolipídios, que 

apresentou diferenças significativas (p≤0,05), foram obtidos 1,57 ± 0,03 g/L na corrida 
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10 (Figura 4.2a) e 2,24 ± 0,02 g/L na validação experimental do modelo (Figura 4.2b), 

respectivamente. Como é observado aqui, a produção de ramnolipídios pela P. 

aeruginosa depende de condições específicas de baixa concentração de nitrogênio e 

alto teor de carbono/nitrogênio. (C/N), e se inicia durante a fase exponencial tardia e 

começo da fase estacionária. 

Respeito ao consumo de glicerol, nas condições comparadas (tabela 4.4) não 

foi observada uma diferença significativa, o que indica que provavelmente a variação 

de C/N não interfere na capacidade do micro-organismo de consumir de forma mais 

eficiente esta fonte de carbono, apesar disso tem um efeito no crescimento 

significativo do mesmo e na produção de biossurfactante.  

 

Tabela 4.4 Comparação dos bioprocesso para produção de ramnolipídios usando a linhagem P. 
aeruginosa LBI 2A1 com diferentes proporções de C/N. 

 

C/N C/P FeCl3 . 6H2O (g/L) 
Glicerol 

consumido (%) 
Biomassa (g/l) Ramnolipídio (g/l) Yp/s Yp/x Px/s 

18 100 0,28 73 4,30* 2,24* 0,049* 0,533* 0,120 

16,72 100 0,24 68 3,27 1,57 0,033 0,498 0,116 

 

Os rendimentos de conversão de produto-substrato, produto-biomassa e 

biomassa-substrato apresentaram diferenças significativas, sendo que os maiores 

rendimentos foram obtidos na validação do delineamento, 0,049 ± 0,01 (g/g), 0,533  

± 0,09 (g/g) e 0,12 ± 0,08 (g/g).  

4.3.2 Produção de ramnolipídio em biorreator 

A partir das condições em que foi realizada a validação do delineamento 

experimental aumentou-se a escala para cultivo em reator. A cinética de crescimento 

deste bioprocesso é apresentada na figura 4.3. A produção máxima de ramnolipídio 

ocorreu às 96 horas de cultivo, atingindo uma concentração de 5,99 ± 0,17 g/L, a 

partir desse tempo a produção de ramnolipídios atingiu uma fase estacionaria.   
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Figura 4.3 Cinética do cultivo em reator de P. aeruginosa LBI 2A1 nas condições otimizadas para 
produção de ramnolipídios. (37 °C, pH 6,8 e cascata de agitação de 300 - 900 rpm em função da pO2). 

 

O micro-organismo apresentou uma fase de adaptação curta entre às 0 h e 4 

h de cultivo, depois entrou na fase exponencial. A fase exponencial de crescimento 

do micro-organismo ocorreu até 44 h de cultivo, onde apresentou um µmáx de  0,254 

h-1, entre às 16 – 24 h de cultivo. Depois desse tempo, o micro-organismo continuo 

crescendo, porém de forma mais lenta e teve um aumento na concentração da 

biomassa de 5,94 ± 0,36 g/L para 6,89 ± 0,4g/L, já às 96 h de cultivo a biomassa 

atingiu a fase estacionária até o fim do cultivo.  

Foi observada uma estreita relação entre o consumo da fonte de nitrogênio e 

o comportamento do crescimento microbiano. As curvas de crescimento e de 

concentração de ramnolipídios apresentaram um comportamento logístico típico 

(ZHU et al. 2012), implicando assim condições limitantes do crescimento e caráter 

metabólico secundário (DESAI & BANAT 1997).  

O nitrato foi consumido mais rapidamente nas primeiras 44 h de cultivo. Depois 

desse tempo o consumo a produção de biomassa diminui drasticamente, fato 

relacionado ao nitrogênio ser um fator limitante para a produção de biomassa. 

Coincidiu que a produção máxima de ramnolipídios ocorreu quando o nitrato tinha 

sido consumido em um 95%, coincidindo que com tem sido relatado na literatura 

(MANRESA et al. 1991; ROBERT et al. 1989; SOBERON-CHAVEZ et al., 2005). 
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A produção de biossurfactantes em P. aeruginosa se vê beneficiada quando 

há condição de limitação de nutrientes como o nitrogênio, fosfato e elementos traços, 

devido a que vários fatores que regulam a expressão da cascata que regula a síntese 

de ramnolipídios são ativados nessas condições limitantes. Sob condições de 

limitação de nitrogênio, tanto a expressão rhlA quanto a expressão rhlC foi fortemente 

aumentada, ou seja, aproximadamente 30 e 20 vezes, respectivamente, em 

comparação com a expressão gênica sob condições onde o nitrogênio não foi limitado 

(SCHMIDBERGER et al., 2013). 

4.4. CONCLUSÃO 

O delineamento experimental composto central rotacional como estratégia 

para otimizar as condições de cultivo apresentou resultados promissórios pois se 

mostrou efetiva para aumentar a resposta desejada.  

A proporção C/N foi a variável que mais influenciou no aumento na produção 

do biossurfactante. Este estudo contribui na busca de alternativas para melhorar a 

produção de ramnolipídios ao abordar o aproveitamento de glicerol como fonte de 

carbono.  

Devido à complexa regulação da síntese dos ramnolipídios dependente de QS 

em P. aeruginosa, um processo de otimização mais fino quase certamente dependerá 

da compreender de forma mais precisa os processos de regulação e expressão assim 

como as respostas gênicas à mudanças no meio.  
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5. CAPITULO 2 

EVOLUÇÃO ADAPTATIVA COMO ESTRATÉGIA PARA O USO MAIS 

EFICIENTE DE GLICEROL NA PRODUÇÃO DE RAMNOLIPÍDIOS 

 

5.1. INTRODUÇÃO 

A evolução adaptativa de laboratório é uma abordagem que permite analisar 

fenômenos evolutivos em um cenário laboratorial controlado (DRAGOSITS & 

MATTANOVICH, 2013). A modificação do metabolismo celular a través da evolução 

dirigida traz uma abordagem inovadora no entendimento de rotas metabólicas de 

interesse biotecnológico e comercial (CHATTERJEE & YUAN, 2005). A elucidação, 

delineamento e aplicação da reestruturação dos mecanismos do genoma são 

elementos chave na evolução dirigida das vias metabólicas celulares (CHATTERJEE 

& YUAN, 2005) 

A adaptação por seleção natural ocorre através da disseminação e substituição 

de mutações que melhoram a desempenho de um organismo e seu sucesso 

reprodutivo em um ambiente determinado (ELENA & LENSKI, 2003). Os micro-

organismos podem sobreviver a condições adversas e se adaptarem rapidamente a 

novas condições ambientais, a evolução adaptativa tem se tornado uma ferramenta 

útil para aplicações biotecnológicas em processos industriais (PORTNOY et al., 2011; 

WANG et al., 2016), seja para ativação de rotas metabólicas latentes, otimização de 

fenótipos ou adaptação ambiental (PORTNOY et al., 2011; YU et al., 2013). 

O uso de estratégias de engenharia metabólica, como a evolução adaptativa, 

permite a otimização do rendimento e da bioconversão de substrato no produto de 

interesse. Existem estudos relacionados ao melhoramento do consumo de glicerol. 

Wang et al. (2016) melhoraram a produção de goma xantana a través de um processo 

de evolução adaptativa, Yu et al. (2013) aumentaram a produção de lipídios em 

Clamydomonas reinhardtii aumentando o consumo de glicerol, ambos processos 

visando a uma aplicação biotecnológica e escalonamento industrial.  

Os ramnolipídios estão entre os biossurfactantes mais estudados do tipo 

glicolipídio. Estas moléculas apresentam diversas aplicações na agricultura, indústria 
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farmacêutica, petróleo, alimentos e bebidas, papel, metal, produtos de limpeza e 

têxteis (Tiso et al., 2017). Diferentes fontes de carbono têm sido estudadas para a 

produção de ramnolipídios. Fontes hidrofóbicas de carbono, como óleos vegetais e 

n-alcanos, são as que apresentam melhores resultados na produção de ramnolipídios 

(ABDEL-MAWGOUD et al., 2011), e as fontes hidrofílicas como glicerol, glicose, 

manitol e etanol têm sido usados na produção de biossurfactantes, mas o rendimento 

não alcança o obtido com fontes de carbono hidrofóbico (NITSCHKE et al., 2005). 

Os ramnolipídios produzidos por Pseudomonas aeruginosa ainda representam 

um desafio para otimização do processo industrial. Vários tipos de fontes de carbono 

para produção de ramnolipídios, tanto solúveis como insolúveis em água têm sido 

utilizadas. Neste estudo, é proposta uma abordagem de evolução adaptativa para o 

melhoramento do consumo de glicerol como fonte carbono, para aumentar a 

produção de ramnolipídios. 

5.2. MATERIAL E MÉTODOS 

5.2.1 Micro-organismo 

Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1 (LOVAGLIO, 2011) foi o micro-organismo 

utilizado para estudar a produção de ramnolipídios. É proveniente do Laboratório de 

Microbiologia Industrial (LMI) da Universidade Estadual Paulista (UNESP) - Campus 

Rio Claro. Foi acondicionado em tubos criogênicos contendo glicerol 20% e 

armazenado ultra-freezer à -80ºC.   

5.2.2 Meios de cultura 

5.2.2.1 Luria Bertani (LB) 

A composição dos meios utilizados para o pré-inóculo dos micro-organismos 

em (g/L): peptona - 5,0; extrato de carne - 3,0 (CN) e triptona – 10; extrato de levedura 

– 5,0 e NaCl – 10 (LB). 

5.2.2.2 Meio mineral livre de cálcio com tampão fosfato (MLCTF) 

O meio MLCTF, utilizado para o preparo do inóculo das fermentações, é 

composto por (g/L): MgSO4 7H2O - 0,05; KCl – 0,1; NaNO3 - 0,69; tampão fosfato 0,1 

M, pH 6,5 e 1 ml/L da solução de elementos traços. Solução composta por (g/L): 
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citrato de sódio dihidratado – 2,0; ZnSO4 7H2O – 0,87; CaCl2 6H2O – 1,2; CuSO4 5H2O 

– 1,2; MnSO4 H2O – 0,8. 

5.2.2.3 Meio mineral livre de cálcio (MLC) 

Para os experimentos de evolução, produção de ramnolipídios em frascos e 

em reator foi utilizado o seguinte meio (g/L): K2HPO4 – 0,3; MgSO4 7H2O - 0,5; KCl – 

1,0; NaNO3 – 6,94; glicerol como fonte de carbono. O volume e a composição da 

solução de elementos traços utilizados foram os mesmos descritos no item anterior.  

5.2.3 Condições de cultivo 

5.2.3.1 Preparo do Inoculo 

O micro-organismo foi pré-cultivado em frascos Erlenmeyer de 125 ml 

contendo 25 mL de meio LB.  A incubação foi realizada em mesa agitadora, durante 

24 horas à 37ºC e 200 rpm.  Em seguida foram transferidos 5 ml do preinóculo para 

frascos de 500 ml com 100 mL de meio MLCTF e incubado por 48 horas à 37ºC e 

200 rpm. Esta cultura foi utilizada para inoculação do meio utilizado para conduzir os 

experimentos de evolução e a avaliação da produção de ramnolipídios. 

5.2.3.2 Experimento de evolução adaptativa 

A linhagem Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1 foi plaqueada em ágar nutriente 

para selecionar a colônia Parental. O Parental foi inoculado em um erlenmeyer de 

500 mL com 100 mL de meio MLC, após 48 h de cultivo, foi transferido um volume 

determinado do cultivo, para ter uma D.O600nm inicial de 0,1, para dois erlenmeyers de 

500 mL com 100 mL meio MLC novo. 

O experimento de evolução adaptativa foi conduzido durante 60 dias, tendo um 

total de 29 transferências. Após atingida a concentração onde o crescimento diminuiu 

em mais do 70%, em comparação ao parental, foram feitas 10 transferências no meio 

com concentração de glicerol testada. Foi calculado o número de total gerações no 

final do experimento (g), e para cada transferência foi calculada a velocidade máxima 

de crescimento (µmax). 

5.2.3.3 Produção de Ramnolipídios em frasco 

Foram conduzidos experimentos em frascos Erlenmeyer de 1 L para avaliar a 

cinética de crescimento, produção de ramnolipídios e consumo da fonte de carbono 
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por parte do Parental e dos Evoluídos. As cepas foram inoculadas em caldo nutriente 

para ativação e preparo do inoculo que foi crescido em meio MLCTF. O inoculo foi 

transferido para os frascos de 1L, contendo 100 mL de volume de meio MLC, 

mantidos em mesa agitadora à 200 rpm, 37°C durante 120 horas. Foram retiradas 

amostras após a cada 24 horas, e processadas como descrito no item 5.2.3.5. Cada 

cultivo foi feito em triplicata. 

5.2.3.4 Produção de Ramnolipídios em reator 

A partir dos resultados obtidos na fermentação em frasco, foi avaliada a 

produção de ramnolipídios em biorreator de 13L, contendo 30% de volume de meio 

de MLC. Foram controlados os seguintes parâmetros físico-químicos: temperatura, 

pH, pO2 e nível de espuma. Estes parâmetros físico-químicos serão: temperatura de 

37 ºC; pH 6,8; aeração de 1 L/min velocidade de agitação 300 rpm sendo ajustada 

para manter a pO2 acima de 10%; o volume da espuma formada foi controlado usando 

um sistema de bombas acoplado ao vaso do reator, para retirar a espuma e retorná-

la ao reator e antiespumante Contraspum A4050 (Zschimmer & Schwarz GmbH & Co. 

KG); a saída de gases foi monitorada ao longo do cultivo. Foram adicionados 

elementos traços nos seguintes tempos de cultivo: 0, 20, 40, 70, e 120h. Foram 

retiradas amostras quatro vezes ao dia para processamento e análise. 

5.2.4 Métodos Analíticos 

5.2.4.1 Monitoramento do crescimento durante os ciclos de evolução 

O crescimento das cepas nas transferências com choque de glicerol foi 

monitorado utilizando o sistema de Quantificador de Crescimento Celular (CGQ) de 

Aquila Biolabs, Baesweiler.  

5.2.4.2 Processamento das amostras 

Foram retiradas amostradas de 5 e 20 mL, para experimentos em frasco e em 

reator respectivamente, cada amostra foi centrifugada à 10000 rpm, à 4ºC por 20 min 

para que ocorresse separação das 2 fases: células / fase aquosa.  

5.2.4.3 Avaliação da produção de ramnolipídios  

Extração de ramnolipídios 
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Á uma alíquota de 2 mL da fase aquosa adicionou-se 20 μL de H3PO4 85% 

(v/v) 1:100, e foi adicionado 2,5 mL de acetato de etila (1:1,25), a mistura foi agitada 

por 1 min e centrifugada à 10000 rpm, à 4ºC por 10 min, obtendo assim duas fases: 

a fase superior foi separada e o procedimento de extração foi repetido com a fase 

inferior.  

Determinação da produção de Ramnolipídios – Cromatografia em 

Camada Delgada  

A cromatografia em camada delgada foi realizada em placas de sílica-gel e 

como fase – móvel a seguinte mistura: clorofórmio/metanol/ácido acético (65:15:2). 

foram aplicados 12 μl dos extratos obtidos a partir do caldo livre de células em 

diferentes tempos de cultivo, além dos padrões de ramnolipídios adquiridos da Agae. 

O agente revelador está composto por ácido acético, anisaldeído e ácido sulfúrico 

(100:2:2). 

Quantificação de Ramnolipídios – Cromatografia Líquida de Alta 

Eficiência (HPLC) 

Derivatização 

Para a análise em HPLC as amostras contendo ramnolipídios foram 

derivatizadas a fim de serem detectadas via detector de UV, os padrões e as amostras 

de ramnolipídios foram derivatizados de acordo com Schenk et al. (1995) com 

pequenas modificações. As amostras de ramnolipídio em acetato de etila, foram 

evaporadas e ressuspendidas em acetonitrila.  

Para a derivatização foi utilizado 90 µL de amostra, foi adicionado 40 μL de 

uma solução 1:1 de brometo de 4-bromofenacil 135 mM e trietilamina 67,5 mM, 

ambos em acetonitrila e foi adicionado 270µL com acetonitrila. A diluição apropriada 

da amostra foi realizada em acetonitrila. A derivatização foi feita durante 1,5 h à 60ºC 

e 1400 rpm, em um aquecedor de bloco seco (Thermomixer comfort, Eppendorf AG). 

HPLC 

As análises foram feitas em um equipamento HPLC (Shimadzu) acoplado a um 

detector UV, de acordo com o descrito por Müller et al. (2010). Foram utilizadas 

soluções de padrão de mono (Rha-C10-C10) e di-ramnolipídio (Rha-Rha-C10-C10) 

comercial nas concentrações de 0,25; 0,50; 0,75; 1,0 g/L, para realizar curva de 
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calibração. Foi utilizada uma coluna de fase reversa Nucleodur 100-5 C18 ec, 

Macherey Nagel – 150 mm X 0,46 mm, 5 μm silica gel) à 30ºC. As fases móveis foram 

metanol 5% e 95%, para as bombas A e B respetivamente, em água ultra-pura.   

Para separação do mono e o di ramnolipídio foi estabelecido um gradiente de 

80 à 100% da solução B, de acordo com o seguinte protocolo: de T=0 à T=17 min, 

aumento da solução B de 80 para 100%, conservando-se em 100% até 25 min. Em 

seguida o gradiente foi decrescido para 80% até 30 min, mantendo-se por mais 5 min 

para que houvesse equilíbrio. O fluxo utilizado foi de 0,4 mL/min e os ramnolipídios 

foram monitorados à 254 nm.  

5.2.4.4 Quantificação da biomassa microbiana 

Para as fermentações em erlenmeyers de 1L, crescimento microbiano foi 

quantificado pelo método gravimétrico, onde o pellet de células foi ressuspendido em 

NaCl 0,85% (v/v) e centrifugado à 4000 rpm, 4ºC e 30 min. Em seguida o pellet foi 

dissolvido em 1 mL de NaCl 0,85% (v/v) e mantido em estufa à 100 ºC até atingir peso 

constante. 

5.2.4.5 Quantificação da fonte de carbono  

O consumo do glicerol foi determinado por cromatografia líquida de alta 

eficiência. Para as análises foi utilizada coluna Rezex RCM (300 17 x 7,8 mm) da 

Phenomenex à 40 ºC; foi injetado 20 µL de amostra e o fluxo foi de 0,6 ml/min. Agua 

ultrapura foi usada como fase móvel. O tempo de retenção é de 18 ± 0,1 min, foi 

utilizado o detector de índice de refração. 

5.2.4.6 Determinação do consumo de Nitrogênio 

A partir de 5 mL de fase aquosa foi determinado o consumo da fonte de 

nitrogênio nos diferentes tempos de fermentação. A concentração de nitrato foi 

quantificada por meio do eletrodo Thermo Scientific ™ Orion ™. As análises foram 

feitas conforme as instruções do fabricante. 

5.2.5 Análise de balanço de fluxo  

Foi utilizado o protocolo descrito por Krömer et al., (2014), onde para cada 

amostra retirada foi analisada a concentração de biomassa, produção de CO2 e 

ramnolipídios, bem como, o consumo de O2  e da fonte de carbono. Foram calculadas 

as taxas específicas de crescimento, consumo de substrato e formação de produto. 
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O programa utilizado para monitorar o bioprocesso foi IRIS versão 5.4, foi monitorado 

o consumo e produção de gases e foram calculadas automaticamente as taxas de 

consumo de oxigênio (OUR) e produção de dióxido de carbono (CER).  

A análise de balanço de fluxo foi feita através de um modelo em escala 

genômica (OBERHARDT et al., 2011) e as análises foram executadas no programa 

COBRA Toolbox dentro da plataforma do MATLAB, a função objetiva utilizada foi a 

velocidade do crescimento microbiano. 

5.2.6 Análise estatística 

Foi analisada a normalidade dos dados com a prova Shapiro wilk (α= 0,05).  

Aplicou-se uma prova paramétrica (ANOVA, α=0,05) para avaliar a existência 

diferencias entre as médias dos tratamentos. Por fim, para comparar entre quais 

tratamento existem diferencias, foi aplicada o test de Tukey-Kramer (Key-Kr). Foi 

utilizado o software R (versão 3.2.0). 

5.3. RESULTADOS E DISCUSÃO 

5.3.1 Perfil de crescimento de P. aeruginosa LBI 2A1 durante 
experimento de evolução adaptativa 

Foi realizada uma curva de crescimento na condição inicial (5% de glicerol em 

meio MLC) para determinar o tempo em que seriam realizadas as transferências do 

experimento de evolução. Na figura 5.1 observa-se a curva de crescimento de 

Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1, a fase de adaptação do micro-organismo foi 

registrada entre 0 e 16 horas de cultivo. A fase exponencial do micro-organismo 

ocorreu até às 48 h de cultivo, registrando uma µmáx de crescimento de 0,257. O 

gráfico apresenta um comportamento típico de crescimento logístico, onde por causa 

da limitação de nutrientes, o micro-organismo entrou na fase estacionária, que foi 

observada a partir de 48 h de cultivo até 72 h onde o mesmo foi encerrado.  
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Figura 5.1 Curva de crescimento Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1 em MLC com 5% de glicerol, 
37°C, 200 rpm, pH inicial 6,8. 

 

No experimento de evolução adaptativa foram realizadas 16 transferências, 

onde foi variada a concentração de glicerol. Depois foram realizadas 13 

transferências no meio contendo a ultima concentração de glicerol, estas 

transferências foram feitas com o intuito de melhorar o crescimento do micro-

organismo nessa ultima concentração de glicerol (12,75% de glicerol) onde foi 

evidenciada uma D.O600nm 3 vezes inferior à D.O600nm do parental na transferência 0 

(5% de glicerol).  

A densidade celular inicial foi mantida em D.O600nm de 0.1, depois de 48 h de 

cultivo no meio MLC, os cultivos das transferências numero 0 (o parental) até a 

numero 8 atingiram uma D.O600nm entre 4,21 e 11,62 para a população A e entre 4,51 

e 10,72 para a população B. A partir da transferência número 9 até a número 16 a 

D.O600nm variou entre 9,65 e 1,14 para a População A e 7,98 e 2,39 para a População 

B, este último valor corresponde à ultima transferência de cada uma das populações 

onde o glicerol foi variado (Figura 5.2).  

As transferências 16 – 29 foram realizadas com o intuito de melhorar o 

crescimento do micro-organismo na ultima concentração avaliada (12,755), pois a 

partir de 13,25%, não foi evidenciado crescimento apesar de ter feito várias 

transferências. Houve um aumento na D.O600nm, para a População A foi de 1,145 
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(Transf. 17) para 5,99 (Transf. 29), no caso da População B, a D.O600nm, não teve uma 

variação tão marcada, pois foi de 2,39 (Transf. 17)  para 2,64 (Transf. 29) (Figura 5.2) 

 

Figura 5.2 Processo esquematizado do experimento de evolução adaptativa de P. aeruginosa LBI 2A1. 
Variação da densidade celular de 0h até 48h de cultivo para cada transferência. Meio MLC à 37°C, 
200 rpm, com variação na concentração de glicerol de 5 – 12,75% entre transferências 0 e 16, e entre 
as transferências 17 – 29 o glicerol foi mantido constante em 12.75%. 
 

 

Em total foram obtidas 65 gerações, 43 nas primeiras 16 transferências onde 

o glicerol foi variado e mais 32 onde o glicerol foi mantido na concentração constante 

(12,75%). O crescimento do micro-organismo ao longo do experimento foi monitorado 

em tempo real com o sistema quantificador de crescimento celular CGQ, com as 

curvas de crescimento obtidas, foram calculadas as velocidades de crescimento ao 

longo das gerações.  

Em processos aplicados à biotecnologia, parâmetros como µmáx, taxas de 

sobrevivência em concentrações tóxicas de certos nutrientes e rendimento absoluto 

de biomassa são adequados para ter em conta como critérios de aptidão 

(DRAGOSITS & MATTANOVICH, 2013). A velocidade específica de crescimento 

além de estar relacionada ao consumo do substrato, em P. aeruginosa está acoplada 

à produção de metabólitos secundários, principalmente aqueles relacionados ao 

sistema de regulação de QS (NICKZAD & DÉZIEL, 2016; WINSTANLEY et al., 2016). 

Entre a geração 2 e 7 o µmax variou entre 0,265 e 0,320 h-1, a partir da geração 

10 e até a geração 19, a velocidade máxima de crescimento aumentou, e variou entre 
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0,325 e 0,431 h-1. Entre as gerações geração 21 e 33 houve outro aumento no µmáx, 

e os valores mais altos deste parâmetro aconteceram entre a geração 24 e 27, onde 

o µmax variou entre 0,559 e 0,622 h-1. Nas ultimas gerações, 36 até 43, foi observado 

um decréscimo no µmáx, de 0,288para 0,062 h-1, o que provavelmente estaria 

indicando que um aumento na concentração de glicerol afetaria o crescimento do 

micro-organismo. A partir deste ponto foram realizadas transferências na mesma 

concentração de glicerol, 12,75%, e entre a geração 44 e 65 o valor deste parâmetro 

aumentou de 0,113 para 0,404 h-1, indicando que provavelmente o micro-organismo 

estaria se adaptando para consumir de forma mais eficiente e rápida o glicerol 

presente no meio. 

 

Figura 5.3 Velocidade máxima de crescimento de Pseudomonas aeruginosa LBI 2A1 (h-1) em relação 
ao número de gerações e transferências realizadas. 37°C, 200 rpm, pH inicial 6,8. 
 

A validação de um experimento de evolução adaptativa pode estar 

determinada pelo aumento na velocidade específica de crescimento do micro-

organismo, este aumento está relacionado à tolerância ou consumo mais rápido do 

substrato (WINKLER et al., 2013). Este processo eventualmente resultará no 

aumento no tempo da população com uma mutação (WINKLER et al., 2013). A 

próxima etapa do experimento realizado neste trabalho foi avaliar a produção de 

ramnolipídios por parte de mutante obtido depois de evidenciar o aumento na 

velocidade específica de crescimento.  
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5.3.2 Fermentações em frasco para avaliação da cinética de 
crescimento e produção de ramnolipídios 

Foram realizadas fermentações em frasco de 1L para estudar e comparar a 

cinética de crescimento, produção de ramnolipídios e consumo da fonte de carbono 

por parte o Parental e um mutante escolhido das Populações A e B, daqui em diante 

serão descritos como T16A e T16B, na condição inicial e na condição final do 

experimento de evolução adaptativa, 5 e 12,75% de glicerol, respetivamente.  

 

Figura 5.4 Cinética do crescimento de P. aeruginosa LBI 2A1, cepa Parental e T16A A e T16B. 
Concentração inicial de glicerol A) 5% g/L; B) 12,75% g/L. Meio MLC à 37°C, 200 rpm, pH inicial 6,8. 

 

Na figura 5.4, são apresentados as curvas de crescimento das fermentações 

realizadas com o Parental, a T16 A e B. No caso do Parental, é possível observar 

uma diferença na produção de biomassa quando utilizada uma concentração inicial 

de glicerol de 5% e 12,75% pois a cepa não estava condicionada à concentração 

maior, pelo que o crescimento no meio contendo maior concentração de glicerol foi  

3,6  vezes menor.  

Na produção de biomassa, a T16 A apresentou um crescimento 1,5 vezes 

maior no meio com 5% de glicerol, evidenciando que provavelmente melhorou a sua 

capacidade de utilizar de forma mais eficiente esta fonte de carbono, e que ainda em 

contrações maiores consegue crescer. A T16 B também apresentou um crescimento 

maior ao ser cultivada no meio com 5% de glicerol, porém não houve uma diferença 

significativa quanto a que apresentou a T16 A, frente ao Parental. 

Foi evidenciada uma diferença significativa (p≤0,05) na produção de 

ramnolipídio no caso do T16 A, já no T16 B, quando comparada a produção de 

ramnolipídio na condição inicial e na condição final, apesar de haver evidenciado um 
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aumento na produção, a diferença nesse aumento não foi significativa (Figura 5.5 A). 

Como mencionado anteriormente, a T16 A atingiu uma densidade celular maior, em 

comparação com os outros dois cultivos, isso pode indicar que o micro-organismo 

além de ter aumentado a sua capacidade de consumir concentrações de glicerol mais 

altas, melhorou na sua eficiência para consumir essa fonte de carbono e metaboliza-

la.  

O aumento na produção de ramnolipídios poderia ser uma consequência do 

aumento na produção de biomassa, pois existe uma relação direta entre a densidade 

celular e a produção de ramnolipídios em Pseudomonas aeruginosa. A produção de 

ramnolipídios está ligada ao controle da translocação da célula e ao aumento do 

contato celular com a superfície e com outras células, o que é controlado pelo sistema 

rhl (RASAMIRAVAKA et al., 2015). O sistema rhl, controlado por um complexo 

sistema de sinalização celular determinado por autoindutores que se acumulam ao 

aumentar a densidade populacional o que promove a interação celular e a ativação 

dos reguladores transcricionais (WILLIAMS, 2007).  

Quando utilizada a condição inicial, 5% de glicerol, houve um consumo de 73, 

86 e 78% da fonte de carbono por parte do Parental, T16 A e T16 B, respectivamente, 

e quando usado 12,75% de glicerol o consumo foi de 40, 64 e 52%, para as três cepas 

avaliadas, após 120 h de fermentação (Figura 5.5 B).  
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Figura 5.5 A) Produção máxima de ramnolipídios (g/L) e B) consumo máximo de glicerol(%) por P. 
aeruginosa LBI 2A1, cepa Parental e T16 A e B. 37°C, 200 rpm, pH inicial 6,8. 
 

 

A velocidade máxima de crescimento nos bioprocessos realizados (Tabela 

5.1), foram maiores no Parental quando utilizado 5% de glicerol e na T16 A quando 

usado 12,75%. Em relação aos rendimentos de conversão, a População A também 

teve os rendimentos mais altos e com diferenças significativas, esse foi o critério de 

seleção para escolher a T16 A para realizar as fermentações em reator e avaliar o 

bioprocesso sob condições controladas. 

 

Tabela 5.1 Rendimentos de conversão e Velocidade máxima de crescimento dos cultivos em frascos 
de 1L. 

 

 Y x/s Y p/x Y p/s µmáx. 

 5% 12,75% 5% 12,75% 5% 12,75% 5% 12,75% 

Parental 0,12 ± 0,02 0,01 ± 0,01 0,55 ± 0,01 0,03 ± 0,01 0,05 ± 0,02 0,01 ± 0,02 0,25± 0,01 0,01 ± 0,02 

T16A 0,22 ± 0,01* 0,08 ± 0,01 1,00 ± 0,02* 0,45 ± 0,02* 0,15 ± 0,01* 0,07 ± 0,01* 0,23 ± 0,01 0,15 ± 0,01* 

T16B 0,15 ± 0,01 0,07 ± 0,018 0,74 ± 0,01 0,48 ± 0,02 0,12 ± 0,01 0,02 ± 0,01 0,13 ± 0,01 0,09 ± 0,01 

*p≤ 0,05; estatisticamente significativo 
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5.3.3 Fermentações em reator 

Um bioprocesso sob condições controladas permite avaliar melhor as 

estratégias que poderiam ser aplicadas para melhorá-lo. Após o experimento de 

evolução adaptativa, e as fermentações em frasco, foram realizadas fermentações 

em biorreator com o Parental e o T16 A, ambos com 5% de glicerol para comparar a 

produção de ramnolipídio e biomassa em maior escala. Foi avaliado também, o 

consumo de nitrogênio, pois é conhecido que este é um nutriente limitante na 

produção de ramnolipídio (XAVIER et al., 2010). Na figura 5.6 são apresentados os 

resultados das fermentações em biorreator utilizando 5% de glicerol com o Parental 

e o T16 A. O consumo da fonte de carbono, foi do 84% para o Parental e 95% para a 

T16 A após 120 h de cultivo e até o final do bioprocesso.  

 

Figura 5.6 Fermentações em biorreator usando 5% de glicerol, Meio MLC à 37°C, cascata de agitação 
em função da pO2, pH 6,8. A) Parental B) T16 A.  
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O crescimento do Parental foi exponencial até 44 h de fermentação, depois 

desse tempo, começou entrar na fase estacionária, isso coincide com a diminuição 

da fonte de nitrogênio que foi consumida em um 70% em 48 h. Entre 48 e 96 h houve 

pouco crescimento, e a produção de ramnolipídios começou depois de 60 h de cultivo, 

a produção máxima de ramnolipídio foi de 5,94 g/L em 96 h, depois desse tempo a 

concentração desse metabolito se manteve constante.  

A produção de biomassa do T16 A aumentou consideravelmente em 

comparação com o obtido nos cultivos com o Parental, condições controladas de pH 

e aeração favoreceram o crescimento do micro-organismo adaptado a essa condição 

de glicerol. Após 84 h de fermentação o micro-organismo entrou na fase estacionária, 

relacionado a este comportamento, a produção de ramnolipídios começou depois de 

72 h de fermentação, porém a maior produção foi obtida nas últimas 40 h de 

fermentação, foram obtidos 10,21 g/L do biossurfactante, quando a bactéria estava 

na fase estacionária e o nitrogênio foi consumido em um 80%.  

A melhora na capacidade da T16A para produzir ramnolipídios a partir de 

glicerol, de forma mais eficiente foi evidente no aumento no rendimento de conversão 

Yp/s, que foi significativamente maior em comparação à cepa Parental. Da mesma 

forma o rendimento de conversão produto em relação à biomassa Yp/x também 

aumentou significativamente (Tabela 5.2). 

 

Tabela 5.2 Rendimentos de conversão dos cultivos em reator com 5 e 12,75% de glicerol. 

 

 Y x/s Y p/x Y p/s 

 5% 12,75% 5% 12,75% 5% 12,75% 

Parental 0,26 ± 0,02 0,02 ± 0,01 0,85 ± 0,01 0,4 ± 0,21 0,12 ± 0,02 0,04 ± 0,02 

T16A 0,26 ± 0,01 0,23 ± 0,01* 1,00 ± 0,08* 0,24 ± 0,02 0,17 ± 0,01* 0,05 ± 0,02 

*p≤ 0,05; estatisticamente significativo 

 

Nos cultivos em reator realizados na condição final, 12,75% glicerol (Figura 

5.7), o Parental atingiu uma biomassa celular de 4,9 g/L, 1,5 vezes menos do que 

com 5% de glicerol, evidenciando a dificuldade do micro-organismo para crescer em 

concentrações altas de glicerol. Já o mutante conseguiu um crescimento 

significativamente maior, 27 g/L, porém na produção de ramnolipídio T16A ainda teve 
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uma performance melhor nos cultivos com 5% de glicerol, pois com 12,75% produziu 

1,5 vezes menos ramnolipídios (6,5 g/L), o que diminuiu os rendimentos de conversão 

nestas condições de cultivo (Tabela 5.2). 

 

Figura 5.7 Fermentações em biorreator usando 12,75% de glicerol, Meio MLC à 37°C, cascata de 
agitação em função da pO2, pH 6,8. A) Parental B) T16 A.  

 

A fonte de carbono é utilizada pelos micro-organismos para produção de 

biossurfactante, sob duas condições i) quando há limitação de nutrientes, 

principalmente nitrogênio, fosfato ou ferro (CHAYABUTRA et al., 2001; KÖHLER et 

al., 2000; MELLBYE & SCHUSTER, 2014), ii) quando a fonte de carbono não pode 

ser mais utilizada para crescimento devido a uma limitação (XAVIER et al., 2010). 

Condições ambientais também influenciam na produção de ramnolipídios, P. 

aeruginosa na sua complexa regulação do sistema QS, só secreta ramnolipídios se 
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estes não forem afetar o crescimento, por não estar associados ao crescimento 

(MELLBYE & SCHUSTER, 2014; SOUZA et al.,2011; XAVIER et al.,2010). 

Na figura 5.8 são apresentadas as velocidades específicas de crescimento e a 

produtividade especifica de ramnolipídios para o Parental e a T16 A. Observa-se que 

a velocidade específica aumenta depois de 24 h em ambos casos, pois coincide com 

a entrada tanto do quanto da T16 A na fase exponencial, porém a velocidade máxima 

é atingida em momentos diferentes, para o Parental, é atingida em 44 h de cultivo, já 

a T16 A atingiu essa velocidade 8 h antes. A QRL começou a apresentar um aumento 

depois do micro-organismo haver passado pelo momento de velocidade de 

crescimento máximo, evidenciando que valores altos de µ, afetam a produtividade 

pois o metabolismo microbiano esta sendo direcionado em função do crescimento e 

como é observado no gráfico de cinética do bioprocesso (Figura 5.6), o ramnolipídio 

tem um caráter de metabolito secundário.  

A velocidade de crescimento específica (µ) e a produtividade específica de 

ramnolipídios são parâmetros que permitem avaliar a performance do bioprocesso, 

pois estão relacionados, Guerra-Santos et al (1986) demonstraram que estão 

relacionados, pois ao manter uma velocidade específica µ+0,10 – 0,15 h-1, a 

produtividade foi maior, havendo variação drástica nessa velocidade específica de 

crescimento a produtividade diminuiu.  

O estudo realizado por Xavier et al. (2010), apresenta evidencias da influencia 

da velocidade máxima de crescimento na produção de ramnolipídios, a secreção de 

ramnolipídios é garantida i) quando há uma densidade celular alta o suficiente para 

expressar os genes relacionados à produção e ii) há suficiente fonte de carbono no 

meio para minimizar o impacto da síntese na população microbiana. Esta evidencia 

corresponde com o resultado obtido com o T16 A, pois tendo uma densidade celular 

suficiente (11 g/L), começou a produção e secreção de ramnolipídios no meio que 

ainda tinha um excedente de glicerol. 
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Figura 5.8 Velocidade especifica de crescimento (µ) e produtividade especifica de ramnolipídio (QRL)A) 
Parental e B) T16 A. 
 

Ao longo dos cultivos, as pressões parciais de oxigênio e dióxido de carbono 

foram analisadas no gás de exaustão e registradas pelo sistema de controle do 

processo. A Figura 5.9 mostra a taxa de absorção de oxigênio calculada (OUR) e a 

taxa de exaustão do dióxido de carbono (CER) que aumentou durante a fase de 

crescimento, e atinge o pico de taxa máxima de consumo de oxigênio durante a fase 

estacionária. Ambos mostraram um pico distinto dentro de o intervalo de tempo da 

produção máxima de ramnolipídios, e isso foi observado tanto no cultivo com o 

Parental quanto no cultivo da T16 A, porém há maior perda de carbono em forma de 

CO2 nos cultivos com o Parental. 

 

 

Figura 5.9 Resultados das taxas de consumo de oxigênio (OUR) e exaustão de dióxido de carbono 
(CER). A) Parental e B) T16 A. 
 

As taxas de consumo de oxigênio, exaustão de dióxido de carbono e a 

velocidade de consumo da fonte de carbono, foram utilizadas para realizar a análise 

de fluxos metabólicos, e comparar a distribuição dos fluxos no metabolismo destinado 

ao crescimento e a produção de ramnolipídios. Na figura 5.10, é apresentada a 
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distribuição dos fluxos tanto do Parental quanto da T16 A. As taxas de crescimento 

calculadas a partir dos dados experimentais foram e 0,017 ± 0,001 e 0,027 ± 0,002 h-

1, já com o modelo, as taxas preditas foram 0,0023 e 0,047 h-1, para o Parental e a 

T16 A, respectivamente.  

 

Figura 5.10 Distribuição de fluxo em P. aeruginosa LBI 2A1, do Parental (Retângulos em linha sólida) 
e a T16 A (Retângulos em linha pontilhada), usando glicerol como fonte de carbono. Retângulos em 
linha sólida. Os fluxos estão expressos em mmol (g de biomassa livre de PHA) -1 h-1. 

A rota catabólica apresentou um fluxo maior em ambos casos, porém a 

População A apresenta o dobro do fluxo em comparação com o Parental. Já o fluxo 

que vai para gliconeogénese, é 3 vezes maior na População A, e consequentemente 

a predição do fluxo para a síntese da porção hidrofílica de ramnolipídico aumentou.  

Já foi descrito na literatura que um dos fatores limitantes na produção de 

ramnolipídios, é a síntese da porção hidrofílica, pois esta via metabólica está 

interligada com varias outras, por exemplo para a síntese de LPS ou para síntese de 

alginato (OLVERA et al., 1999; PHAM et al., 2004), que deveriam ser analisadas em 

termos de formação de produto para introduzir os dados no modelo e avaliar se 

deveriam ou não serem controladas.  

O ciclo do glioxilato não apresentou fluxos como esperado, e observam-se 

grandes perdas de carbono em forma de acetato o que indica que esta rota também 

deve ser controlada. A acetogênese ocorre quando o fluxo de carbono excede a 
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capacidade catabólica do ciclo do acido tricarboxilico e de outras vias metabólicas 

centrais; isto pode ocorrer quando o oxigênio é limitado (ELMANSI, 2004), como 

ocorreu neste caso, o oxigênio foi um nutriente limitante e controlado. 

5.5. CONCLUSÃO 

O experimento de evolução adaptativa permitiu melhorar o crescimento da 

linhagem P. aeruginosa LBI 2A1 ao utilizar glicerol como fonte de carbono. O aumento 

da velocidade máxima de crescimento no excesso de fonte de carbono permitiu que 

o micro-organismos consumisse mais rapidamente o glicerol e a fonte de nitrogênio, 

aumentando assim a produção de ramnolipídios.  

Considerando que o mutante da população A, T16A, atingiu simultaneamente 

uma taxa de crescimento maior do que o Parental, isto sugere que o carbono 

assimilado pela T16 A foi mais eficiente, o que permitiu de maneira indireta melhorar 

a performance do micro-organismo para produzir ramnolipídios.  
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6. CAPITULO 3 

PRODUÇÃO HETEROLOGA DE RAMNOLIPÍDIOS POR Pseudomonas 

fluorescens UTILIZANDO GLICEROL COMO FONTE DE CARBONO. 

6.1. INTRODUÇÃO  

Os ramnolipídios produzidos por P. aeruginosa, são os biossurfactantes mais 

estudados, pois apresentam uma atividade de superfície elevada e o rendimento de 

produção é alto em relação ao tempo de cultivo (ABDEL-MAWGOUD et al, 2011). 

Outro gênero bacteriano que possui várias representantes produtoras de 

ramnolipídios é Burkholderia, como B. thailandensis, B. plantarii, B. pseudomallei e 

B. mallei. No entanto este gênero tem sido mais estudado em relação á produção de 

ramnolipídios com vistas ao processo de infecção e não pelo interesse biotecnológico 

(TORIBIO et al., 2010).  

Bactérias de outros gêneros como Pseudoxanthomonas sp. PNK-04, 

Acinetobacter calcoaceticus, Enterobacter hormaechei, Pantoea stewartii e E. 

absuriae são espécies pouco comuns produtoras de ramnolipídios, e possuem a 

particularidade de terem sido isoladas de lugares com derramamento de petróleo 

(ROONEY et al., 2009; TORIBIO et al., 2010). 

A utilização de P. aeruginosa na produção de ramnolipídios em escala 

industrial é restringida devido a sua potencial patogenicidade, embora ainda seja um 

dos micro-organismos mais importantes e representativos devido ao seu elevado 

rendimento de produção de ramnolipídios (MULLER et al., 2011). Apesar de existirem 

estudos onde são utilizadas linhagens do gênero Pseudomonas não patogênicas 

produtoras de ramnolipídios (GUNTHER et al., 2005; ROONEY et al., 2009; SINGH 

et al., 2013; TULEVA et al., 2002), a P. aeruginosa é a linhagem com títulos mais altos 

(GIANI et al., 1997).  

Assim, a estratégia de usar cepas recombinantes é uma abordagem adequada 

para evitar patogenicidade e sistemas complexos de regulação metabólica (HENKEL 

et al., 2017). As linhagens de P. putida e E. coli destacam-se como hospedeiros 

heterólogos para a produção de ramnolipídios (CABRERA-VALLADARES et al. 2006; 

CHA et al. 2008; MULLER et al. 2012; OCHSNER et al. 1994; OCHSNER et al. 1995; 
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WANG et al., 2007; WITTGENS et al., 2011). Uma vantagem da produção em 

linhagens recombinantes é a possibilidade de dissociar a produção do crescimento e 

dos sistemas de regulação do QS (TISO et al., 2017; WITTGENS et al., 2011).  

Além disso, a utilização de novos substratos principalmente hidrofílicos diminui 

custos na purificação do ramnolipídio (HEYD et al., 2008). Muitos desses substratos 

podem ser obtidos a partir de resíduos agroindustriais, contribuindo ao 

desenvolvimento de um bioprocesso que se encaixa dentro do marco da economia 

circular (SENTHILKUMAR et al., 2020).  

A versatilidade catabólica que P. fluorescens apresenta, lhe confere um amplo 

status e potencial biotecnológico. Além disso, este micro-organismo é fácil de 

manipular geneticamente e pode ser aplicado a processos que requerem alta 

densidade celular, o que facilita abordagens de engenharia genética para aplicação 

na escala industrial (SQUIRES et al., 2004). O objetivo deste estudo é produzir 

ramnolipídios usando Pseudomonas fluorescens, utilizando glicerol como fonte de 

carbono, como estratégia sustentável para a produção destas biomoléculas.   

6.2. MATERIAL E MÉTODOS 

6.2.1 Micro-organismos 

Pseudomonas fluorescens DSM 50090, foi o micro-organismo utilizado para 

produção heteróloga de ramnolipídios. É proveniente da coleção de micro-

organismos de cultivos celulares do Instituto Leibniz. Foi acondicionado em tubos 

criogênicos contendo glicerol 20% e armazenado ultra-freezer à -80ºC.   

Pseudomonas putida KT2440 pSynPro_8o (Figura 6.1), que carrega o 

plasmídeo de interesse foi utilizada para extração do DNA plasmidico. Este micro-

organismo faz parte da coleção do Departamento de Engenharia de Bioprocessos da 

Universidade de Hohenheim. Foi utilizado também nos experimentos em frascos para 

comparar os resultados obtidos com P. fluorescens. 
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Figura 6.1 Mapa do plasmídeo pSynPro_8o que carrega os genes rhlAB para produção de 
ramnolipídios.  
 

6.2.2 Meios de cultivo 

6.2.2.1 Caldo lisogênico (Lysogenic Broth – LB) 

A composição dos meios utilizados para o pré-inóculo dos micro-organismos 

em (g/L): peptona - 5,0; extrato de carne - 3,0 (CN) e triptona – 10; extrato de levedura 

– 5,0 e NaCl – 10 (LB). 

6.2.2.2 Meio mineral SupM para o preinóculo  

O meio de cultivo utilizado para o preparo do inoculo dos cultivos (BEUKER et 

al., 2016), é composto por (g/L): NH4Cl – 1; Na2HPO4 – 4.4; KH2PO4 – 2 H2O – 

1.5 g L−1; MgSO4 ∙ 7 H2O – 0.2; CaCl2 ∙ 2 H2O – 0.02; FeCl3 – 0.006. O pH foi ajustado 

para 6,8 e foi adicionado 1 mL/L da solução de elementos traços (g/L): H3BO3 – 0.3; 

CoCl2 ∙ 6 H2O – 0.2; ZnSO4 ∙ 7 H2O – 0.1; MnCl2 ∙ 4 H2O – 0.03; CuCl2 ∙ 2 H2O – 0.01; 

Na2MoO4 ∙ 2 H2O – 0.03; NiCl2 ∙ 6 H2O – 0.02. O glicerol, empregado como fonte de 

carbono, foi utilizado na metade da concentração a ser utilizada no cultivo para 

produção de ramnolipídios.    

6.2.2.3 Meio mineral ModR 

Para a produção de ramnolipídios em frascos foi utilizado o meio utilizado por 

Beuker et al. (2016) (g/L): KH2PO4 – 22; MgSO4 ∙ 7 H2O – 1.4; C₆H₈O₇ – 0.87;  FeSO4 ∙ 

7 H2O – 0.01, o pH foi ajustado para 6.8. O volume e a composição da solução de 

elementos traços utilizados foram os mesmos descritos no item anterior.  
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A fonte de nitrogênio para os experimentos com variação de concentração de 

glicerol foi (NH4)2HPO4 – 2.6 g/L. Para estes experimentos, as concentrações de 

glicerol utilizadas foram: 5, 10 e 20 g/L.  

Para avaliar o efeito da fonte de nitrogênio, foram estudadas diferentes 

proporções C/N: 7, 12 e 36; a concentração de glicerol foi mantida constante (10g/L). 

As fontes de nitrogênio avaliadas foram (NH4)2HPO4, NH4Cl, NaNO3 e ureia.  

6.2.3 Transformação de P. fluorescens para produção de 

ramnolipídios 

6.2.3.1 Extração do plasmídeo 

O plasmídeo pSynPro_8o foi extraído com o kit InnuPREP Plasmid Mini Kit 2.0. 

O procedimento foi realizado de acordo com as instruções do manual do fabricante. 

Assim, 2 mL de cultura de células na fase exponencial foram centrifugadas a 12000 

rpm, 2 min, à temperatura ambiente. O sobrenadante foi descartado, e o plasmídeo 

foi extraído do sedimento da célula restante. As etapas de centrifugação foram 

realizadas a 11000 rpm. Finalmente, o pDNA foi eluído com 50 μL água livre de 

nucleases e armazenado a 4 ºC ou -20 ºC até ao processamento posterior. 

6.2.3.2 Determinação da concentração de pDNA 

A concentração de pDNA foi determinada através de NanoDrop (ND-1000, p 

Scientific, Waltham, US). Como branco foi realizado água livre de nucleases. 

Posteriormente, a medição foi realizada com 1,2 μL da solução de pDNA.  

6.2.3.3 Preparo de células eletrocompetentes de Pseudomonas fluorescens 

De um cultivo over-night P. fluorescens DSM 50090 em LB, foram transferidos 

2 mL para um frasco erlenmeyer de 1L contendo 200 mL de LB. As células foram 

cultivadas a 30ºC, 150 rpm até atingirem uma DO de 0,4. A suspensão foi centrifugada 

em tubos  falcon de 50 mL durante 10 min a 4.700 rpm. Posteriormente, o pellet de 

células foi lavado três vezes com uma solução de sacarose 0,3 M. Na primeira etapa 

com um volume de 100 mL e na segunda e terceira etapa com 50 mL. Finalmente, o 

pellet foi ressuspenso em 1,5 mL de sacarose 0,3 M em 15 % (v/v) de glicerol. As 

alíquotas com 50 μL e 100 μL foram armazenadas a -80 C. 

6.2.3.4 Dessalinização do DNA de plasmídeo 
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As soluções de DNA a serem utilizadas para transformação foram 

dessalinizadas antes da electroporação para atingir taxas de electroporação mais 

elevadas. Portanto, uma placa de petri livre de nucleases foi preenchida com água 

livre de nucleases e um filtro de membrana (0,025 μM, Merck Chemicals GmbH, 

Darmstadt, DE) foi colocado sobre a água. O pDNA foi aplicado à membrana e 

incubado durante 30 min à temperatura ambiente. Posteriormente, a solução foi 

cuidadosamente transferida para um tubo novo de 1,5 mL. 

6.2.3.5 Electroporação  

A electroporação foi realizada para a introdução de DNA plasmídeo nas 

células. As cubetas de electroporação (VWR International GmbH, Darmstadt, DE), 

foram armazenadas a -20 ºC durante pelo menos 20 minutos. Alíquotas congeladas 

a – 80ºC foram descongeladas em gelo durante 10 min. Após as células terem sido 

descongeladas. 2 μL de pDNA foram misturados com 50 µL de células 

electrocompetentes. A suspensão plasmídeo-bactérias foi transferida para a cubeta 

de electroporação. A cubeta foi colocada no electroporador (Eporator, Eppendorf AG, 

Hamburgo, DE).  

As células P. fluorescens foram electroporadas a 1500 V: Imediatamente após 

a electroporação, 950 μL meio LB foram adicionados às células, misturados bem 

pipetando 2 vezes. A suspensão foi transferida para um tubo falcon de 15 mL. As 

células de P. fluorescens foram incubadas a 30ºC, 120 rpm durante 4 h. Logo depois 

foram feitas diluições seriadas até 10-3 e foram plaquedas em meio Ágar Sangue com 

Tetraciclina, para a confirmação indireta da produção do biossurfactante, como 

controle negativo foi utilizada P. fluorescens selvagem. As placas foram incubadas à 

30ºC por 24 h, a confirmação foi realizada por detecção do halo de hemólise.  

6.2.4 Condições de cultivo 

6.2.5.1 Preparo do Inoculo 

O micro-organismo foi cultivado em frascos Erlenmeyer de 100 ml contendo 10 

mL de meio LB.  A incubação foi realizada em mesa agitadora, durante 24 horas à 

30ºC e 180 rpm.  Em seguida foram transferidos 1 mL do preinóculo para frascos de 

500 ml com 50 mL de SupM e incubado por 24 horas à 30ºC e 200 rpm.  

6.2.5.2 Produção de Ramnolipídios em frasco 
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Foram conduzidos experimentos em frascos Erlenmeyer de 1 L para avaliar a 

cinética de crescimento, produção de ramnolipídios e consumo da fonte de carbono 

por parte dos micro-organismos. Do inoculo crescido em SupM foi mensurado a 

densidade óptica (D.O) à 600nm e a densidade óptica inicial do inoculo foi 

padronizada para 0,1. O inoculo foi transferido para os frascos de 1L, contendo de 

100 mL de meio ModR. O cultivo foi mantido em mesa agitadora à 200 rpm, 37°C 

durante 96 horas. Cada cultivo foi feito em triplicata. 

As fontes de nitrogênio avaliadas foram (NH4)2HPO4, NH4Cl, NaNO3 e ureia. A 

proporção C/N foi avaliada concentração de glicerol foi mantida constante, 10g/L. 

6.2.6 Métodos Analíticos 

6.2.6.1 Processamento das amostras 

Foram retiradas amostradas de 5 mL, do quais 1 mL foi utilizado para avaliar o 

crescimento microbiano medindo a D.O. à 600 nm, os 4 mL restantes foram 

centrifugados à 4700 rpm, 4ºC e 20 min para que ocorresse separação das 2 fases: 

células / fase aquosa.  

6.2.6.2 Avaliação da produção de ramnolipídios  

Extração de ramnolipídios 

Á uma alíquota de 2 ml da fase aquosa adicionou-se 20 μl de H3PO4 85% (v/v) 

(1:100), foram adicionados 2,5 mL de acetato de etila (1,25:1) e centrifugou-se à 4700 

rpm, 4ºC e 15 min. Das duas fases obtidas, 1,5 mL da fase superior foi separada e o 

procedimento de extração foi repetido com a fase inferior. Após a extração o solvente 

foi evaporado em uma centrifuga à vácuo por 40 min, à 40ºC e 10 mbar. O 

ramnolipídio foi ressuspenso em acetonitrila.  

Derivatização dos ramnolipídios 

Para a derivatização foi utilizado 90 µL de amostra, foi adicionado 40 μL de 

uma solução 1:1 de brometo de 4-bromofenacil 135 mM e trietilamina 67,5 mM, 

ambos em acetonitrila e foi adicionado 270µL com acetonitrila. A diluição apropriada 

da amostra foi realizada em acetonitrila. A derivatização foi feita durante 1,5 h à 60ºC 

e 1400 rpm, em um aquecedor de bloco seco (Thermomixer comfort, Eppendorf AG). 
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Determinação da produção de Ramnolipídios – Cromatografia em 

Camada Delgada de Alta eficiência (HTPLC) 

A HPTLC foi realizada utilizando placas de sílica-gel 60 com indicador de 

fluorescência 254 nm. A amostra foi aplicada nas placas utilizando o aplicador 

automático de TLC (ATS 4). Em cada placa foi aplicado: 0,5 µL; 1 µL; 5 µL; 10 µL do 

padrão de di-ramnolipidio (RL3) para realizar a curva padrão de 0,125 - 3,75µg de 

ramnolipídio, 5 µL de mono-ramnolipidio (RL1) como controle e 0,5-8 µL das amostras 

a serem analisadas. Para o desenvolvimento da cromatografia foi utilizada uma cuba 

de desenvolvimento automático (ADC2), utilizando 35 mL de fase móvel: 

Isopropilacetato, etanol, água, ácido acético glacial (32:5:2,5:1), 25 mL para 

saturação e 10 mL para desenvolvimento da cromatografia. Para a avaliação e analise 

dos resultados por utilizado o documentador TLC Visualizer 2 a 245 nm. E a varredura 

dos picos foi realizada a 263 nm utilizando o TLC Scanner 4.  

6.2.6.3 Quantificação da fonte de nitrogênio  

O consumo das fontes de nitrogênio foi determinado por método enzimático, 

utilizando kit da Megazyme K-GCROL 08/18. O procedimento foi realizado de acordo 

com as instruções do manual do fabricante para analise em microplaca.   

6.2.7 Análise estatística 

Foi analisada a normalidade dos dados com a prova Shapiro wilk (α= 0,05).  

Aplicou-se uma prova paramétrica (ANOVA, α=0,05) para avaliar se existem 

diferenças entre as médias dos tratamentos. Por fim, para comparar entre quais 

tratamento existem diferenças, foi aplicada o test de Tukey-Kramer (Key-Kr). Foi 

utilizado o software R (versão 3.2.0). 

6.3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

6.3.1 Confirmação da transformação 

Com o objetivo de confirmar o processo de transformação de P. fluorescens, o 

micro-organismo foi plaqueado em ágar sangue para verificar a hemólise como um 

indicador indireto da produção de biossurfactantes. Foram selecionadas varias 

colônias e plaqueadas pelo método de estriamento para visualizar de forma mais clara 

a formação do halo de hemólise (Figura 6.2). 
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Figura 6.2 Confirmação da transformação, P. fluorescens em ágar sangue. A) P. fluorescens 
DSM50090, linhagem selvagem; B) P. fluorescens DSM50090 pSynPro_8o. 

 

Na literatura são descritos três tipos de hemólise: α, β, e γ. A hemólise alfa (α) 

ocorre quando uma a coloração esverdeada é produzida em torno da colónia. A 

hemólise Beta (β) ocorre quando um halo mais claro é produzido ao redor da colónia, 

enquanto Hemólise gama (γ) ocorre quando não há alteração da coloração da colônia 

ou aparição de halo (RASHEDI et al., 2005b).  

A atividade hemolítica é uma das etapas iniciais utilizadas para a seleção de 

micro-organismos produtores de biossurfactantes (ABDEL-MAWGOUD et al., 2010). 

Atividade hemolítica de alguns biossurfactantes encontra-se associada à propriedade 

anfifílica destas moléculas, desestabilizando as membranas e causando lise dos 

glóbulos vermelhos presentes no meio. Na figura 6.2 A, é apresentada a cultura de 

P. fluorescens selvagem, observa-se a ausência de halos ao redor da colônia, e a 

coloração da mesma não é esverdeada o que indica, que esta linhagem apresenta 

uma γ Hemólise. Em contraste como o observado nas colônias transformadas (Figura 

6.2 B), que apresentam um halo claro, evidenciando uma β hemólise, o que indica 

indiretamente a produção de ramnolipídios. 

O plasmídeo utilizado, pSynPro_8o optimizado para a expressão do operon 

rhlAB foi idealizado por Wittgens (2013). Para isso foi construída uma biblioteca de  

sequências de promotores, foram utilizados nucleotídeos aleatórios para a construção 

do Promotor syn (Psyn) fora das regiões conservadas, cada variante do promotor tinha 

uma sequência diferente, portanto a expressão do operon rhlAB na variante do  

pSynPro8 resultou em concentrações mais altas mono-ramnolípidio em comparação 
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com outro vector, pVLT31_rhlAB, também utilizado para produzir ramnolipídios com 

P. putida (WITTGENS et al., 2011).  

6.3.2 Produção de ramnolipídios por P. fluorescens e P. putida  

utilizando glicerol como fonte de carbono. 

Para fazer uma avaliação inicial do desempenho da linhagem transformada, foi 

realizado um cultivo com P. fluorescens e P. putida empregando três concentrações 

diferentes de glicerol e foram comparados a produção de ramnolipídio, o crescimento 

microbiano e o consumo de fonte de carbono. Nas três concentrações de glicerol 

avaliadas nenhum dos dois micro-organismos consumiu totalmente a fonte de 

carbono (Figuras 6.3 e 6.4). 

 

Figura 6.3 Cinética dos cultivos de P. fluorescens utilizando A) 5; B) 10; C) 20 g/L de glicerol. (30 °C, 
200 rpm, pH inicial 6,8) 
 

No caso de P. fluorescens, a fase exponencial foi prolongada até 36 horas nas 

três concentrações de glicerol. E a bactéria consumiu a fonte de carbono em mais de 

90%. Nos cultivos realizados nas concentrações mais altas de glicerol (10 e 20 g/L), 

P. fluorescens consumiu de forma mais rápida a fonte de carbono nas primeiras 48 h, 

já no cultivo de menor concentração de glicerol a desaceleração aconteceu depois de 

60 h. 
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A partir das 6 h de cultivo foi detectada produção de ramnolipídios. Os títulos 

mais altos de produção de biossurfactante nos cultivos realizados em 5, 10 e 20 g/L 

com P. fluorescens, foram 0,270, 0,620 e 0,580 g/L de ramnolipídios, 

respectivamente. Em todos os casos, uma vez atingida a concentração máxima de 

ramnolipídios e a D.O600nm máxima, esses valores mantiveram-se estáveis. A 

produção de ramnolipídio por P. putida foi maior, atingindo títulos de 0,470, 0,810 e 

0,700 g/L de ramnolipídio nas três concentrações de glicerol avaliadas, 5, 10 e 20 g/L, 

respectivamente.  

P. putida desacelerou o consumo de glicerol depois de 36 h, no cultivo com 10 

e 20 g/L, já com 5 g/L, essa desaceleração aconteceu só a partir das 48 h. O micro-

organismo consumiu 60, 58, 55% da fonte carbono, nos cultivos com 5, 10 e 20 g/L 

de glicerol respectivamente. Usando 10 e 20 g/L de glicerol, o crescimento de P. 

putida foi significativamente mais baixo que o de P. fluorescens.  

 

 

Figura 6.4 Cinética dos cultivos de P. putida A) 5; B) 10; C) 20 g/L de glicerol. (30 °C, 200 rpm, pH 
inicial 6,8) 

 

A velocidade especifica de crescimento é um parâmetro importante a ser 

controlado durante um cultivo, pois representa o comportamento dinâmico dos micro-

organismos. O uso da taxa específica de crescimento como parâmetro de controle 
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implica que o substrato está presente em quantidades suficientes e, portanto, pode 

atuar como uma ferramenta indireta para o controle do ambiente extracelular 

(SRIVASTAVA & GUPTA, 2011). A velocidade específica de crescimento em P. 

fluorescens e P. putida apresentou um comportamento similar em todas condições, 

entre as 12 e 48 h de cultivo, observa-se diminuição na velocidade específica de 

crescimento conforme o micro-organismo entrava na fase estacionária, porém os 

valores de µ observados são maiores para P. fluorescens (Figura 6.5).  

Utilizando 5 g/L, P. putida apresentou uma diminuição nessa velocidade pois 

entrou na fase estacionária depois de 24 h. Já foi reportado que a velocidade de 

crescimento máxima de P. putida utilizando glicerol como substrato diminui em 

comparação com outros substratos como succinato (NIKEL et al., 2014) e que a 

concentração também é um fator limitante, contrario ao que já foi descrito para P. 

fluorescens que apresenta uma µmax alta utilizando glicerol como fonte de carbono, 

resultado comparável ao obtido utilizando succinato (LIU et al., 2017). 

 

 

 
Figura 6.5 Velocidade específica de crescimento de A) P. fluorescens; B) P. putida utilizando glicerol 
como fonte de carbono. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

Os valores mais altos de Yp/s nos cultivos de P. fluorescens e P. putida foram 

obtidos empregando 10 g/L e 5 g/L de glicerol, respectivamente (Tabela 6.1). Para P. 

fluorescens a produção máxima foi de 0,62 g/L de ramnolipídio depois de 48 h de 

cultivo, e o rendimento máximo alcançado, Yp/s de 0,086 g/L. Já, a produção do 

biossurfactante com P. putida foi maior, foram obtidos 0,810 g/L de ramnolipídio, junto 

com um rendimento Yp/s de 0,148, ambos atingidos após 36 h de cultivo.  
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Tabela 6.1. Comparação das fermentações com P. fluorescens e P. putida, utilizando 5 – 10 – 20 g/L 
de glicerol em termos de Rendimento produto/substrato (Yp/s). 

 Y P/S 

 P. fluorescens P. putida 

5 G/L 0,059 ± 0,009 0,148 ± 0,012* 

10 G/L 0,085 ± 0,014* 0,140 ± 0,010 

20 G/L 0,034 ± 0,008 0,082 ± 0,009 

 

6.3.3 Influencia da fonte de nitrogênio na produção de ramnolipídios. 

O efeito das fontes de nitrogênio e carbono sobre vários aspectos metabólicos 

de Pseudomonas fluorescens tem sido estudado, no comportamento de crescimento 

(PEIGHAMY et al., 2007; KOCHE et al., 2012; ROCA & OLSSON, 2001) e a produção 

de metabólitos como a proteinase (FAIRBAIRN et al., 1987), a lipase (MAKHZOUM 

et al., 1995) e o alginato (ERTESVAG et al., 2017) que é um metabólito estreitamente 

relacionado ao metabolismo do precursor hidrofílico necessário para os ramnolipídios. 

A superexpressão do operon rhlAB em P. fluorescens levou a produção de 

ramnolipídios de forma heteróloga quando cultivada em condições de limitação de 

nitrogênio (OCHSNER et al. 1995). Nessa bactéria, uma quantidade baixa, de 

ramnolipídios foram produzidos (entre 10 e 25% desse produzido pela P. aeruginosa), 

mas o fator limitante na sua produção não foi determinado (OCHSNER et al. 1995). 

Com base nos resultados anteriores, foram realizados cultivos com P. fluorescens 

avaliando diferentes fontes nitrogênio que têm sido reportadas na literatura para 

produção de ramnolipídios.   

Na figura 6.6 são apresentados os resultados de produção de ramnolipídios, 

crescimento e consumo de glicerol por P. fluorescens utilizando (NH4)2HPO4 como 

fonte de nitrogênio, em diferentes proporções de C/N. A síntese de ramnolipídios foi 

detectada a partir das 6 horas de cultivo, o maior título de ramnolipídios foi obtido na 

proporção C/N 7 (Figura 6.6 a), levando a 0,62 g/L de ramnolipídios, e 7,5 de D.O600nm 

(Figura 6.6 b). O consumo da fonte de carbono melhorou conforme a proporção C/N 

diminuiu, sendo que na proporção C/N de 7, o micro-organismo consumiu quase 98% 

da fonte de carbono (Figura 6.6 c). A proporção C/N 35 interferiu negativamente de 

forma significativa no desempenho do micro-organismo, o seu crescimento, produção 

de ramnolipídio e no consumo de glicerol. 
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Figura 6.6 Influencia da proporção C/N no cultivo de P. fluorescens utilizando (NH4)2HPO4 como fonte 
de nitrogênio. A) Produção de ramnolipídios; B) Crescimento celular; C) Consumo de glicerol. (30 °C, 
200 rpm, pH inicial 6,8) 
 

Quando NH4Cl, foi utilizado como fonte de nitrogênio, a maior produção de 

ramnolipídios aconteceu depois das 36 h em todas as proporções C/N. A maior 

produção de ramnolipídios foi observada com a proporção C/N de 35 (Figura 6.7a), 

levando a 0,41 g/L de ramnolipídios. Não houve diferenças significativas na produção 

de ramnolipídios nas três condições avaliadas, utilizando esta fonte de nitrogênio. 

Em um dos poucos estudos em que é reportada uma linhagem de P. 

fluorescens produtora de biossurfactantes do tipo ramnolipídico de forma natural, foi 

avaliada a influência a fonte de nitrogênio e da proporção C/N na produção do 

biossurfactante (ABOUSEOUD et al., 2008). Os sais de amônia na forma de NH4Cl 

favoreceram o crescimento, mas não na produção de biossurfactantes, um padrão 

parecido foi observado na linhagem avaliada neste estudo, a proporção de C/N não 

interferiu no crescimento celular, atingindo uma D.O600nm máxima de 4,5, 3,5 e 3,8 

(C/N 7, 21 e 35, respectivamente). Adicionalmente, o consumo de fonte de carbono 

foi similar nas três condições avaliadas (Figura 6.7c).   
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Figura 6.7 Influencia da proporção C/N no cultivo de P. fluorescens utilizando NH4Cl como fonte de 
nitrogênio. A) Produção de ramnolipídios; B) Crescimento celular; C) Consumo de glicerol. (30 °C, 200 
rpm, pH inicial 6,8) 
 

Nos cultivos realizados com ureia, nas proporções C/N 21 e 35 P. fluorescens 

consumiu só 60% da fonte de carbono. Sob estas condições, a produção de 

ramnolipídio apresentou um padrão parecido nos dois cultivos, foram obtidos 1,58 e 

1,53 g/L de ramnolipídios depois de 48 h, respectivamente. Já quando foi utilizada a 

proporção C/N 7, o crescimento celular (D.O600nm) foi maior, porém a concentração 

de ramnolipídios foi a mais baixa, 0,79 g/L (Figura 6.8a).  
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Figura 6.8 Influencia da proporção C/N no cultivo de P. fluorescens utilizando ureia como fonte de 
nitrogênio. A) Produção de ramnolipídios; B) Crescimento celular; C) Consumo de glicerol. (30 °C, 200 
rpm, pH inicial 6,8) 
 
 

Com a ultima fonte de nitrogênio avaliada, NaNO3, o micro-organismo cresceu 

mais rapidamente no estágio inicial do cultivo, a densidade óptica aumentou 

rapidamente durante as primeiras 36 h. A produção máxima de ramnolipídio atingida 

no cultivo com proporção C/N 35 nas 48 h foi de 1,65 g/L, foi 1,47 e 1,25 vezes maior 

do que o obtido nas menores proporções de C/N testadas 7 e 21, respectivamente 

(Figura 6.9a). A proporção de C/N não interferiu no crescimento celular, assim como 

o consumo de fonte de carbono foi similar nas três condições avaliadas (Figura 6.9b-

c).  
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Figura 6.9 Influencia da proporção C/N no cultivo de P. fluorescens utilizando NaNO3 como fonte de 
nitrogênio.  A) Produção de ramnolipídios; B) Crescimento celular; C) Consumo de glicerol. (30 °C, 200 
rpm, pH inicial 6,8) 
 

 

Mulligan & Gibbs (1989) estabeleceram uma relação direta entre o 

metabolismo do nitrogênio e a produção de biossurfactantes por Pseudomonas 

aeruginosa. O sistema de dois componentes NtrBC acoplado ao CbrAB está 

relacionado com a regulação da utilização de fontes de nitrogênio em P. fluorescens 

(Zhang et al., 2008). Em ambas bactérias, a regulação da síntese de alginato está 

relacionada com ao NtrC.  

NtrC foi descrito como um regulador importante de nitrogênio e Hervás et al. 

(2020) sugerem que ele não só ativa vias para a assimilação de fontes alternativas 

de nitrogênio, mas também reprime o catabolismo de carbono sob condições 

limitadas de nitrogênio, possivelmente para evitar o fluxo excessivo de carbono e 

energia na célula em P. putida.  

Sob condições de limitação de nitrogênio o fluxo do carbono pode ser 

direcionado para a conversão de fructose-6-fosfato (F6P) em glicose-6-fosfato (G6P) 

(LIEN et al., 2013)., e depois para glicose-1-fosfato (G1P), que seria o primeiro passo 

para começar a cascata de expressão do operon rmlBCAD, que são os genes 
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encarregados da síntese dos precursores da porção hidrofílica de ramnolipídios, 

dTDP–L–ramnose. Isso explica os resultados obtidos nos cultivos realizados com 

ureia e NaNO3 onde quanto maior a proporção de C/N, houve maior produção de 

ramnolipídio. 

Por outro lado, sob condições de limitação de nitrogênio, também foi descrita 

a regulação, dependente de NtrC, de um conjunto de genes envolvidos no acúmulo 

de polímeros de armazenamento de carbono, tais como poli-hidroxialcanoatos 

(PHAs) (HERVÁS et al., 2008). Estudos relatam que quando os níveis de fonte de 

nitrogênio são limitados, as bactérias aumentam a atividade da PHA sintase, a enzima 

responsável pela produção de PHA (REHM & STEINBÜCHEL,1999). As vias 

metabólicas envolvidas na produção de PHA, são as mesmas relacionadas à síntese 

da porção hidrofóbica dos ramnolipídios. 

Os rendimentos de produção de ramnolipídio em relação ao substrato (g/g) são 

apresentados na figura 6.10. A fonte de nitrogênio influenciou nos rendimentos do 

micro-organismo, assim como a proporção C/N também apresentou uma influência 

dependendo da fonte de nitrogênio utilizada.  

 

 

Figura 6.10 Comparação dos rendimentos de produto em relação ao substrato (g/g) com as fontes de 
nitrogênio avaliadas nas diferentes proporções de C/N utilizadas. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

Com NH4Cl como fonte de nitrogênio a proporção de C/N não teve um efeito 

significativo no rendimento de produção Yp/s.. O contrario foi observado nos cultivos 
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realizados com (NH4)2HPO4, ureia e NaNO3, onde a Yp/s aumentou à medida que 

houve aumento da C/N. O melhor rendimento de conversão p/s foi obtido com NaNO3 

e o mais baixo com (NH4)2HPO4. 

Em um estudo realizado com P. aeruginosa, o uso de nitrato em uma proporção 

C/N de 55 apresentou melhor produção do que o uso de amônia na mesma proporção 

C/N, glicerol como fonte de carbono. Esse resultado condiz com o que foi observada 

neste estudo, pois, o valor de Yp/s mais alto foi observado com NaNO3 (0,364) como 

fonte nitrogênio na proporção C/N 35, esse valor é 4,26 vezes maior do que o 

observado na condição inicial utilizando (NH4)2HPO4. Este resultado pode ser 

explicado pelo fato de que o nitrato sofre primeiro uma redução para a amônia e a 

assimilação pelo metabolismo do glutamina-glutamato. Isto significa que a 

assimilação do nitrato como fonte de nitrogênio é tão lenta que simularia uma 

condição de limitação do nitrogênio (RASHEDI et al., 2006). 

6.4. CONCLUSÕES 

P. fluorescens é apresentada como um possível candidato para produção 

heteróloga de ramnolipídios com o plasmídeo utilizado. Como estratégia de 

otimização, uma visão a nível molecular poderia valer a pena, devido a robustez 

metabólica deste micro-organismo.  

Com o fim de obter altas concentrações de ramnolipídios, é necessário otimizar 

as condições do cultivo. Os resultados apresentados mostraram que o nitrato é mais 

eficaz no produção de ramnolipídios do que sais de amônia e ureia. A variação na 

concentração na fonte de carbono teve influência na produção assim como a fonte de 

nitrogênio. Utilizando glicerol como fonte de carbono e NaNO3 como fonte de 

nitrogênio, na proporção C/N 35, favoreceram o aumento na produção do 

biossurfactante. 

Uma estratégia importante seria também determinar outros fatores que 

influenciam a produção de biomassa, bem como a produção de ramnolipídios, e 

devem ser realizadas mais experimentos com componentes do meio, por exemplo, a 

influência de microelementos e do fosfato.   
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7. CAPITULO 4 

BIOCONVERSÃO DE AÇUCARES PRESENTES EM HIDROLISADOS DE 

BIOMASSA PARA A PRODUÇÃO DE RAMNOLIPÍDIOS POR 

Pseudomonas fluorescens 

7.1. INTRODUÇÃO 

Devido à quantidade finita de combustíveis fósseis do mundo, a necessidade 

de encontrar fontes renováveis para geração de energia e de produtos químicos de 

valor agregado está se tornando cada vez mais importante. Para tratar esta questão, 

muitas pesquisas estão sendo dirigidas para encontrar novas estratégias compatíveis 

com este conceito da bioeconomia na conversão da biomassa celulósica de plantas 

(HOOD et al., 2011; LINGER et al., 2014) .  

A valorização dos principais componentes da lignocelulose, incluindo lignina, 

celulose e hemicelulose, é fundamental para o fortalecimento da bioeconomia. Um 

dos desafios para a utilização biológica simultânea dos açúcares presentes na 

biomassa é encontrar micro-organismos robustos que possam não apenas utilizar os 

açúcares hexoses, como glicose, mas também as pentoses, como xilose, 

encontrados na celulose e hemicelulose (NAIK et al., 2010). Por exemplo o bagaço 

de cana de açúcar é composto por aproximadamente 25% de xilose (LINGER et al., 

2014). Ao mesmo tempo estes micro-organismos devem ter a capacidade de 

aproveitar os ácidos orgânicos e compostos aromáticos encontrados na hemicelulose 

e lignina despolimerizada (DAVIS et al., 2013).  

A maioria dos micro-organismos utilizados em engenharia metabólica e 

biologia sintética são capazes de consumir glicose, alguns tem a capacidade de 

consumir outros açúcares hidrolisados e compostos derivados da lignina (DE 

GONZALO et al., 2016). Porém, poucos micro-organismos conseguem utilizar todas 

as fontes de carbono presentes na biomassa lignocelulósica sem serem inibidos 

(KUMAR et al., 2009).  

Um dos micro-organismos mais estudados para produção heteróloga de 

ramnolipídios (TISO et al., 2016) e outros produtos de interesse industrial 
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(LOESCHCKE et al., 2015), Pseudomonas putida, possui uma limitação na utilização 

e co-utilização das cinco fontes de carbono principais da biomassa hidrolisada: 

glicose da celulose; D-xilose, L-arabinose e acido acético de hemicelulose; e acido p-

cumárico provenientes da lignina (ELMORE et al., 2020). Esta limitação aumenta os 

passos necessários no bioprocesso, pois uma grande quantidade de enzimas é 

necessária para incialmente conseguir a assimilação do substrato para sintetizar de 

forma subsequente o produto alvo por meio da expressão heteróloga.  

Uma alternativa é o uso de micro-organismos que já possuem a maquinaria 

necessária para a utilização destes compostos. Vários estudos demonstram a 

plasticidade metabólica de Pseudomonas fluorescens para utilizar hexoses e 

pentoses como fonte de carbono para a produção de metabolitos de interesse 

industrial (AREMU et al., 2010; KULKARNI & GADRE, 2002; SLININGER & SHEA-

WILBUR, 1995; SUN et al., 2012). Além disso, já foram descritas enzimas produzidas 

por bactérias desta espécie, que catalisam as reações envolvidas na hidrolise de 

lignina (YIN et al., 2010; RAHMANPOUR & BUGG, 2015) e no metabolismo dos 

compostos presentes na lignina, como os ácidos p-cumarico, m-cumarico e ferulico 

(GHOSH et al., 2019; RUZZI et al., 1997). 

Esta bactéria possui uma maquinaria metabólica que a torna excepcionalmente 

adequada para obter altos níveis de expressão, assim como tolera uma ampla gama 

de condições e é capaz de utilizar muitos substratos pouco comuns (RETALLACK et 

a., 2012). Além disso, os procedimentos de recuperação e purificação depois do 

processo com P. fluorescens são padrão e consistentes com os empregados com 

outros organismos utilizados na indústria para expressão heteróloga, como E. coli 

(SQUIRES et al., 2004).   

Embora P. fluorescens tenha sido considerada há muito tempo como um 

organismo metabolicamente diverso, versátil e não patogênico, até agora não foi 

seriamente considerado como um hospedeiro para a produção de ramnolipídios de 

forma heteróloga. Os ramnolipídios, são biossurfactantes e são classificados como 

glicolipídios, apresentam propriedades físico-químicas que lhes conferem uma alta 

aplicabilidade na indústria (ABDEL- MAWGOUD et al., 2011). No entanto, a produção 

destes biossurfactantes, está sendo encaminhada à processos heterólogos pois o 

maior produtor natural, P. aeruginosa é um patógeno oportunista.  
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Os custos de produção em grande escala deste metabolito ainda são pouco 

competitivos na indústria; assim a busca de substratos alternativos para a redução de 

custos aparece como uma estratégia viável (DHANARAJAN & SEN, 2014; CHONG & 

LI, 2018). O objetivo deste estudo foi produzir ramnolipídios de forma heteróloga 

usando Pseudomonas fluorescentes a partir de açucares presentes em diferentes 

tipos de biomassa hidrolisada. 

7.2. MATERIAL E MÉTODOS 

7.2.1 Micro-organismos 

Pseudomonas fluorescens DSM 50090 pSynPro_8o, foi o micro-organismo 

utilizado para produção heteróloga de ramnolipídios. É proveniente da coleção de 

micro-organismos de cultivos celulares do Instituto Leibniz. Foi acondicionado em 

tubos criogênicos contendo glicerol 20% e armazenado ultra-freezer à -80ºC.   

7.2.2 Meios de cultura 

7.2.2.1 Caldo lisogênico (Lysogenic Broth LB) 

A composição dos meios utilizados para o preinóculo dos micro-organismos 

em (g/L): peptona - 5,0; extrato de carne - 3,0 (CN) e triptona – 10; extrato de levedura 

– 5,0 e NaCl – 10 (LB). 

7.2.2.2 Meio mineral SupM para o pré-inóculo 

O meio de cultura utilizado para o preparo do inóculo dos cultivos (BEUKER et 

al., 2016), era composto por (g/L): Na2HPO4 – 4.4 ; KH2PO4 – 2 H2O – 1.5 g L−1; 

MgSO4 ∙ 7 H2O – 0.2; CaCl2 ∙ 2 H2O – 0.02; FeCl3 – 0.006. O pH foi ajustado para 6,8 

e foi adicionado 1 mL/L da solução de elementos traços (g/L): H3BO3 – 0.3; CoCl2 ∙ 6 

H2O – 0.2; ZnSO4 ∙ 7 H2O – 0.1; MnCl2 ∙ 4 H2O – 0.03; CuCl2 ∙ 2 H2O – 0.01; 

Na2MoO4 ∙ 2 H2O – 0.03; NiCl2 ∙ 6 H2O – 0.02. Como fonte de carbono foi utilizado 

arabinose, glicose, manose e/ou xilose, na metade da concentração utilizada no 

cultivo para produção de ramnolipídios.  

7.2.2.3 Meio mineral ModR 

Para a produção de ramnolipídios em frascos foi utilizado o meio utilizado por 

Beuker et al. (2016) (g/L): (NH4)2HPO4 – 2.6; KH2PO4 – 22; MgSO4 ∙ 7 H2O – 1.4; 
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C₆H₈O₇ – 0.87;  FeSO4 ∙ 7 H2O – 0.01, o pH foi ajustado para 6.8. O volume e a 

composição da solução de elementos traços utilizados foram os mesmos descritos no 

item anterior. Arabinose, glicose, manose e/ou xilose foram utilizados como fonte de 

carbono. Foram realizados três experimentos: um experimento inicial com 10 g/L de 

cada açúcar; um segundo onde foram utilizados todos os açúcares no meio, cada um 

na concentração de 2,5 g/L e finalmente foi simulada a composição de quatro tipos 

de biomassa hidrolisada, as concentrações dos açúcares são apresentadas na tabela 

7.1. O volume e a composição da solução de elementos traços utilizados foram os 

mesmos descritos no item anterior.  

Tabela 7.1 Concentração da fonte de carbono dos meios de cultivo simulando a composição de 
biomassa hidrolisada. Baseado em Hood et al. (2012). 

TIPO DE BIOMASSA 
CONCENTRAÇÃO DOS AÇÚCARES (G/L) 

Arabinos
e 

Glicos
e 

Manos
e 

Xilose 

Resíduo da agricultura (bagaço de cana de açúcar) 
(ra) 

0,92 0,55 N/A 8,51 

Cultivo energético (Mischantus) (ce) 0,20 7,50 N/A 2,30 
Cultivo de madeira (abeto) (cm) N/A 7,20 2,2 0,60 

N/A: não aplica 

  

7.2.3 Condições de cultivo 

7.2.3.1 Preparo do Inoculo 

O micro-organismo foi cultivado em frascos Erlenmeyer de 100 ml contendo 10 

mL de meio LB.  A incubação foi realizada em mesa agitadora, durante 24 horas à 

30ºC e 180 rpm.  Em seguida foram transferidos 1 mL do pré-inóculo para frascos de 

500 ml com 50 mL de SupM e incubado por 24 horas à 30ºC e 200 rpm.  

7.2.3.2 Produção de Ramnolipídios em frasco 

Foram conduzidos experimentos em frascos Erlenmeyer de 1 L para avaliar a 

cinética de crescimento, produção de ramnolipídios e consumo da fonte de carbono 

por parte dos micro-organismos. Do inoculo crescido em SupM foi medida a 

densidade óptica (D.O) à 600nm, sendo a densidade óptica inicial do inoculo 

padronizada para 0,1. O inóculo foi transferido para os frascos de 1L, contendo 100 

mL de meio ModR. O cultivo foi mantido em mesa agitadora à 200 rpm, 37°C durante 

96 horas. Cada cultivo foi feito em triplicata. 
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7.2.4 Métodos Analíticos 

7.2.4.1 Processamento das amostras 

Foram retiradas amostradas de 5 mL, das quais 1 mL foi utilizado para avaliar 

o crescimento microbiano medindo a D.O. à 600 nm, 3 mL restantes foram 

centrifugados à 4700 rpm, 4ºC e 20 min para que ocorresse separação das 2 fases: 

células / fase aquosa, destinados para a quantificação de ramnolipídios e fonte de 

carbono. E 1 mL foi utilizado para quantificar alginato, como descrito a seguir.   

7.2.4.2 Avaliação da produção de ramnolipídios  

Extração de ramnolipídios 

Á uma alíquota de 2 ml da fase aquosa adicionou-se 20 μL de H3PO4 85% (v/v) 

(1:100), foram adicionados 2,5 mL de acetato de etila (1,25:1) e centrifugou-se à 4700 

rpm, 4ºC e 15 min. Das duas fases obtidas, 1,5 mL da fase superior foi separada e o 

procedimento de extração foi repetido com a fase inferior. Após a extração o solvente 

foi evaporado em uma centrifuga à vácuo por 40 min, à 40ºC e 10 mbar. O 

ramnolipídio foi ressuspenso em acetonitrila.  

Derivatização dos ramnolipídios 

Para a derivatização foi utilizado 90 µL de amostra, foi adicionado 40 μL de 

uma solução 1:1 de brometo de 4-bromofenacil 135 mM e trietilamina 67,5 mM, 

ambos em acetonitrila e foi adicionado 270µL com acetonitrila. A diluição apropriada 

da amostra foi realizada em acetonitrila. A derivatização foi feita durante 1,5 h à 60ºC 

e 1400 rpm, em um aquecedor de bloco seco (Thermomixer comfort, Eppendorf AG). 

Determinação da produção de Ramnolipídios – Cromatografia em 

Camada Delgada de Alta eficiência (HPTLC) 

A HPTLC foi realizada utilizando placas de sílica-gel 60 com indicador de 

fluorescência 254 nm. A amostra foi aplicada nas placas utilizando o aplicador 

automático de TLC (ATS 4). Em cada placa foi aplicado: 0,5 µL; 1 µL; 5 µL; 10 µL do 

padrão de di-ramnolipidio (RL3) para realizar a curva padrão de 0,125 - 3,75µg de 

ramnolipídio, 5 µL de mono-ramnolipidio (RL1) como controle e 0,5-8 µL das amostras 

a serem analisadas. Para o desenvolvimento da cromatografia foi utilizada uma cuba 

de desenvolvimento automático (ADC2), utilizando 35 mL de fase móvel: 

Isopropilacetato, etanol, água, ácido acético glacial (32:5:2,5:1), sendo 25 mL para 
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saturação, e 10 mL para desenvolvimento da cromatografia. Para a avaliação e 

analise dos resultados por utilizado o documentador TLC Visualizer 2 a 245 nm. E a 

varredura dos picos foi realizada a 263 nm utilizando o TLC Scanner 4.  

7.2.4.3 Quantificação da fonte de carbono  

O consumo dos açucares foi determinado por método enzimático, utilizando os 

kit da Megazyme. Para arabinose foi utilizado o kit K-ARAB, para glicose e manose o 

kit utilizado foi K-MANGL e para quantificação de xilose foi utilizado K-XYLOSE. O 

procedimento foi realizado de acordo com as instruções do manual do fabricante para 

analise em microplaca.  

7.2.4.4 Quantificação de alginato  

O alginato foi extraído como descrito por Limoli et al. (2017). A amostra foi 

misturada com o mesmo volume de 0,85% de solução salina e centrifugada a 12000 

rpm x 10 min. O sobrenadante foi misturado com  2% de cloreto de cetilpiridínio (1:1), 

agitado por 5 min e  o alginato precipitado foi coletado por centrifugação (12.000 rpm 

durante 10 min à temperatura ambiente). O pellet obtido foi ressuspendido em NaCl 

1M e precipitado novamente com isopropanol. O alginato foi recuperado por 

centrifugação e ressuspendido em NaCl 0,85% à temperatura ambiente.  

A quantificação foi realizada utilizando o método do carbazol, (KNUSTON & 

JEANES, 1968; CESARETTI et al., 2003), com pequenas modificações. 50 µl da 

solução de alginato em NaCl 0,85% foram adicionada à 200 µl de H3BO3 10 mM (em 

H2SO4 concentrado) e 50 µl de reagente de carbazol 0,1% (em etanol). A mistura foi 

incubada a 100°C durante 10 min, e a absorbância a 550 nm foi determinada 

espectrofotometricamente. A concentração de alginato foi determinada por 

extrapolação a partir de uma curva padrão (0 a 10 mg/ml) de ácido algínico. 

7.2.5 Análise estatística 

Foi analisada a normalidade dos dados com a prova Shapiro wilk (α= 0,05).  

Aplicou-se uma prova paramétrica (ANOVA, α=0,05) para avaliar se existem 

diferenças entre as médias dos tratamentos. Por fim, para comparar entre quais 

tratamento existem diferenças, foi aplicada o test de Tukey-Kramer (Key-Kr). Foi 

utilizado o software R (versão 3.2.0). 
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7.3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 7.3.1 Produção de ramnolipídios empregando hexoses e pentoses presentes 

em biomassa da indústria da bioenergia 

Pseudomonas fluorescens foi cultivada em meios de cultivo com diferentes 

monossacarídeos relacionados à lignocelulose, duas hexoses (glicose e manose) e 

duas pentoses (arabinose e xilose). A cinética de crescimento do micro-organismo 

nas diferentes condições de cultivo é apresentada nas figuras 7.1 e 7.2, 

respectivamente.  

Tanto com as hexoses quanto com as pentoses foi evidenciado crescimento, 

indicando a capacidade do micro-organismo de consumir os açúcares avaliados. 

Houve uma fase de adaptação curta, entre 0 – 12 h e foram observadas fases 

exponenciais até às 60 h no meio com glicose e até às 72 h no caso dos meios com 

manose, arabinose e xilose. O maior crescimento foi atingido usando glicose com 

uma D.O600nm máxima de 6,60 ± 0,25, depois ao entrar na fase estacionária ocorreu 

a produção máxima de ramnolipídio e de alginato. O micro-organismo consumiu 89,5 

% da glicose presente no meio.  
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Figura 7.1 Cinética do cultivo de P. fluorescens utilizando as hexoses A) Glicose; B) Manose como 
fonte de carbono. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

No cultivo com manose a fase estacionária foi atingida após 72 h e uma 

D.O600nm de 5,52 ± 0,35, com 48 h de cultivo a produção máxima de alginato e 

ramnolipídio coincidiu também com o inicio da fase estacionária de crescimento e ao 

final do bioprocesso, P. fluorescens consumiu 79,5 % do açúcar. Houve uma 

diferença significativa (p≤0,05) na produção de ramnolipídio e alginato utilizando cada 

hexose como fonte de carbono. Com glicose, P. fluorescens produziu 1,76 e 1,10 

vezes mais ramnolipídios e alginato, respectivamente.  

Os rendimentos de conversão produto-substrato (para ramnolipídio: YpRL/s e 

para alginato: YpALG/s) apresentaram diferença entre as fontes de carbono, com glicose 
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o rendimento de conversão do açúcar para ramnolipídio foi maior (YpRL/s =0,20), já o 

rendimento de conversão de substrato para alginato foi maior utilizando manose como 

fonte de carbono (YpALG/s =0,20). P. fluorescens é capaz de utilizar hexoses como 

frutose e glicose para produzir alginato, e os melhores rendimentos de conversão 

foram obtidos com frutose (CONTI et al., 1994).  

Neste estudo, nos cultivos com manose, onde foi obtida uma produção maior 

de alginato com respeito ao ramnolipídio e cujo rendimento de conversão produto-

substrato (YpALG/s) foi maior em comparação com os outros açúcares avaliados, é 

provável que o carbono seja direcionado para a síntese de alginato. Devido á falta de 

anotação de genes associados ao metabolismo da manose, uma hipótese, para P. 

protegens Pf-5 (anteriormente conhecida como P. fluorescens) é que esse açúcar 

sofre o mesmo processo catabólico que a frutose, pois sofre uma isomerização para 

frutose (WILKES et al., 2018) o que implicaria uma assimilação com menos passos 

enzimáticos para a síntese da GDP-M, precursor principal do alginato, em 

comparação com os outros açúcares.  

Utilizando pentoses, o micro-organismo apresentou um comportamento 

parecido em ambas condições, atingiu a fase estacionária às 72 h de cultivo, com 

D.O600nm de 3,00 ± 0,02  e 2,70 ± 0,14, em arabinose e xilose respectivamente. A 

produção máxima de ramnolipídio (0,38 e 1,22 g/L)  e de alginato (0,60 e 0,18 g/L) 

aconteceu antes de entrar na fase estacionária e o micro-organismo consumiu 80% 

da fonte de carbono, em ambos casos.  
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Figura 7.2 Cinética do cultivo de P. fluorescens utilizando as pentoses A) Arabinose; B) Xilose como 
fonte de carbono. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

Os açúcares, tanto pentoses quanto hexoses, como os utilizados neste estudo 

foram avaliados em P. fluorescens e estimularam a produção de exopolissacarídeo 

associado a biofilme (KAMALI e tal., 2011), várias das vias metabólicas que envolvem 

a síntese de alginato, servem como vias precursoras para a síntese de ramnolipídio.  

O alginato é um polissacarídeo composto de proporções variáveis de ácido β-

d-mannurônico (M) e α-l-ácido gulurônico (G). Dois gêneros de bactérias, 

Pseudomonas e Azotobacter, são capazes de produzir alginato (LIEN et al., 2013; 

MALEKI et al., 2017). P. fluorescens é um dos micro-organismos melhor 

caracterizados na produção de alginato (GACESO, 1998; MALEKI et al., 2017).  
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A biossíntese de alginato usa frutose-6-fosfoato (F6P) como precursor para 

gerar o ácido GDP-mannurônico. A F6P é convertida em manose-6-fosfato (M6P) por 

AlgA, antes da conversão adicional em manose-1-fosfato (M1P) por AlgC. A M1P é 

então convertida pela enzima bifuncional AlgA em GDP-manose (GDP-M), antes de 

GDP-M ser ainda oxidado por AlgD para GDP ácido manurônico (GDP-Mu), o 

precursor direto da polimerização (LIEN et al., 2013).  

Em P. aeruginosa, AlgC é uma enzima chave que fornece precursores de 

açúcar para a síntese de alginato, de lipopolissacarídeos (LPS), no caso dos 

ramnolipídios é também exigida tanto para a produção de Psl como para a produção 

de Pel, sendo que há uma competição entre as vias metabólicas da síntese destes 

produtos.  (RASAMIRAKA et al., 2015; COYNE et al., 1994). Ao aumentar a produção 

de Psl e Pel a produção de alginato diminuiu (MA et al., 2012), o que também foi 

observado nos resultados aqui apresentados no caso da produção heteróloga de 

ramnolipídios versus a produção de alginato.  

Os micro-organismos do gênero Pseudomonas são encontrados em vários 

ambientes nutricionais e têm forte potencial catalítico devido à suas diversas 

capacidades metabólicas (WILKES et al., 2018). Para estudar a capacidade de P. 

fluorescens para co-utilização de diferentes açúcares, foi avaliado um cultivo com 

glicose, manose, arabinose e xilose, todos na mesma concentração. Foi atingida uma 

D.O600nm máxima de 5,25 ± 0,36; o micro-organismo entrou na fase estacionária 

depois de 60 h de cultivo. A produção máxima de alginato e ramnolipídios foi atingida 

depois de 48 h, conseguindo títulos de 0,38 ± 0,11 g/L do biossurfactante e 0,31 ± 

0,05 g/L do exopolissacarídeo.  
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Figura 7.3 Cinética do cultivo de P. fluorescens realizado utilizando os quatro açúcares juntos: 
arabinose, glicose, manose e xilose (2,5 g/L, cada um). A) Crescimento, produção de ramnolipídios e 
produção de alginato; B) Consumo da fonte de carbono. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

A glicose e manose foram consumidas de forma mais rápida nas primeiras 12 

h de cultivo. Entre 12 – 24 h do bioprocesso o consumo de manose apresentou uma 

desaceleração, evidenciando uma preferencia de P. fluorescens na utilização da 

glicose (Figura 7.3). Depois das 24 h de cultivo o micro-organismo começou 

aproveitar os outros açúcares presentes no meio, sendo que após 36 h, 98% da 

glicose tinha sido consumida, e P. fluorescens atingiu a fase estacionária.  

Nas primeiras horas, a velocidade específica de consumo das pentoses foi 

menor em comparação com as hexoses, depois a xilose começou a ser consumida 

de forma mais rápida entre 24 – 36 h de cultivo, depois desse tempo a velocidade 

específica de consumo da arabinose aumentou (Figura 7.4). A xilose, embora sendo 

um açúcar abundante na natureza; em geral quando utilizada como fonte de carbono 

apresenta um crescimento microbiano relativamente lento. Portanto, faz sentido que 

a expressão dos genes xut, que codificam para a assimilação e metabolismo deste 

açúcar, esteja sujeita à repressão pela presença de outras fontes de carbono no 

mesmo meio (LIU et al., 2015). 
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Figura 7.4 Velocidade específica de consumo os quatro açúcares juntos: arabinose, glicose, manose 
e xilose (2,5 g/L, cada um). (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 

 

 

7.3.2 Produção de ramnolipídios simulando a composição de 
açúcares de três tipos de biomassa hidrolisada 

Nos meios onde as hexoses predominaram, CE e CM, foi obtido um 

crescimento maior, com densidades ópticas (600nm)  de 5,27 ± 0,24 e 5,17 ± 0,11, 

respectivamente (Figura 7.5 C e E) e  em ambos os meios, o micro-organismo atingiu 

a fase estacionária depois de 48 h de cultivo (Figura 7.5 D e F). Já no meio RA, onde 

a xilose foi o açúcar predominante, foi obtida uma D.O600nm de 4,89 ± 0,14, e a fase 

estacionária foi atingida depois de 60 h (Figura 7.5 A  e B).  
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Figura 7.5 Cinética dos cultivos de P. fluorescens simulando a composição de açúcares de hidrolisado 
de resíduo da agricultura (bagaço de cana) – meio RA (A,B); biomassa de cultivos energéticos 
(Mischanthus) – meio CE (C,D); biomassa de  madeira (Abeto) – meio CM (E,F). (30 °C, 200 rpm, pH 
inicial 6,8) 
 

 

A produção de ramnolipídios foi influenciada pela presença de hexoses nos 

meios onde havia maior concentração de glicose, títulos mais altos de ramnolipídios 

foram atingidos, 0,77 ± 0,20 g/L e 0,64 ± 0,17 g/L nos meios CE e CM, 

respectivamente (Figura 7.5 C e E). O mesmo padrão foi observado na produção de 

alginato, apesar do ramnolipídio ter sido produzido em menor quantidade. Contudo, 

no meio RA, que tinha uma concentração mais alta de xilose inicial, a produção de 

alginato foi significativamente (p≤0,05) menor. 

Como mencionado anteriormente, a via metabólica que leva a biossíntese de 

precursor hidrofílico do ramnolipídio compete com à via de síntese de LPS (COYNE 
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et al., 1994). Foi evidenciado que diferentes concentrações de fontes de carbono no 

mesmo meio afetam a produção de LPS (SMITH, 1973). A partir desses resultados 

foi observado que a concentração de glicose tem um efeito maior na produção de 

LPS do outra fontes de carbono, e o LPS obtido apresentou o dobro de unidades de 

ramnose (SMITH, 1973). Esta evidência poderia explicar a diferença na produção de 

ramnolipídio entre os meios CE e CM com respeito ao meio RA, que tinha um menor 

conteúdo de glicose. 

Nas 3 condições estudadas, a glicose foi consumida mais rapidamente nas 

primeiras 12 h de cultivo contribuindo com o rápido crescimento do micro-organismo 

(Figura 7.6). Uma mudança diáuxica foi observada em todos os cultivos, somente 

após o esgotamento da glicose é que as pentoses foram consumidas. Quando da 

presença de xilose e arabinose, além de glicose, as pentoses foram utilizadas quase 

de forma simultânea, comportamento já descrito em P. putida S12 engenherada para 

a utilização eficiente de xilose e arabinose (MEIJNEN et al., 2008). 

No meio RA, nas primeiras 12 h de cultivo foi consumido o 80% da glicose, 

nesse período de tempo o consumo de arabinose e xilose aconteceu de forma mais 

lenta. A partir de 24 h de cultivo a velocidade específica de consumo aumentou para 

a xilose que era o açúcar predominante, e em 36 h só restava 2% do açúcar no meio. 

O ultimo pico de consumo foi observado para arabinose que aconteceu às 36 h de 

cultivo, foi consumido 78 % do açúcar (Figura 7.6 A). A assimilação preferencial da 

glicose em presença de xilose, arabinose, ou galactose foi descrita em P. fluorescens, 

todavia, quando a glicose era alimentada simultaneamente com frutose ou manose, 

a co-absorção destas hexoses era evidente, mas a glicose era preferível à frutose (3 

para 1) e à manose (4 para 1), o que sugere um sistema de repressão catabólica 

(WILKES et al., 2018) e uso hierárquico das fontes de carbono (LA ROSA et al., 2015) 

Foi observado um padrão parecido no consumo dos açúcares presentes no 

meio CE, primeiro foi consumida a glicose, sendo que após 36 h de cultivo 96% deste 

açúcar tinha sido consumido. Depois de 12 h, a velocidade específica de consumo da 

xilose aumentou, sendo que com 48 h de cultivo restava 10% da pentose. E por ultimo 

observou-se em 60 h de cultivo a maior velocidade específica para a arabinose, sendo 

que o consumo desta pentose ficou em 75% (Figura 7.6B).  
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No caso do meio CM, onde havia duas hexoses e uma pentose, o micro-

organismo consumiu as hexoses nas primeiras horas, começando pela glicose, 

depois a manose e finalmente a velocidade específica de consumo para a xilose 

aumentou entre 36 e 48 h de cultivo (Figura 7.6C).  

A glicose é metabolizada através da via Entner-Doudoroff, e pentoses como 

xilose e arabinose podem ser metabolizadas através da via de pentose fosfato ou 

também pela via não fosforilativa (Weimberg) (WEIMBERG, 1961; GONZALES & 

ANTONIEWICZ, 2017). A mudança entre estas duas vias metabólicas depende da 

fonte de carbono disponível (WILKES et al., 2019; MALEKI et al., 2015), sendo uma 

razão para explicar as curvas de crescimento. Em presença de hexoses há uma 

priorização para produção de energia e biomassa e após consumo das mesmas, as 

pentoses são metabolizadas e convertidas em precursores para a biossíntese de 

ramnolipídios.  

 

 

 

 

Figura 7.6 Velocidade específica de consumo da fonte de carbono. A) meio RA; B) Meio CE; C) Meio 
CM. (30 °C, 200 rpm, pH inicial 6,8) 
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Além disso, podem ocorrer extensas mudanças nos níveis de expressão dos 

genes envolvidos nas vias envolvidas no metabolismo destes açúcares, que são 

possivelmente responsáveis pelas diferenças na utilização da xilose e arabinose 

(MEIJNEN et al., 2008), como evidenciado na Figura 7.6a e 7.6b ao ocorrer aumento 

da velocidade específica primeiro da xilose e subsequentemente da arabinose.  

Estudos utilizando P. putida KT2440 engenherada para assimilar xilose e 

arabinose junto com outros açúcares como glicose ou celobiose (BERTRAND et al., 

1990; WANG et al., 2019; BATOR et al., 2020; DVOŘÁK et al., 2018) demonstram a 

plasticidade genética do gênero Pseudomonas na co-utilização de diferentes 

substratos de forma eficiente. Horlamus et al. (2018), observaram que dentre as 

hexoses que avaliaram a glicose foi a fonte de carbono com melhores resultados para 

o crescimento e observaram o mesmo comportamento com xilose, em concordância 

com os resultados aqui obtidos a partir dos meios simulados, onde predominaram 

esses dois açúcares. 

7.4 CONCLUSÕES 

Neste estudo, foi avaliado o potencial da bactéria não patogênica 

Pseudomonas fluorescens como uma cepa hospedeira para a bioconversão de 

açúcares presentes em diferentes tipos de biomassa em ramnolipídios. As 

concentrações alcançadas de ramnolipídios de 1,37 e 0,77 g/L ao utilizar glicose 

como única fonte de carbono e ao simular a proporção de açúcares presentes em 

biomassa de cultivo energético, como relatado neste estudo, ainda são 

comparativamente baixas, o que mostra que, como uma possível cepa hospedeira 

para a bioeconomia, muitos desafios ainda precisam ser superados. No entanto, este 

estudo sugere o alto potencial de P. fluorescens e fornece uma prova de conceito 

inicial para a produção de ramnolipídios a partir de açucares presentes em diferentes 

tipos de biomassa hidrolisada. 
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8. CONCLUSÕES GERAIS 

O uso e aplicação de estratégias de otimização das condições de cultivo 

utilizando o delineamento experimental composto central rotacional, se mostrou 

efetivo para aumentar a resposta desejada. A proporção C/N foi a variável que 

influenciou no aumento na produção do biossurfactante. Este estudo contribui na 

busca de alternativas para melhorar a produção de ramnolipídios e como estratégia 

para diminuição de custos, visando ao aproveitamento de glicerol como fonte de 

carbono. 

O experimento de evolução adaptativa permitiu melhorar o crescimento da 

linhagem P. aeruginosa LBI 2A1 ao utilizar glicerol como fonte de carbono. O aumento 

da velocidade máxima de crescimento no excesso de fonte de carbono permitiu que 

o micro-organismos consumisse mais rapidamente o glicerol e a fonte de nitrogênio, 

aumentando assim a produção de ramnolipídios. 

Mesmo com matérias-primas baratas, meios e condições de cultivo otimizadas, 

e processos de recuperação eficientes, um processo de produção não pode ser 

tornado comercialmente viável e rentável até o rendimento do produto final pelos 

organismos produtores ser naturalmente elevado. Logo, uma abordagem metabólica 

em conjunto com o melhoramento do processo pode ser utilizada para tornar a 

produção comercial economicamente viável. 

Considerando o desenvolvimento de processos de batelada alimentadas, que 

normalmente são necessários para bioprocessos de alta eficiência, o consumo total 

de todos os componentes menores a partir de substratos à base de hemicelulose 

bruta é altamente favorável. Mesmo que o rendimento máximo não possa ser 

influenciado significativamente, isto permite contornar um acúmulo destes 

componentes levando à inibição. 
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