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RESUMO 

 

Acidentes ambientais com petróleo e derivados causam danos consideráveis ao 

meio ambiente, gerando uma preocupação pública enorme, que pressiona para 

soluções rápidas e econômicas. No Brasil, os maiores responsáveis por acidentes 

com hidrocarbonetos de petróleo são os postos de combustíveis devido a 

vazamentos acidentais e a derrames em tanques de armazenagem, os quais 

geralmente contêm combustíveis e óleos lubrificantes. Assim, dentre as alternativas 

de tratamento, a biorremediação emerge como a menos agressiva e a mais 

adequada para manutenção do equilíbrio ecológico. Uma melhor eficiência no 

tratamento biológico é conquistada adotando estratégias como a bioaumentação e a 

aplicação de surfactantes, cujas propriedades tensoativas aumentam a 

biodisponibilidade de compostos hidrofóbicos. Neste sentido, os biossurfactantes 

tornam-se adequados em substituir os produtos de origem sintética uma vez que 

possuem vantagens, tais como: maior diversidade estrutural, baixa toxicidade e alta 

biodegradabilidade. Apesar dos inúmeros benefícios apresentados pelos 

biotensoativos, eles não são comercialmente utilizados devido ao alto custo de 

produção. O objetivo deste trabalho foi avaliar a biodegradação do óleo lubrificante 

automotivo usado associado ao solo pela aplicação de diferentes soluções de 

surfactantes químicos e biossurfactante produzido por Pseudomonas aeruginosa LBI 

a partir de um resíduo agroindustrial. Também, foi analisada a eficiência do processo 

de biorremediação quanto: ao metabolismo microbiano, aos parâmetros físico-

químicos do solo, à ecotoxicidade do meio e à diversidade da comunidade 

microbiana. Inicialmente, foi demonstrado que a bactéria P. aeruginosa LBI foi capaz 

de produzir ramnolipídios a partir de borra de soja como única fonte de carbono. No 

processo de biodegradação do óleo lubrificante usado, a adição de surfactantes 

melhorou sua eficiência com destaque ao biossurfactante e ao Tween80. Além 

disso, a bioaumentação favoreceu a atividade microbiana na degradação do 

hidrocarboneto. Portanto, o tratamento biológico foi capaz de reduzir os efeitos 

fitotóxicos da contaminação, assim como diminuir a concentração de metais e 

indicar um número maior de UFC para bactérias e fungos. Também, a dinâmica da 

comunidade microbiana durante a biorremediação estabeleceu um perfil diferente ao 

se comparar com o tempo inicial. Entretanto, os tratamentos realizados com o 

detergente químico apresentava baixa quantidade de micro-organismos e 



 

demonstrou efeito tóxico elevado mesmo após 180 dias. Assim, os ensaios mais 

eficazes e ecologicamente viáveis para a descontaminação do solo contaminado 

com óleo lubrificante usado foram aqueles que combinaram a bioaumentação e a 

aplicação do surfactante comercial (Tween80) ou o ramnolipídio. Por fim, os 

procedimentos moleculares baseados em técnicas independentes de cultivo 

possibilitaram avaliar a perturbação do impacto do óleo usado no solo e o 

comportamento dos tratamentos propostos em relação à estrutura de cada 

comunidade microbiana. Como resultado destas análises, foi demonstrado que o 

grupo das bactérias atuou como agente principal na biorremediação de solo 

contaminado com o óleo lubrificante usado. 

 

Palavras-chave: Biodegradação. Borra de soja. DGGE. Ecotoxicidade. 

Hidrocarbonetos. Ramnolipídios. Tensoativos. 

 

  



 

ABSTRACT 

 

Environmental impacts with petroleum and its derivatives cause considerable 

damage and a huge public concern pressing for quick and economic solutions. 

According to alternatives treatment for hydrocarbons contamination, bioremediation 

represents a viable process to maintain the ecological balance. Also, a better 

efficiency in biological treatment is achieved by adopting strategies such as 

bioaugmentation and application of surfactants, whose properties increase the 

hydrophobic compounds bioavailability. Thereby, biosurfactants become 

appropriated to substitute synthetic since their advantages: high structural diversity, 

low toxicity and high biodegradability. Despite the many benefits presented by 

biosurfactants, they are not commercially used due to the high production cost. The 

purpose of this study was to evaluate the biodegradation of waste automotive 

lubricant oil in soil by application of different surfactants solutions (chemical and 

biosurfactant produced by Pseudomonas aeruginosa LBI from an agroindustrial 

residue). Besides, the efficiency of bioremediation process was analyzed as: microbial 

metabolism, physico-chemical parameters, ecotoxicity and diversity of microbial 

community. Initially, the results showed that P. aeruginosa LBI was able to produce 

rhamnolipids from soybean soapstock. In biodegradation process, surfactants and 

bioaugmentation improved the microbial activity. Therefore, the biological treatment 

increased CFU number for bacteria and fungi and it was able to reduce phytotoxic 

effects and heavy metals concentration in relation to original contamination. Likewise, 

microbial community dynamics during bioremediation set a different profile when it was 

compared with the initial time. However, treatments with chemical detergent had low 

microbial amount and high phytotoxicity even after 180 days. Thus, the combination of 

bioaugmentation and Tween80 or rhamnolipid applications were effective and 

environmentally viable strategies for remediation of contaminated soil with waste 

lubricant oil.  Finally, molecular procedures based on independent cultive techniques 

enabled asses the waste lubricant oil impact and the treatments behavior according 

to each microbial community structure. These results demonstrated that bacteria 

were the principal group in bioremediation of soil contaminated with lubricant oil. 

 

Keywords: Biodegradation. Soybean soapstock. DGGE. Ecotoxicity. Hydrocarbons. 

Rhamnolipids. Surfactants.  
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(Principal Coordinates Analysis) 

PCR Reação em cadeia de polimerase 

(Polymerase Chain Reaction) 

Ps Inóculo de P. aeruginosa LBI 

qPCR PCR quantitativo ou PCR em tempo real 

(Real Time PCR) 

RDA Análise de redundância 

(Redundancy analysis) 

RL Ramnolipídio 

RNA Ácido ribonucleico 

RNAr Ácido ribonucleico ribossomal 

SB Soma de bases 

SqC Surfactante químico comercial – Tween80 

t0 Tempo zero (t = 0) 

tf Tempo final (t = 180 dias) 

TGGE Eletroforese em gel com gradiente de temperatura 

(Temperature Gradient Gel Electrophoresis) 

T-RFLP Polimorfismo de comprimento de fragmentos de restrição terminal 

(Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism) 

UCM Mistura complexa não-decomposta 

(Unresolved Complex Mixture) 

UFC Unidades formadoras de colônia 

UV-Vis Ultravioleta e visível 
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1. REVISÃO DE LITERATURA 

1.1. Soja 

A soja (Glycine max) é uma importante leguminosa usada para alimentação 

mundial, cujas sementes constitui-se por cerca de 40% de proteínas e 20% de óleos. 

É destacada por ser pobre em gordura saturada e ser um alimento vegetal que 

possui todos os aminoácidos essenciais em sua composição. Ademais, é uma boa 

fonte de fibra, ferro, cálcio, zinco e vitaminas (XU et al., 2011). 

Sua exploração e consumo como fonte de proteína no Oriente ocorre por 

mais de cinco mil anos, enquanto seu cultivo no Ocidente iniciou-se apenas no 

século XX (XU et al., 2011). O começo de sua exploração comercial ocorreu nos 

EUA, onde foram cultivados cerca de dois milhões de hectares de soja forrageira em 

1940 (EMBRAPA, 2004). 

A exploração da soja era realizada principalmente para forragem, todavia 

havia o cultivo de grãos em menor porcentagem. Em meados da década de 1960, a 

soja forrageira praticamente desapareceu dos campos agrícolas devido ao 

crescimento exponencial da produção de grãos que superara a produção para 

forragem a partir de 1941. O aumento do cultivo da soja como grãos ocorreu 

principalmente nos EUA, Brasil e Argentina, conforme Figura 1 (EMBRAPA, 2004). 

Além disso, é importante ressaltar que a demanda crescente na produção de grãos 

de soja reflete na redução do consumo de gordura animal e a substituição por óleo 

de soja. 
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Conforme apresentado na Figura 1 e registrado na Tabela 1, nosso país foi o 

segundo maior produtor mundial de soja no ano 2000. Em 2003, o Brasil ainda 

figurava como o segundo produtor mundial, responsável por 52 das 194 milhões de 

toneladas produzidas em nível global ou 26,8% da safra mundial. 

 

 

Figura 1 - Produção mundial de soja 1935-2001 (Fonte: Embrapa, 2004). 

É possível observar ainda uma crescente produção mundial de soja nos anos 

seguintes sendo que, em 2009, a produção mundial de soja foi de 210,9 milhões de 

toneladas, cerca de 53% da produção mundial de oleaginosas. Nos EUA, a 

porcentagem de área plantada de soja atingiu 30,0% (Figura 2) (ASA, 2012). 

No ano de 2010, as seis maiores nações produtores de soja seguiam em 

sequência: EUA, Brasil, Argentina, China, Índia e Paraguai (Tabela 1). No entanto, a 

safra brasileira entre 2000 e 2010 obteve um aumento de 109,3% enquanto que a 

produção norte-americana cresceu apenas 20,7%. Deste modo, a diferença em 

toneladas de soja diminuiu de 129,3% para 32,2% durante o período, demonstrando 

a posição de destaque do Brasil no mercado internacional de soja (FAOSTAT, 

2012). 

 



Revisão de Literatura 23 

 

Figura 2 - Culturas agrícolas por área plantada nos EUA em 2010 (Fonte: ASA, 
2012). 

 

Tabela 1 - Ranking dos países produtores de soja nos anos de 2000 e 2010 

Produção de soja / país 

Ano base 2010   Ano base 2000 

Rank País 
Produção 
(US$1.000) 

Produção 
(ton) 

  Rank País 
Produção 
(US$1.000) 

Produção 
(ton) 

1 EUA 23.863.248 90.609.800   1 EUA 19.886.638 75.053.800 

2 Brasil 15.927.953 68.518.700   2 Brasil 8.664.921 32.735.000 

3 Argentina 14.172.365 52.677.400   3 Argentina 5.362.245 20.135.800 

4 China 3.250.694 15.083.204   4 China 3.296.535 15.411.495 

5 Índia 2.539.249 9.810.000   5 Índia 1.342.727 5.275.800 

6 Paraguai 1.951.814 7.460.440   6 Paraguai 776.135 2.980.060 

7 Canadá 1.074.601 4.345.300   7 Canadá 608.036 2.703.000 

8 Uruguai 477.027 1.816.800   8 Bolívia 278.797 1.197.250 

9 Ucrânia 186.993 1.680.200   9 Indonésia 266.786 1.017.630 

10 Bolívia 396.576 1.637.000   10 Itália 159.499 903.490 

11 Rússia 94.719 1.222.370   11 Nigéria 101.825 429.000 

12 Indonésia 235.100 908.111   12 Coréia do Sul 89.419 350.000 

13 África do Sul 149.486 566.000   13 Rússia 82.648 341.920 

14 Itália 129.603 552.500   14 Tailândia 84.431 312.432 

15 Sérvia 143.742 540.859   15 Japão 35.383 235.000 

16 Nigéria 95.067 393.860   16 Sérvia 45.833 170.593 

17 Coréia do Sul 89.419 350.000   17 África do Sul 39.343 153.472 

Fonte: FAOSTAT, 2012 

 

Na produção agrícola brasileira, a soja está abaixo somente da cana-de-

açúcar, que vem sendo intensamente cultivada em função do etanol e políticas de 

bioenergia em evidência no país desde a criação do Proálcool na década de 1970. 
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Atualmente, os biocombustíveis tem destacado apelo ambiental como fontes 

renováveis e sua produção segue crescendo em detrimento das fontes fósseis, 

como o petróleo. Ainda, uma nova crise do petróleo em 2003 impulsionou a busca 

por novas fontes de energia, viabilizando o biodiesel e uma maior produção de 

etanol a partir do cultivo de cana-de-açúcar. Portanto, a cana-de-açúcar vem 

liderando o ranking da produção de commodities no Brasil, atingindo mais de 719 

milhões de toneladas em 2010, conforme Tabela 2 (FAOSTAT, 2012). 

Como dito, a produção de soja encontra-se listada na Tabelas 1 e 2 abaixo da 

cana-de-açúcar com aproximadamente 32,7 milhões de toneladas em 2000. Dez 

anos mais tarde a safra de soja no Brasil mais que dobrou, atingindo cerca de 68,5 

milhões de toneladas. Na Figura 3, é possível observar o crescente aumento da 

produção brasileira de soja durante as últimas duas décadas (Fonte: FAO, 2012). 

 

Tabela 2 - Ranking de commodities produzidos pelo Brasil nos anos 2000 e 2010 

Produção brasileira / Commodity 

Ano base 2010   Ano base 2000 

Rank Commodity 
Produção 
(US$1.000) 

Produção 
(ton) 

  Rank Commodity 
Produção 
(US$1.000) 

Produção 
(ton) 

1 Cana de açúcar 23.450.773 719.157.000   1 Cana de açúcar 10.596.664 327.705.000 

2 Soja 15.927.953 68.518.700   2 Soja 8.664.921 32.735.000 

3 Milho 2.966.607 56.060.400   3 Milho 620.992 31.879.400 

4 Leite (vaca) 9.783.386 31.667.600   4 Mandioca 1.218.874 23.336.000 

5 Mandioca 1.272.046 24.354.000   5 Laranja 4.122.251 21.330.300 

6 Laranja 3.693.605 19.112.300   6 Leite (vaca) 6.295.925 20.380.000 

7 Arroz 3.089.811 11.308.900   7 Arroz 3.023.728 11.089.800 

8 Carne de frango 15.288.160 10.733.000   8 Carne bovina 17.738.261 6.566.380 

9 Carne bovina 19.439.480 7.196.140   9 Carne de frango 8.533.067 5.990.610 

10 Banana 1.965.308 6.978.310   10 Banana 1.594.978 5.663.360 

11 Trigo 888.233 6.036.790   11 Feijão 1.733.868 3.038.240 

12 Tomate 1.364.179 3.691.320   12 Tomate 1.102.350 2.982.840 

13 Batata 564.631 3.595.330   13 Carne suína 3.996.780 2.599.970 

14 Feijão 1.822.854 3.202.150   14 Batata 385.524 2.561.320 

15 Carne suína 4.732.919 3.078.840   15 Legumes 471.864 2.504.040 

16 Café 3.088.044 2.874.310   16 Abacaxi 571.144 2.003.690 

17 Coco 299.195 2.705.860   17 Coco 215.852 1.952.120 

18 Legumes 460.757 2.445.100   18 Café 2.045.109 1.903.560 

19 Abacaxi 604.306 2.120.030   19 Trigo 160.091 1.661.530 

20 Ovos (galinha) 1.615.650 1.948.000   20 Ovos (galinha) 1.251.930 1.509.460 

Fonte: FAOSTAT, 2012 
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Figura 3 - Produção brasileira de soja 1990-2010 (Fonte: FAO, 2012). 

Os crescentes valores na safra da soja no país devem continuar, segundo 

projeções do MAPA (Ministério da Agricultura, Pecuária e Abastecimento). 

Destacam-se os estados de Mato Grosso, Paraná e Rio Grande do Sul que, juntos, 

representaram e representarão 62,46% e 70,10% do total nacional nos anos de 

2007/08 e 2018/19, respectivamente (Tabela 3). Neste período, a produção 

brasileira aumentará 34,70% e atingirá, em 2018/19, a marca de mais de 80 milhões 

de toneladas de soja (BRASIL, 2009). 

O Brasil também se beneficiará nestes 11 anos com o crescimento de 41,60% 

nas exportações e de 4,00% na relação com o comércio mundial de soja. Seguem o 

mesmo caminho a produção, o consumo e as exportações de óleo e de farelo de 

soja. Em relação às projeções para o mercado internacional, o país terá um 

crescimento nas exportações de óleo e farelo de soja, respectivamente, de 40,19% e 

13,87%, conforme Tabela 3 (BRASIL, 2009). 
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Tabela 3 - Projeções 2008/09 a 2018/19 na produção, consumo e exportação de 
soja, óleo de soja e farelo de soja no Brasil 

 
Unidade 2007/08 2018/19 Variação (%) 

S
o

ja
 

Produção - Brasil 103 ton 60.072 80.914 34,70 

Produção - Mato Grosso 10
3
 ton 17.848 28.202 58,01 

Produção - Paraná 10
3
 ton 11.896 16.861 41,74 

Produção - Rio Grande do 
Sul 

10
3
 ton 7.775 11.655 49,90 

Consumo 103 ton 35.050 44.406 26,69 

Exportação 103 ton 25.750 36.461 41,60 

Relação Exportação 
Brasil/Comércio Mundial 

% 36,00 40,00 4,00 

  

Ó
le

o
 d

e
 

s
o

ja
 Produção 103 ton 6.156 8.405 36,53 

Consumo 103 ton 4.100 5.382 31,27 

Exportação 103 ton 2.120 2.972 40,19 

  

F
a
re

lo
 d

e
 

s
o

ja
 Produção 103 ton 24.948 33.349 33,67 

Consumo 103 ton 11.800 18.224 54,44 

Exportação 103 ton 13.200 15.031 13,87 

Fonte: Ministério da Agricultura, Pecuária e Abastecimento (BRASIL, 2009) 

1.1.1. Borra de soja 

Neste contexto, insere-se a problemática do resíduo da borra de soja gerado 

nos processos industriais de refino de óleo de soja. Com o aumento da produção de 

óleo, haverá uma maior geração deste composto que, consequentemente, 

demandará formas de tratamento para posterior descarte no meio ambiente. 

A borra é gerada durante a produção do óleo de soja no processo de 

neutralização. Após a moagem dos grãos e extração do óleo, há um procedimento 

de refino que inclui esta etapa. Este processo é realizado por método físico-químico, 

pela adição de ácidos e álcalis e tem a função de neutralizar e remover o excesso de 

ácidos graxos livres presente no óleo. Também, utilizam-se centrífugas para 

separação do óleo e do resíduo (ABIOVE, 2012). 

Deste modo, é gerado o principal resíduo da indústria de óleo de soja 

denominado borra de soja. Sua produção pode atingir 4% do processo de refino do 

óleo (ABIOVE, 2012), sendo que variações ocorrem em função dos ácidos graxos 

presente no óleo (OLIVEIRA et al., 2009). 
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A geração da borra de soja tornou-se significativa em decorrência do aumento 

na produção e consumo de óleo de soja. Estima-se que, com o crescimento de 

36,53% na produção de óleo de soja no Brasil entre 2007/08 e 2018/19 (Tabela 3), a 

geração de borra saltará de 246,2 para aproximadamente 336,2 mil toneladas. Estes 

valores evidenciam a necessidade de se encontrar aplicações sustentáveis para 

este resíduo uma vez que sejam minimizados seu impacto no meio ambiente. 

Sabe-se que este resíduo pode seguir diferentes destinos, como: (1) 

indústrias produtoras de sabão, sendo vendida a cerca de 10% do valor do óleo de 

soja refinado; (2) estações de tratamento que aumentam o custo de produção para a 

indústria, e (3) descarte direto em aterros sanitários ou de forma irresponsável 

(DUMONT; NARINE, 2007). Seguindo diretamente para o meio ambiente, os 

resíduos e efluentes gerados por essas indústrias são significativas fontes 

poluidoras de corpos d’água e solos em função da baixa degradabilidade dos 

componentes lipídicos, encontrados em altas concentrações nos efluentes 

(CAMMAROTA; FREIRE, 2006). 

Por outro lado, a borra de soja é rica em matéria graxa e uma potencial fonte 

de carbono para processos biotecnológicos. A utilização da borra de soja como 

substrato para produção de metabólitos microbianos de aplicação biotecnológica 

torna-se uma importante alternativa no destino final deste resíduo. Além disso, esta 

estratégia de utilizar substratos alternativos, tais como os resíduos agroindustriais, 

reduzem os custos de produção do composto de interesse. 

1.2. Impacto ambiental por petróleo e derivados 

Os derrames de petróleo e/ou seus derivados causam danos consideráveis 

ao meio ambiente, gerando uma preocupação pública enorme, que pressiona para 

soluções rápidas e econômicas. Estima-se que cerca de 0,40% da produção mundial 

de petróleo eventualmente atinge os oceanos (BANAT et al. 2000) e os vários 

acidentes com derramamento de petróleo nos últimos anos evidenciam estes danos 

(MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012). 

Os grandes derramamentos de petróleo e derivados são gerados em todas 

suas etapas de produção (exploração, refino e transporte), como acidentes em: 

tanques marinhos, perfuração de leitos complexos, frotas marítimas, refinarias, e 

vazamentos associados (EL-TARABILY, 2002; MILLE et al., 2006). 
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No Brasil, muitos acidentes envolvendo petróleo e derivados, como gasolina e 

óleo combustível, têm ocasionado sérios problemas ambientais. Em 1998, 1.200 m3 

de óleo combustível foram liberados por causa da corrosão de oleodutos no 

município de Cubatão-SP. A corrosão de dutos também foi responsável por 1.300 m3 

de óleo combustível derramados na Baía de Guanabara no Rio de Janeiro, que 

vinha sofrendo constantes contaminações por derramamentos de óleo 

(BENINCASA, 2007). 

Os óleos lubrificantes representam um dos principais derivados do petróleo, 

atingindo cerca de 60% dos produtos petroquímicos, e tem grande importância 

devido a seu massivo uso automobilístico e, principalmente, industrial (CASAS-LIZ; 

PINTO, 2005). Entretanto, este alto consumo também reflete em graves problemas 

ambientais (RAHMAN et al., 2002). 

Os impactos causados por lubrificantes ocorrem geralmente em vazamentos 

nos tanques de armazenagem que, apesar de representarem uma pequena fração 

na contaminação por hidrocarbonetos de petróleo, são geralmente crônicos (LOPES 

et al., 2008). Assim, a poluição contínua e prolongada proporciona alta persistência 

ambiental aos óleos lubrificantes na contaminação do solo e de águas superficiais e 

subterrâneas (CHAVAN; MUKHERJI, 2008). 

A persistência de hidrocarbonetos de petróleo no ambiente depende de vários 

fatores, tais como: estrutura química, concentração e dispersão (ATLAS, 1981; 

BAMFORTH; SINGLETON, 2005; MILLE et al., 2006). Na ocorrência de desastres, 

são geralmente utilizados tratamentos físico-químicos de alto custo possivelmente 

capazes de impactar a área afetada pelo uso de agentes químicos como 

dispersantes e/ou catalisadores (ROSATO, 1997). 

Tratamentos físicos convencionais separam solo e contaminantes sem 

destruí-los ou modificá-los quimicamente, porém possuem altos custos e muitas 

limitações, sendo que a maior parte dos hidrocarbonetos começa a ser absorvida na 

própria matriz do solo, diminuindo sua eficiência de remoção e absorção. Processos 

biológicos, por sua vez, são tecnologias limpas de descontaminação promissoras, 

principalmente por combinar simplicidade e custo-efetividade. Assim, dentre as 

novas estratégias, a biorremediação emerge como a menos agressiva e a mais 

adequada para manutenção do equilíbrio ecológico (ROSATO, 1997; 

MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012). 
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1.3. Biorremediação de áreas impactadas: hidrocarbonetos de petróleo 

A capacidade microbiana de utilizar hidrocarbonetos de petróleo como fonte 

de carbono foi primeiramente demonstrada por Zobell (1946), que revelou que estes 

organismos eram amplamente distribuídos na natureza. O autor descreveu mais de 

100 espécies de bactérias, pertencentes a 30 gêneros diferentes, capazes de 

metabolizar petróleo. Posteriormente, Bartha e Atlas (1977) expandiram esta lista 

em mais 22 gêneros bacterianos, 14 de fungos e 1 de alga para ambientes 

aquáticos. 

Para garantir uma boa aplicação prática, qualquer processo de 

biorremediação deve demonstrar que a remoção de contaminantes é o efeito 

primário de biodegradação e que a taxa de degradação pelo tratamento é maior do 

que a taxa natural de descontaminação. Dentre as dificuldades no desenvolvimento 

de métodos de biorremediação, está a obtenção de bons resultados no campo, 

assim como no laboratório (JUHASZ et al., 2000). 

Há também diversas estratégias para aperfeiçoamento dos processos de 

biorremediação natural e de baixo custo, tais como: atenuação natural, 

bioestimulação, bioaeração, bioaumentação, landfarming, compostagem e 

fitorremediação (SKIPPER, 1999). 

Na biorremediação de solo contaminado por hidrocarbonetos de petróleo, a 

introdução de nutrientes (bioestimulação) e oxigênio (bioaeração) favorecem o 

metabolismo microbiano na remoção destes poluentes (SEKLEMOVA et al., 2001). 

Outro procedimento comumente utilizado é a inoculação de um consórcio 

microbiano enriquecido no solo, denominado bioaumentação (RICHARD; VOGEL, 

1999; BARATHI; VASUDEVAN, 2001). 

Para melhor estabelecer as condições ótimas de biodegradação, é importante 

conhecer as características fundamentais da área impactada, tais como: 

concentração de óleo residual; densidade populacional dos micro-organismos 

degradadores e potencial microbiano de biodegradação. Observa-se geralmente que 

uma maior biodegradação de hidrocarbonetos depende da presença de micro-

organismos específicos. Além disso, a composição da população microbiana é 

diretamente afetada pelas condições ambientais e pela composição dos 

hidrocarbonetos (ADMON et al., 2001). Todavia, nestas comunidades indígenas 

comumente não há espécies com habilidades enzimáticas necessárias que 
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permitem uma rápida biodegradação, resultando em processos de longo prazo 

(DÍAZ-RAMÍREZ et al., 2008). 

Neste sentido, a biorremediação de solos contaminados com óleos minerais 

ainda é um desafio devido à baixa biodisponibilidade e complexa composição 

química destes produtos (LEE et al.,, 2008; SABATÉ et al., 2004). A concentração 

residual de hidrocarbonetos e a presença de possíveis metabólitos oxidativos com 

riscos à saúde humana podem permanecer no solo, após o tratamento (NOCENTINI 

et al., 2000). 

No perfil cromatográfico dos óleos lubrificantes minerais (LLADÓ et al., 2012), 

de origem pelos óleos pesados, encontra-se uma fração considerável da chamada 

mistura complexa não-decomposta (Unresolved Complex Mixture - UCM). Na 

realidade, pouco se sabe acerca da composição da UCM, apesar de ser o 

componente principal de óleos combustíveis (WANG; FINGAS, 2003), que se 

compreendem em hidrocarbonetos ramificados e cíclicos alifáticos e aromáticos, 

dentre eles os HPA que são caracterizados por elevada resistência à biodegradação 

(NIEVAS et al., 2008). 

Os HPA são frequentemente encontrados no meio ambiente, seja devido à 

deposição atmosférica, por causas naturais como queima de combustível e 

biomassa e vulcanismo, ou, principalmente, em função de acidentes ambientais com 

hidrocarbonetos e derivados de petróleo (LORS et al., 2010). Estes desastres 

representam uma preocupação muito grande para o meio ambiente em razão das 

propriedades tóxicas, mutagênicas e carcinogênicas apresentadas por estes 

compostos (HENRY, 1998; WHITE; CLAXTON, 2004) 

Embora estas moléculas aromáticas possam sofrer oxidação química, fotólise, 

adsorção e volatilização, a degradação microbiana de HPA é, na maioria dos casos, 

o principal processo envolvido no tratamento de ecossistemas terrestres (PARK et 

al., 1990; LORS; MOSSMANN, 2005). 

Na biodegradação de hidrocarbonetos de petróleo, já foram realizados 

diversos estudos adotando diferentes estratégias (CHAGAS-SPINELLI et al., 2012; 

MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012), porém eles indicaram a degradação de uma fração 

específica dessas substâncias. Em muitos casos, houve a remediação preferencial 

dos compostos mais leves, enquanto em outros foram direcionadas para os 

hidrocarbonetos mais pesados (HUANG et al., 2004). Ainda, a remediação de HPA 
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encontra limitações pela sua hidrofobicidade, como adsorção e biodisponibilidade 

(JOHNSEN et al., 2005). 

Em se tratando de ambiente aquático, a biodegradação de poluentes é 

limitada em função da biodisponibilidade de nutrientes (como nitrogênio e fósforo), 

necessários para o início do crescimento microbiano. A utilização de sais solúveis 

contendo estes elementos é uma forma eficaz de otimizar os processos em 

condições laboratoriais. Porém, não se obtém o mesmo resultado em tratamentos in 

situ, devido à agitação insatisfatória do meio e pequena dissolução dos sais. Como 

alternativa viável, tem-se a utilização de biossurfactantes associada com a solução 

de nutrientes, pois o óleo será emulsificado pela ação do biossurfactante e, assim, 

proporcionará um rápido crescimento microbiano. Desta forma, uma vez que o 

número de células atinge o seu pico, a limitação de nutrientes não seria um 

problema para o seguimento do processo de biodegradação (THAVASI et al., 2011). 

1.4. Surfactantes 

Os surfactantes são moléculas anfipáticas ou anfifílicas, ou seja, compostos 

que apresentam uma parte apolar (hidrofóbica) e uma parte polar (hidrofílica) e 

podem ser insolúveis ou solúveis em solução aquosa. Estas moléculas agem na 

interface água/óleo, formando assim micelas de formas e tamanhos diferenciados 

(ROCHA, 2006; VAN HAMME et al., 2006). 

Estes tensoativos são uma importante classe de produtos químicos especiais 

amplamente utilizados na indústria moderna (SILVA et al., 2007;. DEVELTER; 

LAURYSSEN, 2010;. FRANZETTI et al., 2010). Em 2007, sua produção atingiu 

cerca de 10 milhões de toneladas (VAN BOGAERT et al., 2007).  Neste contexto, o 

maior valor de mercado no setor refere-se aos detergentes para limpeza (até 50% 

da produção de surfactantes), totalizando cerca de 60 bilhões de dólares no ano de 

2004 (SCHEIBEL, 2004). 

Sabe-se que quase todos os agentes tensoativos comercialmente disponíveis 

hoje são quimicamente sintetizados a partir do petróleo. Logo, sendo os surfactantes 

químicos convencionais derivados de petróleo, eles estão sujeitos à disponibilidade 

de fontes fósseis e impõem ameaças potenciais para o ambiente, devido à sua 

natureza recalcitrante (MAKKAR et al., 2011; APARNA et al., 2012). 
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Os surfactantes são capazes de criar emulsões, permitindo uma maior 

solubilização dos compostos hidrofóbicos, como hidrocarbonetos de petróleo, em 

água. Estas moléculas anfipáticas atuam como dispersantes ou floculantes, 

permitindo a suspensão de sólidos em meio líquido (MOLDES et al., 2011). Estas 

propriedades contribuem para o crescimento da indústria de surfactante, 

principalmente na biorremediação de locais contaminados por compostos 

hidrofóbicos. Este mercado movimentou cerca de 23,9 bilhões de dólares (AMI, 

2008), ao passo que a produção mundial de surfactantes é cerca de 13 milhões de 

toneladas por ano (RUST, 2008; LEVISON, 2009). 

Relacionando o consumo de petroquímicos na fabricação de surfactantes, 

sabe-se que 0,57 toneladas de intermediários petroquímicos são consumidas para 

cada tonelada de surfactante produzida (PATEL et al., 1999). Extrapolando estas 

proporções para a produção global de surfactantes, são consumidas, anualmente, 

7,40 milhões de toneladas de petroquímicos (REZNIK et al., 2010). 

Estima-se que cada tonelada de petroquímico utilizados na fabricação de 

surfactantes provoca a emissão de 4,27 toneladas de CO2 e que o uso destes 

compostos gera a emissão anual de 31,6 milhões de toneladas de CO2
 no meio 

ambiente (PATEL et al., 1999). Além disso, de acordo com a Agência de Proteção 

Ambiental dos EUA (EPA), a combustão de 1 litro de gasolina produz 8,8 kg de CO2. 

Assim, Reznik et al. (2010) estimaram a emissão anual de CO2, em função do uso 

de petroquímicos para produção de surfactantes, o equivalente à combustão de 

13,63 bilhões de litros de gasolina. 

Neste contexto, o acelerado desenvolvimento industrial e crescimento 

populacional estão continuamente ocasionando impactos ambientais, o que torna 

esta questão uma preocupação mundial. Deste modo, a tendência para a utilização 

de tecnologias ecologicamente viáveis aumentou a busca por compostos 

biodegradáveis originados de substratos renováveis ou resíduos industriais 

(MARCHANT;BANAT, 2012). 

1.5. Biossurfactantes 

A busca por novas tecnologias de produção de surfactantes está, atualmente, 

em destaque nos avanços biotecnológicos proporcionados pela ciência. Observa-se 

um elevado aumento no número de patentes envolvendo biossurfactantes no início 
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deste século, sendo que mais de 70% destas foram registradas entre 2000 e 2010. 

Em contrapartida, a maioria dos registros de patentes para surfactantes químicos foi 

realizada na década de 1900, com uma queda abrupta, após o ano 2000 (MÜLLER 

et al., 2012).  

Os biossurfactantes são, portanto, a escolha natural para tais processos, pois 

possuem diversas vantagens, em comparação aos surfactantes sintéticos, tais 

como: (1) viabilidade de produção fermentativa, utilizando recursos renováveis; 

(2) efetividade em pequenas quantidades (ppm), mesmo sob condições extremas; 

(3) potencial seletivo e específico para diversas aplicações; (4) menor toxicidade; 

(5) maior biodegradabilidade; e (6) estabilidade a variações de pH, de salinidade e 

de temperatura (ABDEL-MAWGOUD, 2010; BANAT et al.,2010; CAMEOTRA et al., 

2010; HAZRA et al. 2011). 

Os biossurfactantes agem como tensoativos e são produzidos por micro-

organismos para aumentar a acessibilidade de substratos hidrofóbicos às células, 

facilitando o metabolismo e o desenvolvimento da microbiota existente e, 

consequentemente, aumentando a biodegradação (ROCHA, 2006). 

Tratam-se de metabólitos secundários que apresentam atividade tensoativa e 

são sintetizados por uma grande variedade de micro-organismos (BANAT et al., 

2000; DESAI; BANAT, 1997). A maior vantagem dos biossurfactantes, quando 

comparado aos surfactantes sintéticos, está na sua diversidade estrutural e 

aceitabilidade ambiental por serem biodegradáveis, biocompatíveis, menos tóxicos, 

com maior especificidade, possibilidade de produção in situ e também a partir de 

substratos renováveis e resíduos agroindustriais (MULLIGAN, 2009). 

A grande variedade e o potencial dos biossurfactantes possibilitam várias 

aplicações industriais: alimentos, petroquímica, mineração, agricultura, cosméticos, 

farmacêutica, têxtil, couro, construção civil, tintas, química e outras. Ademais, estas 

moléculas têm a capacidade de diminuir tensão superficial e interfacial entre sólidos, 

líquidos e gases e possuem importantes propriedades, tais como: detergência, 

emulsificação, formação de espuma, dispersão, umedecimento e espessamento 

(DESAI; BANAT, 1997; BANAT et al. 2000; THANOMSUB et al., 2007; COIMBRA et 

al. 2009; MAKKAR et al., 2011). 

Suas propriedades podem favorecer o crescimento microbiano, sequestrar 

metais pesados de ambientes contaminados, Recuperação Microbiana de Óleos - 

MEOR (Microbial Enhanced Oil Recovery), auxiliar na perfuração de poços 
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petrolíferos, produzir lubrificantes, facilitar a biorremediação de poluentes, entre 

outras aplicações. Assim, os biossurfactantes representam um material 

multifuncional, devido a tais características únicas e, portanto, uma importante 

alternativa para substituição de compostos e processos químicos (DESAI; BANAT, 

1997; BANAT et al. 2000; MAKKAR et al., 2011; MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012). 

Do ponto de vista ambiental, os biossurfactantes são amplamente aceitos no 

processo de remediação tanto em ambientes aquáticos quanto em terrestres 

(CAMEOTRA; BOLLAG, 2003; CAMEOTRA; MAKKAR, 2010). 

Um biossurfactante é composto de uma porção hidrofílica - aminoácidos, 

peptídeos, mono/dissacarídeos, polissacarídeos - e uma porção hidrofóbica - ácidos 

graxos saturados ou insaturados (DESAI; BANAT, 1997; BANAT et al., 2000; 

SMYTH et al., 2010). 

Sua composição química depende do micro-organismo produtor, do substrato 

e das condições do processo fermentativo. Neste sentido, os biossurfactantes são 

classificados por sua estrutura química (CAMEOTRA; MAKKAR, 1998; BANAT et al., 

2000; CAMEOTRA; MAKKAR, 2004; NITSCHKE et al., 2005a; VAN HAMME et al., 

2006; SINGH et al., 2007). Estas moléculas possuem alta diversidade estrutural e 

suas principais classes incluem os glicolipídios, lipopeptídios e lipoproteínas, ácidos 

graxos e fosfolipídios e biossurfactantes poliméricos (MAKKAR; CAMEOTRA, 1999; 

NITSCHKE; PASTORE, 2006). 

Os micro-organismos produtores de biossurfactantes são geralmente isolados 

a partir de ambientes contaminados por hidrocarbonetos de petróleo. Isto 

geralmente ocorre uma vez que, na natureza, os biossurfactantes desempenham o 

papel fisiológico da biodisponibilidade crescente de moléculas hidrofóbicas que 

estão envolvidas na sinalização celular e processos de diferenciação, o que facilita o 

metabolismo destas moléculas como fontes de carbono pela microbiota (SINGH et 

al., 2007). 

1.5.1. Ramnolipídios 

Dentre a gama de micro-organismos produtores de biossurfactantes, as 

bactérias encontram-se em grande destaque. Bactérias pertencentes ao gênero 

Pseudomonas são capazes de sintetizar biossurfactantes conhecidos como 

ramnolipídios, que, estruturalmente, são glicolipídios contendo ácidos graxos ligados 

a moléculas de ramnose – Rha. A porção lipídica é representada pelo ácido β-
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hidrodecanóico (HAUSER; KARNOVSKY, 1957; REILING et al., 1986; ZHANG; 

MILLER, 1992; LANG; WULLBRANDT, 1999; BANAT et al., 2000; MAIER; 

SOBERÓN-CHÁVEZ, 2000; NITSCHKE et al., 2005b; MARCHANT; BANAT, 2012). 

Bactérias do gênero Pseudomonas, mais especificamente P. aeruginosa, 

tratam-se de micro-organismos isolados de diferentes ambientes, mas também 

podem ser patógenos oportunistas em humanos, ocasionando sérias complicações 

(LYCZAK et al., 2000).  

De acordo com Lang e Wagner (1987), a produção de ramnolipídios por 

P. aeruginosa tem sido vastamente estudada, sendo relatadas misturas de espécies 

homólogas destes compostos: RL1 (RhaC10C10), RL2 (RhaC10), RL3 (Rha2C10C10) e 

RL4 (Rha2C10), conforme apresentado na Figura 4. Estes diferentes tipos de 

ramnolipídios possuem estrutura química e atividade de superfície semelhantes, 

além de apresentar uma massa molecular média de 577 u (TORRENS et al., 1998). 

Suas propriedades dependem da composição da mistura em relação às moléculas 

homólogas, sendo determinada pela linhagem bacteriana e pelas condições do meio 

de cultura e do cultivo (GUERRA-SANTOS et al., 1984). 

 

Figura 4 - Estruturas dos quatro principais homólogos de ramnolipídios. RL1 e RL2 – 2 
e 1 moléculas de ramnose, respectivamente, ligadas à duas moléculas de ácido graxo; 
RL3 e RL4 - 2 e 1 moléculas de ramnose, respectivamente, ligadas à uma molécula de 

ácido graxo (LOVAGLIO, 2011). 
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Estes biotensoativos são considerados como a classe mais promissora em 

termos de produção industrial, por suas características físico-químicas e biológicas 

distintas e alta produtividade (SOBERÓN-CHÁVEZ, 2004; NITSCHKE et al., 2005b; 

COSTA et al., 2006). 

Além do uso industrial e potencial biorremediador, Wang et al. (2005) 

verificaram que ramnolipídios produzidos por P. aeruginosa tem efeito algicida. 

Embora existam poucos relatos de atividade antimicrobiana dos biossurfactantes, o 

ramnolipídio produzido por P. aeruginosa LBI apresentou-se como agente 

microbiocida para micro-organismos Gram+ e Gram-, além de propriedades 

antifúngicas (BENINCASA et al., 2004) e antivirais (ABALOS et al., 2001). De acordo 

com Thanomsub et al. (2007), ramnolipídios produzido por P. aeruginosa B189 tem 

potencial para ser aplicado como agente antitumoral. 

Outras aplicações incluem a produção de compostos químicos, a remediação 

ambiental e como agente de controle biológico (SOBERÓN-CHÁVEZ, 2004). Desta 

forma, diversos estudos são realizados devido à sua extrema importância ambiental 

e industrial e em função da possibilidade de ser obtido por uma grande variedade de 

fontes de carbono (BENINCASA et al., 2002; BENINCASA et al., 2004; NITSCHKE 

et al., 2005b; COSTA et al., 2006). 

O gênero Pseudomonas demonstrou-se eficaz na utilização de resíduos 

agroindustriais como fonte de carbono para a produção de ramnolipídios. Estudos 

revelaram a produção a partir de melaço, soro de leite, resíduo da coco, glicerol, 

casca de laranja, entre outros (APARNA et al., 2012). 

Os biossurfactantes produzidos nestas condições apresentaram-se estáveis 

(pH, temperatura e salinidade), com alta capacidade tensoativa e habilidade em 

emulsificar diferentes hidrocarbonetos. Consequentemente, estas moléculas são 

importantes ferramentas ecológicas para utilização na biorremediação de ambientes 

contaminados em função da possibilidade de sua produção a partir de substratos 

renováveis e resíduos agroindustriais (BANAT et al., 2000; CAMEOTRA; MAKKAR, 

2004; LOVAGLIO et al., 2011a; APARNA et al., 2012). 

1.5.2. Produção de biossurfactantes a partir de substratos alternativos 

No início do interesse científico pelos biossurfactantes, por volta de 1980 

(SYLDATK; WAGNER, 1987), apenas hidrocarbonetos puros eram utilizados como 
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fonte de carbono para sua produção (FISH et al., 1982; HISATSUKA et al., 1971; 

ITOH; SUZUKI, 1972; SYLDATK et al., 1985), o que tornava o processo caro. 

Apesar de suas inúmeras vantagens sobre os surfactantes químicos 

sintéticos, os biossurfactantes ainda possuem obstáculos econômicos no processo 

em larga escala e no custo de produção. Com isto, os esforços nas últimas décadas 

concentraram-se em minimizar os custos de produção, a fim de facilitar uma maior 

utilização comercial (KOSARIC, 1992; BOGNOLO, 1999; MUKHERJEE et al., 2006; 

COSTA et al., 2008; NITSCHKE et al., 2011). 

Atualmente, os valores dos biossurfactantes nos EUA estão cerca de 20-30% 

mais caro do que os surfactantes de origem química (MAIER; SOBERÓN-CHÁVEZ, 

2000). Neste sentido, estratégias alternativas têm sido adotadas, a fim de 

estabelecer uma relação de custo competitiva aos surfactantes sintéticos. Incluem-

se: (1) desenvolvimento de micro-organismos geneticamente modificados para 

obtenção de melhor rendimento no processo fermentativo; (2) utilização de matérias-

primas de maior custo-benefício para o crescimento microbiano e produção de 

biossurfactante, e (3) desenvolvimento de processos de produção em larga escala e 

economicamente viáveis (MUKHERJEE et al., 2006; HAZRA et al., 2011). 

Assim, uma estratégia possível para reduzir os custos de produção é a 

utilização de fontes alternativas de nutrientes, facilmente disponíveis e de baixo 

custo tais como subproduto agrícola ou de processamento industrial (HENKEL et al., 

2012). A utilização de resíduos agroindustriais como meio de produção torna-se uma 

estratégia economicamente interessante, uma vez que a matéria-prima representa 

cerca de 10-30% do custo total neste processo biotecnológico (CAMEOTRA; 

MAKKAR, 1998; MUKHERJEE et al., 2006). Estes compostos são conhecidos por 

apresentar elevados níveis de hidratos de carbono e lipídios, ambos necessários 

para o crescimento de micro-organismos e biossíntese de biossurfactantes 

(NITSCHKE et al., 2005a,b; BENINCASA, 2007; FELSE et al., 2007). 

Muitos gêneros microbianos demonstraram-se capazes de produzir 

biossurfactantes a partir destes resíduos – Azotobacter, Bacillus, Brevibacterium, 

Burkholderia, Corynebacterium, Flavobacterium, Lactobacillus, Micrococcus, 

Nocardia, Nocardiopsis, Pseudomonas, Pseudoxanthomonas, Rhodococcus, 

Tsukamurella, Candida, Pseudozyma, Trichosporon, entre outros (KIM et al., 2000; 

BOUDOUR et al., 2004; THAVASI et al., 2008; MONTEIRO et al., 2009; MAKKAR et 

al., 2011; THAVASI et al., 2011). 
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Além disso, há uma grande variedade destes substratos alternativos utilizados 

na produção de biossurfactantes: borras obtidas pela fabricação de óleos vegetais 

(amendoim, coco, milho, oliva, soja); óleos de fritura de diferentes origens (girassol, 

oliva, soja), resíduos do processamento de vegetais (batata, cevada, caju, 

mandioca, trigo); melaço de cana de açúcar; soro de leite; turfa; resíduos oleosos de 

refinarias de petróleo; resíduos lignocelulósicos (cascas de laranja, espigas de 

milho) e; recentemente, glicerol, originado da produção de biodiesel (VATER, 1986; 

SHEPPARD; MULLIGAN, 1987; MERCADE et al., 1993; DESAI; BANAT, 1997; 

CAMEOTRA; MAKKAR, 1998; FOX; BALA, 2000; HABA  et al., 2000; NITSCHKE et 

al., 2004; BENINCASA, 2007; MOLDES et al., 2007; BARROS et al., 2008; 

SOBRINHO et al., 2008; HAVASI et al., 2008; MONTEIRO et al., 2009; ROCHA et 

al., 2009; THAVASI et al., 2011; ACCORSINI et al., 2012; APARNA et al., 2012). 

Quando se utiliza resíduos agroindustriais como substratos para a obtenção 

de biossurfactantes, o custo de produção e o volume de compostos a ser despejado 

no meio ambiente são menores. Assim, o impacto ambiental da indústria torna-se 

menor e, além disso, há a valorização econômica dos resíduos que seriam 

descartados (MULLIGAN, 2009; ACCORSINI et al., 2012). 

1.6. Biodegradação de hidrocarbonetos 

A respiração da comunidade microbiana é utilizada como indicador de 

atividade biológica, constituindo-se numa ferramenta importante para avaliar o 

potencial de biodegradação de compostos orgânicos. Neste sentido, ensaios de 

respirometria permitem avaliar este potencial, pois consiste na determinação da 

quantidade de CO2 gerado pela degradação da matéria orgânica, a partir do 

metabolismo microbiano (SIVIERO, 1999). 

O método respirométrico provê dados adequados para testar diferentes 

opções no tratamento biológico, como o efeito de diferentes fatores sobre a 

biodegradação. O teste pode ser usado também para confirmar a degradação de 

compostos, antes de ser utilizado em um processo de biorremediação em escala 

real para grandes áreas (BALBA et al., 1998). 

Montagnolli et al. (2009), em ensaios de respirometria, obtiveram dados sobre 

a biodegradação de óleos lubrificantes utilizando respirômetros de Bartha e Pramer 

(1965). Modelos cinéticos foram aplicados às curvas de biodegradação, os quais 
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demonstraram que a taxa de biodegradação de óleos lubrificantes automotivos, 

quando comparadas às de óleos vegetais, tendem a diminuir mais lentamente e 

duram mais tempo. Entretanto, não foi determinada a influência de outros fatores na 

biodegradação, como por exemplo, a aplicação de biossurfactantes. 

Lopes e Bidoia (2009) também avaliaram a biodegradação de óleos 

lubrificantes automotivos em meio líquido pelo mesmo método (BARTHA; PRAMER, 

1965). Os resultados revelaram que o óleo usado possui maior biodegradabilidade, 

quando comparado a óleos novos, fenômeno explicado pelo processamento do 

lubrificante em altas pressões e temperaturas ao qual é submetido durante seu uso 

em motores automobilísticos. Igualmente ao estudo de Montagnolli et al. (2009), a 

pesquisa não se utilizou de biossurfactantes nos ensaios de biodegradação. 

Somado aos estudos de respirometria, a capacidade de diferentes micro-

organismos na biodegradação pode ser verificada também utilizando a técnica 

colorimétrica baseada no indicador redox 2,6-diclorofenol indofenol (DCPIP). Com 

sua adição ao meio de cultura, é possível avaliar a capacidade dos micro-

organismos em utilizar hidrocarbonetos como substrato e sua consequente 

biodegradação pela alteração de cor do DCPIP de azul, estado oxidado, para 

incolor, estado reduzido (BIDOIA et al., 2010). 

Hanson et al. (1993) desenvolveram a técnica de avaliação da biodegradação 

com DCPIP e, em seu trabalho, realizaram uma possível aplicação do indicador em 

meio Bushnell-Haas no screening de micro-organismos na degradação de petróleo. 

Nesse experimento, bactérias com alto potencial biodegradador foram capazes de 

tornar o meio incolor, após 24 h de incubação. Contudo, o tempo necessário de 

descoloração para cada cultura foi considerado um indicador de suas respectivas 

habilidades de metabolismo para a substância em análise. 

Mariano et al. (2007) demonstraram que bactérias encontradas em água 

subterrânea, próximo a um vazamento de combustível, têm a capacidade de 

biodegradar óleo diesel em curto prazo. Assim, a técnica revelou-se eficiente em 

identificar a microbiota melhor adaptada em biodegradar hidrocarbonetos. 

Em 2008, Mariano et al. estudaram diferentes culturas bacterianas e 

consórcios microbianos na biodegradação de óleo diesel comercial e intemperizado, 

sem o uso de biossurfactantes, por duas metodologias: método respirométrico de 

Bartha (BARTHA; PRAMER, 1965; CETESB, 1990; ABNT, 1999) e descoloração de 

DCPIP (HANSON et al., 1993; BIDOIA et al., 2010). Seus resultados revelaram que 
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ambos os procedimentos foram capazes de avaliar a ação dos diferentes micro-

organismos na degradação deste hidrocarboneto e estabelecer a velocidade da 

biodegradação. 

1.7. Ecotoxicidade 

A ecotoxicologia é o ramo da toxicologia que trata do estudo dos efeitos 

tóxicos causados por poluentes naturais ou sintéticos nos ecossistemas, causando 

impacto nas comunidades animais, vegetais e microbianas (FORBES; FORBES, 

1994).  

Apesar da caracterização da poluição e da concentração dos poluentes serem 

realizadas por métodos físico-químicos, a qualidade global do solo contaminado não 

pode ser inferida apenas por meio destas análises. No que diz respeito à 

ecotoxicidade dos poluentes, as metodologias mais adequadas na determinação dos 

seus riscos sobre a ecologia do solo e o meio ambiente são as técnicas biológicas 

(TANG et al., 2011). 

Segundo Smaka-Kincl et al. (1997), testes ecotoxicológicos são 

indispensáveis para avaliar as reações dos organismos vivos à poluição ambiental e 

indicar os possíveis efeitos sinergéticos dos diversos poluentes, enquanto análises 

físico-químicas geram informações isoladas da presença e concentração de 

diferentes compostos. Logo, estas análises não são suficientes para avaliar os 

efeitos biológicos, pois não é possível avaliar todos os compostos e efeitos 

sinérgicos que contribuem para a toxicidade do poluente (BANKS; SCHULTZ, 2005; 

PLAZA et al., 2005). 

Os seres vivos estão expostos a numerosos agentes potencialmente tóxicos e 

a ação destes compostos nos organismos pode provocar efeitos deletérios (ARNAIZ, 

1995). De acordo com a OECD (1994), as substâncias tóxicas persistem e se 

acumulam, comprometendo o ambiente e, consequentemente, a espécie humana 

em decorrência da transferência de contaminantes pela cadeia trófica ou por 

veiculação hídrica. 

A diminuição nas concentrações dos contaminantes por biorremediação ou 

outros tratamentos nem sempre indica que a toxicidade no ambiente diminuiu 

(LOEHR; WEBSTER, 1997; TAMADA et al., 2012b). A degradação incompleta e 

consequente formação de compostos (metabólitos) intermediários tóxicos podem 
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resultar numa maior toxicidade durante o processo de remediação (LOEHR; 

WEBSTER, 1997; LOIBNER et al, 2003; TAMADA et al., 2012b). 

Na avaliação de solo contaminado por petróleo e derivados, o 

desaparecimento dos hidrocarbonetos pode significar a ocorrência de lixiviação ou 

que os compostos não se encontram biodisponíveis. Portanto, é recomendado 

combinar a análise química a ensaios de ecotoxicidade, para elucidar estes efeitos e 

avaliar o risco associado à contaminação. De tal modo, o monitoramento detalhado 

e uma avaliação final, acerca da eficiência do processo, são cruciais para 

adequação da biorremediação, com o intuito de estabelecer os padrões de 

segurança ambiental (AL-MUTAIRI et al., 2008; MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012). 

Atualmente, observa-se o uso cotidiano de surfactantes químicos em 

ambientes contaminados por petróleo e derivados. Entretanto, esta crescente 

aplicação na remediação in situ vai de encontro à falta de informação existente 

referente a seus efeitos ambientais, como a toxicidade destes surfactantes 

(FRANZETTI et al., 2006). 

Dentre as consequências da aplicação de surfactantes químicos na natureza, 

está seu efeito tóxico à microbiota local. Neste caso, destacam-se dois fatores: (1) o 

rompimento da membrana celular pela interação entre surfactante e seus 

componentes lipídicos; e (2) a reação da molécula do surfactante com proteínas 

essenciais ao funcionamento da célula (GLOXHUBER, 1980; JENSEN, 1999). 

Logo, o propósito dos testes ecotoxicológicos é estabelecer o potencial de 

impacto de um composto químico na biota presente no meio ambiente. Em posse 

desta informação, é possível controlar o uso de determinadas substâncias e avaliar 

meios de tratamento deste resíduo, após a contaminação ambiental (HAGNER et al., 

2010). 

Diferentes ensaios com vários organismos-teste são aplicados no 

monitoramento ecotoxicológico de ambientes contaminados, respondendo de forma 

distinta a cada poluente. No solo, ainda são considerados os efeitos dos parâmetros 

físico-químicos e biológicos, que podem ocasionar algum efeito deletério no 

organismo-teste em questão (LABUD et al., 2007; AL-MUTAIRI et al., 2008). 

Os efeitos tóxicos diretos na sobrevivência, crescimento ou reprodução de 

organismos-teste podem refletir o potencial ecotoxicológico de solos contaminados 

(FENT, 2003). Assim, diversos procedimentos demonstram-se úteis no fornecimento 
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de informações quanto ao progresso da biorremediação de solos contaminados por 

petróleo e derivados (MARWOOD et al., 1998). 

Dentre estas opções, ensaios de fitotoxicidade (germinação de sementes e o 

desenvolvimento das plântulas) têm sido utilizados para avaliar a eficácia do 

tratamento e a recuperação de ambientes contaminados por hidrocarbonetos 

(AMAKIRI; ONOFEGHARA, 1984; FERRARI et al., 1999; ADAM; DUNCAN, 2002; 

BANKS; SCHULTZ, 2005; MOLINA-BARAHONA et al., 2005; LOPES et al., 2010; 

TAMADA et al., 2012a,b; CRUZ et al., 2013a,b). 

Bioensaios vegetais aplicados a estudos de contaminação de ambientes 

terrestres contaminados com hidrocarbonetos incluem vários organismos-teste: 

Allium cepa (MAZZEO et al., 2011; VENTURA-CAMARGO et al., 2011; SOUZA et 

al., 2013), Allium sativum, Amaranthus espinosus (TIQUIA et al., 1996); Arachis 

hypogaea (OGBO, 2009), Avena sativa (DORN; SALANITRO, 2000), Barbarea verna 

(CRUZ et al., 2013a), Brassica alba (SASEK et al., 2003; DAWSON et al., 2007; 

MARECIK et al., 2012), Brassica oleracea (CRUZ et al., 2013a), Brassica 

parachinensis (TIQUIA et al., 1996); Calamagrostis canadensis (PRINCZ et al., 

2012), Capsicum frutescens (AMAKIRI; ONOFEGHARA, 1984), Cardamine pratensis 

(MARECIK et al., 2012), Cucumis sativus (TIQUIA et al., 1996; CRUZ et al., 2013a); 

Eruca sativa (LOPES et al., 2010; TAMADA et al., 2012a,b); Euchlaena mexicana, 

Festuca arundinacea, Gossypium hirsutum (TANG et al., 2011); Lactuca sativa 

(HAMDI et al., 2007; AL-MUTAIRI et al., 2008; MILLIOLI et al., 2009; LOPES et al., 

2010; TAMADA et al., 2012a,b); Lolium perenne (PALMROTH et al, 2002; SIDDIQUI; 

ADAMS, 2002; DAWSON et al., 2007; LABUD et al., 2007), Lycopersicon 

esculentum (TIQUIA et al., 1996); Medicago sativa (MARECIK et al., 2012), Ordeum 

vulgare (LABUD et al., 2007), Picea glauca, Picea mariana, Pinus banksiana 

(PRINCZ et al., 2012), Pisum sativum (PALMROTH et al., 2002; DAWSON et al., 

2007), Solidago canadensis (PRINCZ et al., 2012), Populus tremuloides (PRINCZ et 

al., 2012), Sinapis alba (MARECIK et al., 2012), Sorghum sp. (TANG et al., 2011; 

MARECIK et al., 2012), Triticum aestivum (DORN; SALANITRO, 2000; TANG et al., 

2011); Vigna unguiculata (OGBO, 2009), Zea mays (AMAKIRI; ONOFEGHARA, 

1984; DORN; SALANITRO, 2000; OGBOGHODO et al., 2004; OGBO, 2009; TANG 

et al., 2011), entre outros. 

Para os ensaios de ecotoxicidade realizados com sementes já foram 

utilizados por diversos estudos na avaliação de contaminantes em solo como: 
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explosivos (GUNDERSON et al., 1997; FRISCHE, 2003), herbicidas (BOUTIN et al., 

2004), resíduos industriais (ARAÚJO; MONTEIRO, 2005) e petróleo (BANKS; 

SCHULTZ, 2005) e derivados (DORN; SALANITRO, 2000; AL-MUTAIRI et al., 2008; 

MILLIOLI et al., 2009; MARECIK et al., 2012; CRUZ et al., 2013a,b), incluindo óleos 

lubrificantes (LOPES et al., 2012; TAMADA et al., 2012a). 

Análises fitotoxicológicas são consideradas de curto prazo e avaliam os 

efeitos de toxicidade aguda. Nestes estudos, as sementes são plantadas em uma 

pequena quantidade do solo contaminado e, após o período de incubação, são 

contabilizadas aquelas que germinaram e avaliados o desenvolvimento do hipocótilo 

e da raiz (KAPANEN; ITAVAARA, 2001). Assim, os resultados são expressos em 

comparação com os percentuais de germinação e desenvolvimentos obtidos no 

controle negativo (BANKS; SCHULTZ, 2005). 

Consequentemente, a avaliação da fitotoxicidade de compostos é um dos 

critérios mais importantes a ser utilizado para evitar danos ambientais antes de 

compostos poluentes serem descartados no meio ambiente sem o devido tratamento 

(TIQUIA et al., 1996). 

Portanto, a utilização de sementes na análise toxicológica de ambientes 

contaminados destaca-se como uma técnica simples e de baixo custo. Ademais, 

revela-se como uma potencial ferramenta no monitoramento ambiental, durante um 

processo de remediação, que permite avaliar a resposta das ações de mitigação 

adotadas (AL-MUTAIRI et al., 2008). 

1.8. Diversidade microbiana em solos 

Ecologia microbiana denomina a ciência que estuda as interações dos micro-

organismos entre si, entre outros organismos e com o ecossistema. Estas interações 

podem ocasionar alterações químicas benéficas ou prejudiciais ao meio. Por 

consequência, os ecossistemas microbianos e os microambientes são responsáveis 

pelo crescimento e propagação da microbiota (ANDREOTE et al., 2009). 

Neste sentido, os processos bioquímicos prevalecentes em ambiente terrestre 

são definidos em função da organização das comunidades microbianas. Contudo, as 

relações entre estruturas destas comunidades e as atividades bioquímicas que 

ocorrem nos solos são muito pouco conhecidas, dificultando a compreensão dos 

mecanismos que regulam seu funcionamento (LAMBAIS et al., 2005). 
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Ainda segundo Lambais et al. (2005), a diversidade microbiana pode ter um 

importante papel na manutenção da qualidade dos solos. Organizando-se de forma 

previsível, em diferentes condições edáficas ou em resposta a diferentes tipos de 

distúrbios, as comunidades microbianas poderiam ser utilizadas como indicadores 

de qualidade dos solos. 

De acordo com Tótola e Chaer (2002), diversidade biológica é a variedade de 

espécies presentes em um ecossistema, assim como a variedade de genótipos 

dentro da mesma espécie. A diversidade biológica dos solos pode ser explicada pela 

riqueza de espécies e suas ligações com os processos bioquímicos no ambiente 

terrestre (KENNEDY; SMITH, 1995). 

Nestes ambientes, as diferentes populações microbianas, que estão em 

diversas associações com outros seres vivos e com o meio externo, são capazes de 

realizar a biodegradação de compostos por meio de ciclos biogeoquímicos, 

decorrentes de processos biológicos e químicos de substâncias (MUYZER et al., 

1993; KENNEDY; SMITH, 1995; ØVREÅS, 2000). 

Durante o processo de biorremediação de áreas contaminadas, a dinâmica 

populacional dos micro-organismos está em constante mudança e apresenta 

variações, de acordo com as condições ambientais. Neste sentido, a aplicação de 

técnicas moleculares torna capaz o estudo da comunidade microbiana que se 

estabelece no meio (ØVREÅS et al., 1997; NOGUEZ et al., 2005; THERON; 

CLOETE, 2000; LAMBAIS et al., 2005; TÓTOLA; CHAER, 2002). 

Um grande avanço nos estudos de ecologia microbiana ocorreu com a 

aplicação de técnicas moleculares, baseadas nas análises do DNA total extraído 

diretamente de ambientes naturais ou não, sem a necessidade de cultivar micro-

organismos (PACE et al., 1986; MUYZER et al., 1993; ØVREÅS et al., 1997; 

MUYZER; SMALLA, 1998; TORSVIK et al., 1998; ARMANN; LUDWIG, 2000; 

ØVREÅS, 2000; KEMP; ALLER, 2004; KIRK et al., 2004; ZHOU et al., 2004). Os 

estudos moleculares tornaram-se possíveis a partir de Pace et al. (1986), pioneiros 

em análises de comunidades microbianas, utilizando informações de sequência de 

nucleotídeos do gene codificador do RNA ribossômico 16S (DNAr), o qual se trata 

de uma sequência muito conservada presente em todas as células procarióticas. 

A análise do material genético microbiano fornece informação sobre a 

composição de espécies e as estruturas das diferentes comunidades, de acordo 

com o tratamento proposto. Embora, a princípio, qualquer gene possa ser usado nas 
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análises, os genes 16S rRNA de procariotos e a região interespaçadora ITS de 

eucariotos são os mais utilizados como moléculas marcadoras para este propósito, 

uma vez que estão presentes, respectivamente, em todos procariotos e eucariotos. 

Estas estruturas apresentam regiões conservadas e variadas, o que torna possível o 

desenho de primers e sondas com diferentes níveis de especificidade; têm 

informação de sequência suficiente para inferência filogenética; e, estão presentes 

em grande número de células, o que facilita sua detecção. Outros alvos definidos 

são genes que codificam para funções ecológicas específicas (ROTTHAUWE et al., 

1997; GUMIERE, 2012). 

As técnicas de fingerprinting são utilizadas a fim de se obter uma visão global 

da estrutura genética da comunidade microbiana. Sua aplicação em estudos de 

ecologia microbiana vem sendo amplamente disseminada nos últimos anos, uma 

vez que constituem metodologias rápidas e, relativamente, fáceis de operar, 

permitindo a análise simultânea de múltiplas amostras ambientais. Estas técnicas 

para análise de ácidos nucléicos têm sido desenvolvidas mediante variações no 

método básico de PCR (Reação em Cadeia de Polimerase – Polymerase Chain 

Reaction), utilizado com acuidade no diagnóstico, quantificação, caracterização e 

identificação de micro-organismos e atividade dos mesmos (KIRK et al., 2004). Em 

genética de populações e ecologia microbiana, a PCR gera dados para estudos da 

distribuição natural de membros dos Domínios Bacteria, Archaea e Eucarya 

(NAVARRETE, 2009). 

De uma maneira simplificada, a diversidade das sequências de DNA, obtidas 

a partir da amostra ambiental, é estimada pela migração eletroforética diferencial em 

géis de agarose e acrilamida ou por eletroforese capilar automatizada, em função do 

tamanho ou composição das sequências. O fingerprinting genético fornece um perfil 

de bandas ou picos que reflete a complexidade da comunidade microbiana 

analisada (MUYZER et al., 1993; TORSVIK et al., 1998; KIRK et al., 2004; 

NAVARRETE, 2009). 

A variabilidade nas sequências do 16S rDNA pode ser avaliada, por exemplo, 

por meio de Eletroforese em Gel de poliacrilamida com Gradiente Desnaturante 

(DGGE). Essa técnica foi utilizada primeiramente por Muyzer et al. (1993) e está 

fundamentada na separação de fragmentos de DNA com o mesmo tamanho, porém 

com sequências de nucleotídeos diferentes, baseada na mobilidade eletroforética de 

uma molécula de DNA, parcialmente desnaturada, em géis de poliacrilamida 
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contendo gradiente crescente de agentes desnaturantes, como ureia e formamida. O 

padrão de migração destes fragmentos, denominados amplicons, no gel é resultado 

de sua composição de nucleotídeos e de seu teor guanina-citosina, G+C (LAMBAIS 

et al., 2005). 

De acordo com Muyzer et al.(1993), a técnica de DGGE é um método muito 

apropriado não somente para caracterizar comunidades complexas, como também 

para: inferir sobre a filogenia dos membros destas, testar a pureza de linhagens 

bacterianas, monitorar o isolamento de micro-organismos, a partir de amostras 

ambientais, e acompanhar a dinâmica de populações específicas em funções de 

variações ambientais ou das condições operacionais de um sistema. 

Assim, a técnica PCR-DGGE foi abordada em diversos estudos na avaliação 

da diversidade microbiana em solo (LAMBAIS et al., 2006; GUMIERE, 2012) e 

também em ecossistemas terrestres contaminados com hidrocarbonetos de petróleo 

(NAKATANI et al., 2008; GONZÁLEZ et al., 2011; LIU et al., 2011, LORS et al., 

2010; 2012; LLADÓ et al., 2012; 2013; SIMARRO et al., 2013). 

 

 

  



 

2. OBJETIVOS 

2.1. Geral 

 Avaliar a biodegradação de óleo lubrificante automotivo usado associado ao 

solo pela aplicação de diferentes soluções de surfactantes químicos e 

biossurfactante produzido por Pseudomonas aeruginosa LBI a partir de 

borra de soja, analisando a eficiência do processo de biorremediação 

quanto: ao metabolismo microbiano; aos parâmetros físico-químicos do 

solo, à ecotoxicidade do meio; e à diversidade da comunidade microbiana. 

2.2. Específicos 

 Produzir ramnolipídios por P. aeruginosa LBI, utilizando um resíduo 

agroindustrial (borra de soja); 

 Caracterizar as propriedades físico-químicas do biossurfactante obtido, 

investigando o potencial para novas aplicações e desenvolvimento de 

estratégias de biorremediação de ambientes contaminados por 

hidrocarboneto de petróleo; 

 Analisar o metabolismo microbiano na degradação do óleo lubrificante usado 

em diferentes sistemas de tratamento, comparando o efeito da aplicação de 

biossurfactante e de surfactantes químicos; 

 Monitorar o potencial ecotoxicológico e composição físico-química das 

amostras de solo nos tratamentos antes e após o processo de 

biorremediação; 
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 Verificar o efeito da aplicação das soluções de surfactantes quanto a 

alterações na estrutura da comunidade microbiana, por meio de técnicas de 

biologia molecular. 

 

 

 

  



 

3. CAPÍTULO 1 

Produção de ramnolipídios por Pseudomonas aeruginosa 

LBI a partir de borra de soja
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3.1. Introdução 

O interesse biotecnológico nos biossurfactantes iniciou-se na década de 

1980, quando sua utilização era basicamente restrita à MEOR (SYLDATK; 

WAGNER, 1987). Estes compostos são metabólitos microbianos, que apresentam 

atividade superficial e são sintetizados por uma grande variedade de micro-

organismos (BANAT et al., 2000; DESAI; BANAT, 1997). Eles geralmente 

apresentam como estrutura glicolipídios, lipopeptídios, complexos polissacarídeo-

proteína, fosfolipídios, ácidos graxos e lipídios neutros (DESAI BANAT, 1997; DAS; 

MUKHERJEE, 2007). 

As vantagens destes compostos, quando comparado aos surfactantes 

sintéticos, são a sua diversidade estrutural, baixa toxicidade e alta 

biodegradabilidade (MULLIGAN, 2009; BANAT et al.,2010; CAMEOTRA et al., 2010; 

HAZRA et al. 2011; LOVAGLIO et al., 2011a). 

Devido às suas propriedades tensoativas, esses detergentes biológicos 

podem ser aplicados em diferentes ramos da indústria, como: alimentício, cosmético, 

farmacêutico, químico, petroquímico, da saúde, têxtil, etc. Além disso, são aplicados 

na biorremediação de ambientes contaminados por hidrocarbonetos de petróleo e 

MEOR (TIEHM, 1994; BERTRAND et al., 1994; SANDRIN et al., 1990; BANAT et al., 

2000; THANOMSUB et al., 2007; TACCARI et al., 2012; SZULC et al., 2014). 

Estes biotensoativos têm a propriedade de formar microemulsões e micelas, 

facilitando a solubilização de hidrocarbonetos em água. Essa propriedade está 

relacionada à sua composição molecular que apresenta uma porção hidrofílica 

composta de aminoácidos, peptídeos, ânions, cátions, monossacarídeos, 

dissacarídeos ou polissacarídeos; e uma porção hidrofóbica composta por ácidos 

graxos saturados, insaturados ou hidroxilados (GEORGIOU et al., 1992; LOVAGLIO 

et al., 2011a).  

Os tensoativos sintetizados por P. aeruginosa são glicolipídios, denominados 

ramnolipídios, cuja porção hidrofílica é composta por moléculas de ramnose ligadas 

a uma ou duas moléculas de ácido β-hidroxidecanóico (HENKEL et al., 2012). O 

conhecimento dos ramnolipídios iniciou-se em 1946 por Bergström et al. (1946) e 

sua produção foi, primeiramente, descrita por Jarvis et al. (1949). 

Apesar de suas vantagens, os biossurfactantes não são amplamente 

utilizados pelas indústrias, devido ao alto custo de produção. A utilização de 
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substratos mais econômicos, associado à otimização das condições de cultivo e ao 

desenvolvimento de linhagens mutantes pode torná-los economicamente 

competitivos e proporcionar a substituição dos surfactantes sintéticos pelos 

compostos de origem biológica (NITSCHKE et al., 2005b; MUKHERJEE et al., 2006; 

COSTA et al., 2008; NITSCHKE et al., 2011; HENKEL et al., 2012). 

O objetivo deste capítulo foi realizar a produção de ramnolipídios por 

P. aeruginosa LBI a partir de borra de soja. O biossurfactante foi também 

caracterizado quanto às suas propriedades físico-químicas. 

3.2. Material e Métodos 

3.2.1. Material 

3.2.1.1. Meios de cultura 

3.2.1.1.1. Caldo nutriente e ágar nutriente 

Os meios de cultura utilizados foram caldo nutriente (CN) e ágar nutriente 

(AN). Para o preparo dos meios, foram dissolvidos 8,0 g de Nutrient Broth 

(Himedia®) em 1,0 L de água destilada. Na composição do meio AN foi acrescido 

17,0 g de ágar por litro de meio de cultivo. 

3.2.1.1.2. Meio mineral mínimo 

O meio mineral mínimo (MMM) foi preparado segundo Robert et al. (1989). Os 

compostos utilizados no seu preparo foram, em g.L-1: NaNO3 4,00; K2HPO4 1,00; 

KH2PO4 0,50; MgSO4.7H2O 0,50; KCl 0,10; FeSO4.7H2O 0,01; CaCl2 0,01; e extrato 

de levedura 0,01. Além disso, foi adicionado 0,05 mL.L-1 da solução de elementos-

traço. Esta solução foi preparada com os seguintes elementos: boro 0,026% 

(H3BO3); cobre 0,050% (CuSO4.5H2O); manganês 0,050% (MnSO4.H2O); molibdênio 

0,006% (Mo7(NH4)6O2.4H2O); e zinco 0,070% (ZnSO4.H2O). O pH inicial do MMM foi 

ajustado para 6,8. Salienta-se que o MMM foi esterilizado em autoclave antes do 

preparo dos meios de inóculo e de fermentação. 

3.2.1.1.3. Meio mineral com óleo de soja (meio de inóculo) 

Adicionou-se 2,0% (m/v) de óleo de soja Liza® (sem conservantes) ao MMM. 

3.2.1.1.4. Meio mineral com borra de soja (meio de produção) 

Ao MMM foram adicionados 2,0% (m/v) de borra de soja, obtida junto a 

empresa Cargill S.A. Homogeneizou-se o meio até completa dissolução da borra de 
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soja em solução. Esta concentração (20 g.L-1) corresponde a 15,0 g de carbono por 

litro de meio de produção (LOVAGLIO et al., 2010). 

3.2.1.2. Micro-organismo 

O micro-organismo utilizado foi Pseudomonas aeruginosa LBI isolada por 

Benincasa et al. (2002) de solo contaminado por petróleo. A linhagem foi mantida 

em caldo nutriente com 20% de glicerol a -20 ºC (COSTA et al., 2006). 

Quando necessário, a cultura foi inoculada em ágar nutriente. Após ser 

autoclavado a 121 ºC, durante 15 min, o meio AN foi distribuído em tubos de ensaio 

e estes foram, posteriormente, inclinados. Os repiques foram realizados 

periodicamente, incubados a 35 °C por 24 h e, posteriormente, utilizados ou 

armazenados a 4 °C em geladeira. 

3.2.2. Métodos 

3.2.2.1. Condições de cultivo 

O processo fermentativo na produção de ramnolipídios por P. aeruginosa LBI 

seguiu a metodologia descrita por Benincasa et al. (2002), Costa et al. (2006) e 

Costa et al. (2009), sendo desenvolvido conforme a Figura 5. 

Primeiramente, a cultura mantida em meio AN foi reativada em frasco 

Erlenmeyer de 250 mL, contendo 50 mL de CN. Imediatamente, o frasco foi 

incubado por 24 h a 30 ºC em mesa agitadora a 150 rpm (centrífuga MLW - modelo 

K24) 

A partir da cultura reativada, preparou-se uma suspensão celular em água 

destilada esterilizada com densidade ótica (absorbância a 610 nm) igual a 0,65. Este 

ajuste indica a presença de 108 UFC mL-1 (COSTA et al., 2006; 2009). 

Posteriormente, uma alíquota de 1,0 mL da suspensão bacteriana foi transferida a 

frascos Erlenmeyer de 250 mL, contendo 50 mL do MMM com 2,0% (m/v) de óleo de 

soja. Os frascos permaneceram por 24 h a 30 ºC em mesa agitadora a 200 rpm para 

a formação do inóculo. 

O meio de fermentação, ou meio de produção, foi composto por MMM mais 

2,0% (m/v) de borra de soja. Após adicionar 1,0 mL do inóculo em frascos 

Erlenmeyer de 125 mL contendo 25 mL, do meio de fermentação, estes foram 

incubados durante 120 h a 30 ºC em mesa agitadora a 200 rpm. 
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O processo de produção de biossurfactante foi realizado em batelada em 

frascos Erlenmeyer de 125 mL, em triplicata. A cada 24 h e também no tempo inicial, 

três frascos foram retirados e seu conteúdo centrifugado. Com isso, separou-se o 

pellet para determinação da biomassa e o caldo livre de células para análises de pH, 

tensão superficial e quantificação de ramnolipídios. Portanto, a caracterização dos 

parâmetros no processo de produção do biossurfactante foi realizada em seis 

tempos: t0 (inicial), t1 (24 h), t2 (48 h), t3 (72 h), t4 (96 h) e t5 (120 h). 

 

 

Figura 5 - Esquema experimental do processo de produção de biossurfactante 
(ramnolipídio) por P. aeruginosa LBI. 

3.2.2.2. Processamento das amostras 

O processamento das amostras proveniente do meio de cultivo seguiu-se da 

seguinte maneira: uma alíquota do meio de produção foi centrifugada, sendo o 

sobrenadante utilizado na determinação da concentração de ramnolipídios e o pellet 

na quantificação da biomassa, ambos descritos abaixo. 

3.2.2.3. Determinação da biomassa microbiana  

Para a determinação da biomassa microbiana, 1,0 mL do caldo fermentado foi 

transferido a um tubo eppendorf e centrifugado a 6.000 rpm durante 20 min. Nota-se 

que os tubos foram previamente pesados para cálculo de massa seca (balança 

analítica Adam ADA 210/L). 

O sobrenadante foi descartado e o pellet ressuspenso em 1,0 mL de solução 

salina 0,85% e novamente centrifugado (6.000 rpm por 20 min a 4º C – Eppendorf®). 

Posteriormente, houve descarte do sobrenadante e os tubos foram mantidos em 

estufa de secagem por 24 h a 60 ºC. Após este período, foram transferidos para um 

dessecador até atingir a temperatura ambiente, e então pesados novamente para 

determinação da biomassa em massa seca. 
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3.2.2.4. Avaliação da produção de ramnolipídios  

O volume restante do caldo que permanecera no frasco (24 mL) foi 

centrifugado a 6.000 rpm durante 20 min a 4 ºC. O sobrenadante, ou fase aquosa, 

foi armazenado a 4 ºC para a caracterização do processo de produção. 

Uma alíquota da fase aquosa foi utilizada para quantificação de ramnolipídios. 

Primeiramente, adicionou-se H3PO4 85% 1:100 (v/v) e homogeneizou-se a solução 

em agitador de tubos para ajuste do pH para 2,0-3,0, levando à precipitação dos 

ramnolipídios. Em seguida, utilizou-se acetato de etila 1:1,25 (v/v) para extração do 

tensoativo. Centrifugou-se a amostra a 6.000 rpm por 20 min a 4 ºC e a fase 

orgânica (superior) foi retirada. O procedimento com acetato de etila foi repetido e as 

amostras de ramnolipídios coletadas e armazenadas a 4 ºC (LOVAGLIO, 2011b). 

3.2.2.4.1. Determinação da concentração de ramnolipídios – CCD  

A cromatografia em camada delgada (CCD) foi realizada com o objetivo de 

verificar se houve produção de ramnolipídios antes de prosseguir às análises em 

HPLC. Para isso, foram utilizadas placas de sílica-gel e como fase móvel a mistura 

de clorofórmio/metanol/ácido acético (65:15:2). O agente revelador utilizado foi uma 

solução contendo 2,0 mL de anisaldeído em 100 mL de ácido acético acrescido de 

2,0 mL de ácido sulfúrico. As amostras consistiram em 4,0 μL de extratos de 

ramnolipídios obtidos, a partir do caldo livre de células, em diferentes tempos de 

cultivo. 

3.2.2.4.2. Determinação da concentração de ramnolipídios – HPLC 

3.2.2.4.2.1. Derivatização 

Para que os ramnolipídios fossem analisados via detector UV em HPLC, os 

padrões e as amostras de ramnolipídios foram derivatizados de acordo com Schenk 

et al. (1995), com pequenas modificações. 

As amostras, contendo ramnolipídios e acetato de etila, foram primeiramente 

evaporadas; em seguida adicionou-se 360 μL de acetonitrila e 40 μL da mistura 1:1 

de brometo de 4-bromofenacil 40 mM e trietilamina 20 mM, ambos em acetonitrila. A 

derivatização foi feita por 90 min a 60 ºC e 1400 rpm, em um banho seco (Eppendorf 

Thermomixer comfort). 
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3.2.2.4.2.2. HPLC  

As análises foram feitas em equipamento HPLC (Shimatzu LC-20A series) 

acoplado a um detector UV. Para a calibração do HPLC, utilizou-se solução padrão 

de mono- e di-ramnolipídio nas seguintes concentrações de 0,25; 0,50; 0,75 e 1,0 

g.L-1. Para as análises foi utilizada uma coluna de fase reversa (Supelcosil LC18 

Supelco - 150 mm x 4,6 mm, 5 μm silica gel) a 30 ºC. 

As fases móveis foram Solução A com 5,0% de metanol e Solução B com 

95,0%, ambas em água ultra pura. Para que houvesse separação dos homólogos 

presentes, foi estabelecido um gradiente de 80 a 100% da Solução B, de acordo 

com o seguinte protocolo: de t = 0 a t = 17 min, aumento da Solução B de 80 para 

100%, conservando-se em 100% até 25 min. Em seguida, ocorreu um decréscimo 

para 80% até 30 min, mantendo-se, por mais 5 min, para que houvesse equilíbrio. O 

fluxo utilizado foi de 0,4 mL.min-1 e os ramnolipídios foram monitorados a 254 nm. 

Os tempos de retenção foram 21,5±0,1 min para Rha-Rha-C10C10 e 22,2±0,1 min 

para Rha-C10C10. 

3.2.2.5. Caracterização do biossurfactante 

Para a caracterização do caldo livre de células nos diferentes tempos de 

incubação, foram avaliados o pH e a tensão superficial. 

A determinação do pH foi realizada a partir das amostras do caldo livre de 

células, utilizando o medidor de pH Digimed DMPH-2. 

As leituras de tensiometria seguiram a metodologia do anel de De Nöuy 

(ZAJIC; SEFFENS, 1984), utilizando-se tensiômetro Krüss modelo K6, ilustrado na 

Figura 6. Este equipamento realiza medidas analógicas, com indicação direta em 

mN.m-1, por meio do anel de platina-irídio (6,0 cm de circunferência) em um 

recipiente de vidro (50 mm de diâmetro), onde se coloca a amostra. Assim, aplica-se 

uma força ao anel pelo disco giratório e a leitura de tensão superficial é obtida no 

momento em que o anel se desprende da superfície da solução. 

Esta medida torna-se essencial para estabelecer o potencial tensoativo do 

biossurfactante produzido uma vez que esta molécula possui atividade superficial, 

ou seja, têm a capacidade de reduzir a tensão superficial (fases líquido-gás) ou a 

tensão interfacial (fases imiscíveis líquido-líquido) (MULLIGAN, 2009; BANAT et 

al.,2010; CAMEOTRA et al., 2010). 



Capítulo 1 56 

 

Figura 6 - Tensiômetro de bancada Krüss – modelo K6 e detalhe do anel de platina-
irídio utilizados nas análises de tensiometria. 

3.2.2.5.1. Índice de emulsificação - E24 

Para investigar possíveis aplicações do biossurfactante obtido por 

P. aeruginosa LBI, frente aos surfactantes sintéticos, procedeu-se um teste de 

atividade emulsificante. Uma emulsão é formada quando uma fase líquida é dispersa 

como gotas microscópicas em outra fase contínua líquida, sendo que as ambas as 

fases são imiscíveis entre si (DESAI; BANAT, 1997). Assim, a capacidade de formar 

emulsões para o óleo lubrificante automotivo usado (OLU), em contato com o 

biossurfactante produzido (Bs), um detergente químico (Dq) e um surfactante 

químico comercial (SqC – Tween80), foi medida pelo índice de emulsificação E24 

(Figura 7). 

O índice E24 foi medido pela adaptação do método incialmente descrito por 

Cooper e Goldenberg (1987), com adaptações (IQBAL et al., 1995; COSTA et al., 

2008). As atividades dos diferentes surfactantes foram avaliadas ao adicionar a 

tubos de ensaio 4,0 mL de solução de surfactante 10% (m/v) e 2,0 mL do OLU 

(Figura 7). O teste foi realizado em triplicata à temperatura de 25°C.  

Além disso, o teste foi realizado com óleo lubrificante mineral (Ipiranga® F1 

Super Plus – SAE 25W/50 API SJ) e petróleo cru (Petrobrás®) para comparação. A 

descrição das soluções de surfactantes utilizadas na análise do E24 e nos ensaios de 

biodegradação está disposta a seguir no Capítulo 2. 
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Figura 7 - Montagem dos testes para medida do índice de emulsificação (E24) na 
sequência: Bs, Dq e SqC. (a) OLU; (b) óleo lubrificante novo; (c) petróleo. 

O conteúdo dos tubos foi colocado em agitador de tubos durante 120 s em 

alta rotação. Após 24 h, calculou-se a razão entre a altura da região emulsificada e 

altura total com auxílio de uma régua, conforme a Equação 1: 

 

    
   

  
        (1) 

 

em que, 

 Hem = altura da região emulsificada 

Hs   = altura total da solução. 

3.2.2.6. Recuperação dos ramnolipídios e cálculo de rendimento 

A recuperação do biossurfactante foi realizada com o caldo livre de células, 

obtido pela centrifugação do meio fermentativo, após 120 h de incubação (COSTA et 

al., 2006). Após a remoção da biomassa, o pH do sobrenadante foi ajustado para 2,0 

com a adição de H2SO4 6,0 N e permaneceu overnight a 4 ºC em geladeira. 

O caldo livre de células contendo biossurfactante foi transferido para um funil 

de separação, juntamente com um volume igual de solvente orgânico 

clorofórmio:metanol (2:1). A mistura foi suavemente agitada por 10 min e deixada 

intacta por mais 10 min, até a separação das fases orgânica (superior) e aquosa 

(inferior). Retirou-se a fase orgânica pela torneira e um novo volume da solução de 

solvente orgânico foi adicionado para repetição do processo. 

Posteriormente, a fase orgânica contendo os ramnolipídios foi transferida para 

um rotavapor para evaporação do solvente e concentração do biossurfactante. O 

procedimento em rotavapor foi realizado sob vácuo e com temperatura do banho 
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maria a 50 ºC. Após total evaporação do solvente orgânico, o produto foi coletado 

por lavagem do frasco com metanol. 

Previamente pesado para o cálculo de rendimento na produção de 

ramnolipídio, um béquer de 50 mL foi utilizado na coleta do metanol com 

biossurfactante. O solvente foi totalmente evaporado em estufa a 50 ºC (48 h) para 

concentração e obtenção do ramnolipídio. 

3.3. Resultados 

3.3.1. Determinação da biomassa e do pH do caldo livre de células 

. Os resultados de biomassa e pH do caldo livre de células durante a 

produção de ramnolipídios estão apresentados na Figura 8. 

 

Figura 8 - Determinação da biomassa e do pH no processo de produção de 
ramnolipídios. 

Observou-se um crescente valor de biomassa no decorrer do processo 

fermentativo. Este resultado evidencia o desenvolvimento da bactéria P. aeruginosa 

LBI no meio mineral mínimo (MMM), contendo apenas a borra de soja como 

substrato. Nestas condições, foi observado por Lovaglio et al. (2010) que uma maior 

biomassa microbiana propicia maior rendimento na produção de biossurfactantes. 
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Em relação às medidas de pH, verificou-se que o meio de cultivo sofreu leve 

alcalinização de 7,01 para 8,72 no decorrer da fermentação. Costa et al. (2008) 

também observaram valores de pH ente 7,01 e 7,72 após 120 h de cultivo em borra 

de soja com diferentes linhagens de P. aeruginosa. Ainda, seus resultados 

apresentaram pH final 8,64 (120 h) quando utilizado gordura vegetal como substrato. 

3.3.2. Quantificação de ramnolipídios 

A concentração de ramnolipídios produzidos foi determinada pela análise via 

detector UV em HPLC (Figura 9). Além de quantificar o total de ramnolipídio (RL 

total) presente nas amostras, o procedimento permitiu também diferenciar duas 

espécies homólogas produzidas: RL1 (Rha2C10C10) e RL3 (Rha2C10) 

 

Figura 9 - Quantificação de espécies homólogas (RL1 e RL3) e do total de 
ramnolipídios (RL total) produzidos por P. aeruginosa LBI. 

Observa-se, pela Figura 9, um aumento na concentração de RL total, 

atingindo 0,51 g.L-1 em 120 h. Nas concentrações das espécies homólogas, foi 

estabelecido que o processo fermentativo produziu maior quantidade de RL1. 

Contudo, as curvas de produção destes dois homólogos seguem praticamente o 

mesmo padrão, principalmente, no aumento de produção após 72 h. 
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3.3.3. Rendimento na produção de ramnolipídios 

A recuperação de ramnolipídios do caldo livre de células foi realizada 

utilizando solventes orgânicos com posterior evaporação em rotavapor (COSTA et 

al., 2006). Em seguida, a quantidade de ramnolipídios extraída foi concentrada em 

um béquer previamente pesado. Deste modo, a concentração de biossurfactante 

obtida no processo fermentativo foi de 1,434 g.L-1 em 120 h. 

Salienta-se que o maior valor obtido pelo método de extração com solventes 

orgânicos deve-se à presença de outros compostos no material final obtido no 

rotavapor. No caso da quantificação do RL total, apresentada na Figura 9, a 

detecção pelo HPLC determinou exatamente a concentração das espécies 

homólogas RL1 e RL3. 

Assim, o rendimento de produção de ramnolipídios encontra-se próximo a 

valores obtidos por processos semelhantes. Costa et al. (2008) estudaram a 

produção de ramnolipídios por P. aeruginosa, utilizando como fonte de carbono a 

gordura vegetal. A concentração após 120 h de produção foi de 1,71 g.L-1, 1,87 g.L-1 

e 2,03 g.L-1 para as linhagens LBO, LMI 6c e LMI 7a, respectivamente. Observa-se 

que, com substrato de composição semelhante e a mesma estirpe (P. aeruginosa 

LBI), a produção de ramnolipídios foi próxima à concentração obtida (1,434 g.L-1). 

Entretanto é importante salientar o maior custo de produção pela gordura vegetal, 

em relação a um resíduo (borra de soja). Da mesma forma, utilizando como fonte de 

carbono óleo de buriti, substrato ainda mais nobre, Costa et al. (2006) obtiveram 

2,9 g.L-1 de biossurfactante. 

A partir do resultado da extração, foi possível calcular o rendimento do 

processo fermentativo e estabelecer uma perspectiva em âmbito nacional para a 

utilização da borra de soja na produção de biossurfactantes. Foi necessário um 

grama de borra de soja para que a bactéria P. aeruginosa LBI produzisse 0,0717 g 

de ramnolipídio, ou seja, rendimento de 7,17% no processo fermentativo. Segundo 

previsões da Associação Brasileira das Indústrias de Óleos Vegetais para 

2018/2019, a geração deste resíduo na indústria será em torno de 336,2 mil 

toneladas (ABIOVE, 2012). Portanto, pelos resultados deste estudo, o potencial 

brasileiro em produzir ramnolipídios, a partir da borra de soja, pode atingir 

24,10 toneladas. Deste modo, agregará um alto valor de mercado a um composto 



Capítulo 1 61 

até então descartado pelo setor, além de evitar que esta carga poluidora seja 

repassada ao meio ambiente pelo seu destino direto a aterros sanitários. 

Rendimentos próximos já foram encontrados em cultivos em batelada, mesmo 

utilizando substratos de produção mais nobres e de alto custo. Wei et al. (2005) 

obtiveram 0,04 g de ramnolipídio por grama de óleo de oliva e Müller et al. (2010) 

produziram 0,06-0,07 g do biossurfactante a partir de óleo de girassol. 

Além disso, visando menor custo de produção, a fonte de nitrogênio estava 

apenas concentrada no MMM (ROBERT et al., 1989), uma vez que não houve 

acréscimo na concentração deste elemento pela adição de outros produtos que 

aumentariam o custo do processo. Lovaglio et al. (2010) demonstraram que a razão 

entre as concentrações de carbono e nitrogênio (C/N) possui um papel fundamental 

na produção de ramnolipídios por P. aeruginosa, a partir da borra de soja. 

3.3.4. Determinação da tensão superficial 

A tensão superficial do caldo livre de células foi analisada para caracterização 

do processo fermentativo, conforme demonstrado pela Figura 10. 

 

Figura 10 - Valores da tensão superficial no caldo livre de células durante o 
processo produtivo. 
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Acerca da tensão superficial (Figura 10), tem-se o menor valor no tempo zero 

(30,50 mN.m-1). No decorrer da fermentação, houve aumento nos valores, atingindo 

tensão superficial final de 33,73 mN.m-1 em 120 h de cultivo. 

Neste sentido, o resultado encontrado no presente estudo demonstrou-se 

próximo aos valores encontrados em outras pesquisas (Tabela 4). Além disso, as 

medidas nos seis tempos de amostragem foram próximas, o que não infere que 

houve aumento significativo na tensão superficial durante o processo. Costa et al. 

(2008) realizaram a produção de ramnolipídios em condições idênticas de cultivo (P. 

aeruginosa LBI e borra de soja) e relataram 33,20 mN m-1 para a tensão superficial, 

após 120 h. 

 

Tabela 4 - Valores de tensão superficial na produção de ramnolipídios por P. 
aeruginosa 

Linhagem de 
P. aeruginosa 

Fonte de carbono 
Tensão 

superficial final 
(mN.m-1) 

Referência 

LMI 6c óleo de soja usado 31,00 Costa et al. (2008) 

 
borra de soja 31,90 

 

LMI 7a óleo de soja usado 34,00   

 
borra de soja 31,90 

 

LBI óleo de soja usado 32,60   

 
borra de soja 33,20 

 

  gordura de frango 32,30   

  gordura vegetal 35,00   

PA1 óleo parafínico 51,60 Santa Anna et al. (2002) 

 
glicerol 27,46 

 

  óleo de babaçu 27,60   

NLIM 0112 sacarose 27,00 Amani et al. (2010) 

2 KM glicose 42,60 Górna et al. (2011) 

3 KM glicose 49,90 
 

10 K glicose 50,00   

S6 glicose 33,90 Yin et al. (2009) 
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Todavia, o menor valor apresentado no tempo zero (Figura 10) não pode ser 

considerado efeito de biossurfactantes presentes no meio de cultivo. A baixa tensão 

superficial pode ser devido à presença de moléculas no meio de cultivo originárias 

da borra de soja que influenciaram neste resultado, tais como: ácidos graxos não 

metabolizados, mono e diglicerídeos (MATA-SANDOVAL et al., 2001;COSTA et al., 

2006). 

3.3.5. Índice de emulsificação – E24 

O poder emulsificante é outra importante característica para qualquer 

surfactante (ABDEL-MAWGOUD et al., 2009). Desta forma, na Figura 11, estão 

demonstrados os valores dos índices de emulsificação para os óleos lubrificantes 

(usado e novo) e o petróleo. Todos estes compostos foram emulsionadas pelos 

seguintes surfactantes: (Bs) ramnolipídio produzido por P. aeruginosa LBI, (Dq) 

detergente químico e (SqC) surfactante químico comercial – Tween80. 

 

Figura 11 - Índice de emulsificação (E24) para: OLU, óleo lubrificante novo e 
petróleo; utilizando biossurfactante (Bs), detergente químico (Dq) e surfactante 
químico comercial – Tween80 (SqC). 

Em relação ao óleo lubrificante novo, foi observado que os valores dos três 

surfactantes estavam semelhantes com valores entre 27,59% e 29,81%. O Tween80 
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destacou-se nos ensaios com petróleo, mas a diferença entre SqC e Bs não foi 

significativa para o OLU. De tal modo, tem-se uma boa ação do ramnolipídio 

produzido frente ao hidrocarboneto utilizado nos ensaios de biodegradação (OLU). 

Ainda, o biossurfactante produzido apresentou maiores valores de E24 para as 

três substâncias, em relação ao detergente químico. A habilidade dos ramnolipídios 

em emulsificar hidrocarbonetos derivados do petróleo (óleos lubrificantes, por 

exemplo) pode facilitar sua assimilação microbiana como fonte de carbono. Assim, 

esses dados são úteis para o planejamento estratégico na remediação de ambientes 

contaminados por estes compostos (MAIER; SOBERÓN-CHÁVEZ, 2000; 

BENINCASA et al., 2004). 

Além disso, a maioria dos surfactantes de origem microbiana são específicos, 

solubilizando ou emulsionando hidrocarbonetos diferentes de forma distinta (ILORI 

et al., 2005), o que explicaria a diversidade de valores E24 encontrados para cada 

substância. O índice de emulsificação varia de acordo com a viscosidade, tamanho 

das gotas, razão do volume das fases, temperatura, pH, tempo de emulsão, agitação 

e diferença de densidade das substâncias testadas (SINGH et al., 2007). 

A variação nos valores de pH e a adição de aditivos como etanol podem 

aumentar a atividade emulsificante dos ramnolipídios, tornando-os mais 

competitivos, em relação aos surfactantes químicos (LOVAGLIO, 2011b). 

Por fim, o conhecimento sobre emulsificação de diversas substâncias é 

importante para a definição destes processos na indústria petroquímica. Tais 

processos são aplicados, por exemplo, na recuperação do óleo de emulsões de 

oleodutos, MEOR e biorremediação de áreas contaminadas (LEE, 1999).  

 

 



 

4. CAPÍTULO 2 

Biodegradação de óleo lubrificante automotivo usado 

associado ao solo sob diferentes condições de tratamento
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4.1. Introdução 

O processo produtivo do setor petroquímico representa uma grande 

preocupação global pelo seu alto potencial de impacto. Em todas suas etapas 

(exploração, transporte, refino e armazenamento) a atividade petrolífera está sujeita 

a contaminação de diversos ecossistemas (CHAGAS-SPINELLI et al., 2012; 

MONTAGNOLLI; BIDOIA, 2012). 

Os impactos ambientais envolvendo petróleo e derivados são principalmente 

devido a vazamentos acidentais e a derrames em tanques de armazenagem e 

bombas (UDIWAL; PATEL, 2010). No Brasil, os maiores responsáveis por acidentes 

com hidrocarbonetos de petróleo são os postos de combustíveis. Estes 

estabelecimentos concentram mais da metade dos casos de contaminação de solo e 

de aquíferos, sendo, em sua maioria, devido à falta de manutenção e ao longo 

tempo de uso dos tanques subterrâneos por cerca de 25 anos (BRITO et al., 2010). 

Dentre os compostos perigosos ao meio ambiente, estão os óleos 

lubrificantes. Um estudo de Bartz (1998) revelou que cerca de 1% de todo petróleo 

extraído no planeta é utilizdo na produção de lubrificantes. A partir da década de 80, 

o nível de informações sobre a demanda de óleo lubrificante descartada nos 

ecossistemas tem crescido gradativamente, em razão do potencial de impacto deste 

composto (ANON, 1996).  

Os óleos lubrificantes podem adentrar nos ecossistemas através de duas 

maneiras: durante seu próprio uso ou por vazamentos e descartes diretos 

(BATTERSBY; MORGAN, 1997). Lopes et al. (2008) investigaram a contaminação 

dos recursos hídricos pelo descarte indiscriminado de óleo lubrificante residual nas 

embalagens do produto comercializadas em postos de combustíveis e centros de 

lubrificação automotiva. O resultado indicou que o município de Rio Claro-SP, com 

aproximadamente 200.000 habitantes, possui uma carga poluidora mensal 

alarmante de 47 milhões de litros de água contaminados por este hidrocarboneto. 

Em contraste com os tratamentos físicos convencionais de separação do 

material contaminado e os poluentes, sem que ocorra sua destruição (parcial ou 

total), geralmente mediante altos custos e muitas limitações, os processos biológicos 

de biorremediação representam tecnologias limpas de descontaminação 

promissoras, principalmente pela simplicidade e custo-efetividade (ALEXANDER, 

1994). 
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A aplicação de tecnologias de biorremediação foi introduzida na década de 80 

como uma alternativa às metodologias convencionais que envolviam escavação, 

aterro, bombeamento, tratamento e adição de materiais absorventes. Para tal, a 

biorremediação é também considerada um método seguro e ecologicamente viável 

(STALLWOOD et al., 2005; KARHU et al., 2009). 

Além disso, outros procedimentos podem ser combinados, visando maior 

eficiência do tratamento biológico. A inoculação de linhagens microbianas capazes 

de metabolizar o composto poluente (bioaumentação) e a suplementação de alguns 

nutrientes para a microbiota indígena (bioestimulação) muitas vezes são eficazes na 

biorremediação de solos contaminados com hidrocarbonetos (MISHRA et al., 2001; 

THOMPSON et al., 2005; MUKHERJEE; BORDOLOI, 2011; SUN et al., 2012). 

Entretanto, uma das principais barreiras encontradas na biorremediação de 

ambientes contaminados com petróleo e derivados, como os óleos lubrificantes, está 

em função de sua hidrofobicidade e consequente baixa biodisponibilidade 

(ANGELOVA; SCHMAUDER, 1999; JOHNSEN et al., 2005; THAVASI et al., 2011). 

Esta limitação deve-se a baixa solubilidade dos hidrocarbonetos na água e às suas 

interações com a matriz de solo que, geralmente, refletem na inibição da 

degradação (HARMS; BOSMA, 1997). 

Desta forma, a modificação das propriedades físico-químicas destes 

contaminantes hidrofóbicos pode tornar o processo de biodegradação por micro-

organismo mais rápido e eficiente, fenômeno realizado pelos tensoativos 

(VOLKERING et al., 1998; MAKKAR; ROCKNE, 2003; SINGH et al., 2007). Este 

aumento da biodisponibilidade pode ser realizado por diversos mecanismos, como a 

emulsificação do contaminante por redução da tensão interfacial e a solubilização 

por micelas (MOHANTY; MUKHERJI, 2013). 

De acordo com essas propriedades, encontram-se os biossurfactantes (LIN, 

1996). Eles aumentam a acessibilidade de substratos hidrofóbicos às células, 

facilitando o metabolismo e o desenvolvimento da microbiota existente e, 

consequentemente, aumentando a biodegradação do contaminante (ROCHA, 2006; 

YU et al., 2007; PANTSYRNAYA et al., 2011; WYRWAS et al. 2011). 

Recentemente, estes tensoativos de origem microbiana ganharam relevância, 

uma vez que oferecem biodegradabilidade superior e maior compatibilidade 

ambiental em comparação com surfactantes sintéticos (BORDOLOI; KONWAR, 

2009; WHANG et al, 2008).  
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Assim, torna-se importante a realização, em escala laboratorial, de ensaios 

representativos de biodegradação, pois estes permitem uma avaliação do impacto, 

sobre diversos parâmetros, que podem interferir na eficácia do biotratamento. Este 

tipo de análise fornece instruções a respeito de reduzir a duração e o custo do 

processo (LORS et al., 2012; SZULC et al., 2014). 

O desenvolvimento deste capítulo compreende a avaliação da biodegradação 

em solo do óleo lubrificante automotivo usado (OLU) a partir de duas abordagens 

metodológicas. Os resultados permitiram comparar o efeito da aplicação do 

biossurfactante produzido em relação a um detergente químico e um surfactante 

químico utilizado comercialmente em laboratório (Tween80). 

4.2. Material e Métodos 

4.2.1. Material 

4.2.1.1. Detergente Químico 

A formulação do detergente químico EcoQuímica® (1,00 L) encontra-se na 

Tabela 5 abaixo. 

 

Tabela 5 - Composição do detergente químico EcoQuímica® 

Composto Quantidade 

Ácido sulfônico 90% 60,00 g 
Água Milli-Q 0,885 L 
Amida 60% 20,00 g 
Cloreto de sódio 3,000 g 
Formol inibido 0,006 L 
Lauril éter sulfato de sódio 15,00 g 
Soda cáustica 16,00 g 
Trietanolamina 3,000 g 
Ureia técnica 10,00 g 

 
4.2.1.2. Soluções aquosas de surfactantes químicos e biossurfactante  

Foram preparadas três soluções de surfactantes para realização dos 

experimentos: (1) biossurfactante produzido por P. aeruginosa LBI a partir de borra 

de soja – Bs; (2) detergente químico EcoQuímica® - Dq, e (3) surfactante químico 

comercial Tween80 – SqC. 
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Todas as soluções foram preparadas na concentração de 10,0% (m/v) 

pesando 5,000 g do surfactante e, posteriormente, diluindo esta massa em 0,500 L 

de água Milli-Q. Posteriormente, as soluções dos surfactantes Bs, Dq e SqC foram 

homogeneizadas em balão volumétrico de 0,500 L e, assim, armazenadas 

separadamente em recipientes de vidro e mantidos em geladeira a 4 ºC. 

4.2.1.3. Óleo lubrificante automotivo usado - OLU 

O OLU utilizado em todos os experimentos foi de origem mineral, conforme 

sua especificação a seguir: 

 Óleo lubrificante mineral usado: Shell® Helix HX5 - SAE 15W-50 

A coleta foi realizada em estabelecimento comercial denominado como centro 

de lubrificação no município de José Bonifácio-SP. 

4.2.1.4. Meios de cultura 

4.2.1.4.1. Bushnell-Haas (BH) 

O meio mineral Bushnell-Haas (BH) foi preparado, em balão volumétrico de 

1.000 mL, pela dissolução dos sais apresentados na Tabela 6 em 1,00 L de água 

destilada. 

 

Tabela 6 - Composição de sais no preparo de 1,0 L do meio Bushnell-Haas 

Composto Fórmula Quantidade 

Nitrato de amônio NH4NO3 1,000 g 
Fosfato de potássio dibásico K2HPO4 1,000 g 
Fosfato de potássio monobásico KH2PO4 1,000 g 
Cloreto férrico FeCl3 0,500 g 
Sulfato de magnésio MgSO4 0,200 g 
Cloreto de cálcio CaCl2 0,020 g 

4.2.1.5. Soluções 

As soluções utilizadas nas análises experimentais foram preparadas conforme 

os procedimentos abaixo. Os reagentes utilizados foram das marcas: Merck®, 

Sigma-Aldrich®, Vetec® e Synth®. 

4.2.1.5.1. Água destilada isenta de gás carbônico 

Transferiu-se para um béquer de 1.000 mL a quantidade desejada de água 

destilada e levou-se ao bico de Bunsen sobre tela de amianto. Ferveu-se a água até 

a ebulição e, após levantar fervura, evidenciando a redução da solubilidade dos 
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gases no líquido, aguardou-se 30 min. Transcorrido este período, esperou-se o 

resfriamento do recipiente, para utilização da água na análise da biodegradação dos 

respirômetros (ABNT, 1999). 

4.2.1.5.2. Solução de hidróxido de potássio – KOH 0,200 M 

Dissolveu-se 11,2 g de KOH em 1,00 L de água destilada isenta de CO2. A 

padronização desta solução foi realizada utilizando 100 g de ftalato ácido de 

potássio com duas gotas de indicador fenolftaleína adicionado a cerca de 50 mL de 

água destilada. Salienta-se que o ftalato permaneceu em estufa a 105 ºC, durante 

24 h, antes da padronização da solução de KOH. 

A molaridade real da solução de KOH (MKOH) foi calculada da seguinte forma 

(Equação 2): 

 

      
   

  ⁄

 
    (2) 

 

em que, 

100  = massa, em gramas, de ftalato ácido de potássio utilizado; 

MM = massa molecular do ftalato ácido de potássio (204,2212 g.mol-1); 

V  = volume, em mL, de KOH gasto na viragem do indicador. 

 

A solução de hidróxido de potássio padronizada foi armazenada em recipiente 

plástico. 

4.2.1.5.3. Solução de ácido clorídrico - HCl 0,100 M 

Transferiu-se 8,5 mL de HCl concentrado (P.A.) para um balão volumétrico de 

1.000 mL. A padronização desta solução foi realizada utilizando 50 g de carbonato 

de sódio (Na2CO3) com duas gotas de indicador vermelho de metila adicionado a 

cerca de 50 mL de água destilada. Salienta-se que o Na2CO3 permaneceu em estufa 

a 105 ºC, durante 24 h, antes da padronização da solução de HCl. 

A molaridade real da solução de HCl (MHCl) foi calculada da seguinte forma 

(Equação 3): 

 

     
 
  
  

     

 
    (3) 
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em que,  

50  = massa, em gramas, de carbonato de sódio utilizado; 

MM = massa molecular do carbonato de sódio (104,99 g.mol-1); 

V  = volume, em mL, de HCl gasto na viragem do indicador. 

 

A solução de ácido clorídrico padronizada foi armazenada em recipiente de 

vidro. 

4.2.1.5.4. Solução de cloreto de bário - BaCl2.2H2O 0,500 M 

Em um balão volumétrico de 100 mL, foram dissolvidos 12,2 g de cloreto de 

bário em 100 mL de água destilada isenta de CO2. Posteriormente, a solução foi 

armazenada em recipiente plástico. 

4.2.1.5.5. Solução indicadora de fenolftaleína 

Foram dissolvidos 0,20 g de fenolftaleína (P.A.) em 60 mL de etanol. 

Posteriormente, completou-se o volume para 100 mL com água destilada em balão 

volumétrico de mesmo volume. 

4.2.1.5.6. Solução indicadora de vermelho de metila 

Foram dissolvidos 0,20 g de vermelho de metila em 60 mL de etanol. 

Posteriormente, completou-se o volume para 100 mL com água destilada e a 

solução foi homogeneizada em constante agitação. A solução foi filtrada em 

algodão, quando houve formação de precipitado. 

4.2.1.5.7. DCPIP 

A solução do indicador redox 2,6-diclorofenol-indofenol (DCPIP) foi preparada 

na concentração de 1,00 g.L-1. Deste modo, 0,100 g de DCPIP foram dissolvidos em 

100 mL do meio salino BH e a solução homogeneizada em balão volumétrico de 

mesmo volume. O armazenamento da solução de DCPIP 1,00 g.L-1 foi realizado em 

frasco de vidro âmbar e ao abrigo de luz. 

4.2.1.6. Micro-organismo 

O micro-organismo utilizado foi P. aeruginosa LBI isolada por Benincasa et al. 

(2002) em solo contaminado por petróleo. A linhagem foi mantida em caldo nutriente 

com 20% de glicerol a -20 ºC (COSTA et al., 2006). 

Quando necessário, a cultura foi inoculada em meio AN. Após ser 

autoclavado a 1,50 atm durante 15 min, o meio AN foi distribuído em tubos de 
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ensaio e estes, posteriormente, inclinados. Os repiques foram realizados 

periodicamente, incubados a 35 °C por 24 h e, posteriormente, utilizados ou 

armazenados a 4 °C em geladeira. 

 

4.2.1.7. Solo 

O solo foi comprado em um estabelecimento comercial de materiais de 

construção no município de Rio Claro-SP. Todo o solo foi peneirado com uma 

peneira de malha 1,00 mm para retirada de sólidos grosseiros e obtenção de 

material homogêneo a ser utilizada em todos os procedimentos experimentais. 

4.2.2. Métodos 

4.2.2.1. Solo 

Após peneirado e homogeneizado, o solo foi utilizado para elaborar diferentes 

amostras em função do contaminante (OLU) e das condições de tratamento 

(soluções, tempo, etc.). 

4.2.2.1.1. Contaminação 1 

O preparo do solo denominado “Contaminação 1” (C1) foi realizado segundo 

Lopes e Bidoia (2009) e Montagnolli et al. (2009). Este procedimento foi realizado 

com o intuito de obter uma seleção prévia da microbiota capaz de metabolizar o 

OLU. 

Os micro-organismos que realizam a biodegradação do óleo foram obtidos 

por meio de uma contaminação simulada de solo contendo 3,0 kg de solo, 50 mL de 

OLU e 100 mL de água destilada (Figura 12). Todo material foi acondicionado em 

um saco plástico perfurado, a fim de permitir o intercâmbio de micro-organismos 

entre o solo contendo óleo e o meio externo, visando a seleção da microbiota capaz 

de metabolizar este hidrocarboneto. 

Pequenos furos de aproximadamente 1,0 mm de diâmetro e espaçados em 

1,0 cm foram realizados em todo o saco plástico. Em seguida, este recipiente foi 

enterrado a 15 cm de profundidade no Jardim Experimental do Instituto de 

Biociências - UNESP, campus Rio Claro (Figuras 13). O saco plástico permaneceu 

enterrado durante 21 dias, considerando a ocorrência de uma seleção prévia de 

micro-organismos (LOPES; BIDOIA, 2009; MONTAGNOLLI et al., 2009). 
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Figura 12 - Preparo do inóculo de solo a partir de contaminação com OLU 
(Contaminação 1 – C1). 

 

Figura 13 - Amostras C1 sendo enterrado no Jardim Experimental – IB/UNESP, 
campus Rio Claro. 

Para os ensaios “Controle” (CS), analisados durante os procedimentos 

experimentos, foi preparado um saco plástico contendo apenas 3,0 kg solo e água 

destilada no mesmo volume utilizado nos experimentos com OLU (150 mL). Da 

mesma forma, o recipiente CS foi perfurado e enterrado durante 21 dias. 

4.2.2.1.2. Contaminação 2 

A amostra de solo denominada de “Contaminação 2” (C2) apresentou uma 

composição associada de solo C1 junto a um maior volume de OLU. Neste caso, o 

contaminante foi adicionado numa proporção semelhante a derrames de OLU 

ocorridos em ambientes terrestres (LOPES; BIDOIA, 2009; MONTAGNOLLI et al., 

2009; LOPES et al., 2010). Portanto, o preparo do solo C2 utilizou a mesma 

concentração dos ensaios de respirometria, ou seja, 10,0% v/m (50 g de C1 e 

5,0 mL de OLU). O contaminante foi adicionado devido à amostra de solo (C1) já 

conter os micro-organismos possivelmente biodegradadores do OLU por ter 

permanecido enterrado 21 dias conforme o método descrito anteriormente. 
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4.2.2.2. Inóculo lixiviado para ensaios de colorimetria 

Para os ensaios de colorimetria foi utilizado inóculo aquoso proveniente da 

lavagem da “Contaminação 1” (C1). Utilizando material e soluções estéreis, 50 g de 

C1 e 50 mL de água permaneceram durante 24 h sob agitação a 180 rpm. 

Posteriormente, o lixiviado foi filtrado em filtro de papel e a solução acondicionada 

em frasco estéril. 

4.2.2.3. Respirometria 

O monitoramento da biodegradação do OLU em solo pela adição de 

diferentes soluções de surfactantes foi realizado por duas técnicas: respirometria e 

colorimetria. 

A respirometria aplicada à biorremediação oferece uma série de vantagens 

por obter dados de produção de CO2 de maneira simples e de baixo custo, em 

relação a outras metodologias (GRAVES et al., 1991). Utilizando-se o método 

respirométrico de Bartha, é possível determinar o comportamento do metabolismo 

microbiano na degradação de uma determinada substância, pela produção de CO2 

no interior do respirômetro em diferentes ensaios. 

Desta forma, realiza-se a quantificação da biodegradação em determinado 

período de tempo, envolvendo diferentes fases de adaptação, degradação ativa e 

declínio deste processo (WU et al., 2004). Tais informações puderam então ser 

imediatamente relacionadas ao comportamento da microbiota presente nas 

amostras, em função da taxa de biodegradação e até mesmo da evolução da 

biomassa ao longo do tempo (FIÚZA et al., 2004). 

O método respirométrico baseou-se na Norma Técnica L6.350 da Cetesb 

(1990) e na NBR 14283 (ABNT, 1999) pela utilização de frascos respirométricos, 

ilustrado pela Figura 14. O respirômetro de Bartha e Pramer (1965) consiste em um 

sistema fechado, apresentando duas câmaras conectadas. No frasco Erlenmeyer do 

sistema (Figura 14, indicado por G) ocorre a biodegradação do composto em 

análise, enquanto que o braço lateral (Figura 14, indicada por D) possui a solução 

alcalina capaz de assimilar o CO2 produzido pelo metabolismo microbiano. 
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Figura 14 - Esquema de um respirômetro de Bartha (CETESB, 1990; ABNT, 1999). 
A: Tampa da cânula; B: Cânula (diâmetro 1-2 mm); C: Rolha de borracha; D: Braço 
lateral (diâmetro 40 mm; altura 100 mm); E: Solução alcalina de KOH; F: Amostra de 
solo; G: Frasco Erlenmeyer (250 mL); H: Válvula; I: Suporte (lã de vidro ou algodão); 
J: Filtro de cal sodada (diâmetro 15 mm; altura 40 mm). 

Por meio da respirometria, o CO2 produzido durante a respiração microbiana 

é capturado pela solução de hidróxido de potássio (KOH) localizada no braço lateral. 

Sua quantificação é determinada por titulação do KOH residual com solução padrão 

de ácido clorídrico (HCl), após a adição do cloreto de bário (BaCl2), para precipitar 

os íons carbonato. Logo, os níveis de dióxido de carbono evoluídos podem ser 

calculados e representados em função do tempo de incubação (BALBA et al., 1998). 

Todo o processo pode ser esquematizado pelas reações abaixo: 
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Biodegradação da matéria orgânica (MO): 

MO + O2    H2O + CO2 

Absorção do CO2 gerado: 

2 KOH + CO2    K2CO3 + H2O + KOH (excesso) 

Reação do cloreto de bário com o carbonato de potássio: 

K2CO3 + BaCl2    BaCO3 + 2 KCl 

Titulação do excesso de KOH com HCl: 

KOH (excesso) + HCl    KCl + H2O 

Substâncias resultantes: 

KCl + BaCO3 + HCl (gota excesso) 

4.2.2.3.1. Montagem dos ensaios 

O monitoramento da biodegradação pelo método respirométrico avaliou a 

contaminação de solo contaminado com OLU pela adição de inóculo de P. 

aeruginosa LBI (Ps) e diferentes soluções de surfactante (Dq, Bs, SqC). As amostras 

de solo utilizadas foram C1 e C2. 

Assim, foram preparados 14 sistemas em triplicata (Figura 15), sendo: três 

controles do meio (solo/CS, contaminação 1/C1 e contaminação 2/C2); três 

controles dos surfactantes (C1 Dq, C1 Bs e C1 SqC), um controle do inóculo de P. 

aeruginosa LBI (C1-Ps) e sete com OLU (C2 Dq, C2 Bs, C2 SqC, C2-Ps, C2 Dq-Ps, 

C2 Bs-Ps e C2 SqC-Ps). 

Todos os respirômetros apresentaram 50 ± 0,1 g da amostra de solo. Quando 

adicionadas as soluções de surfactantes e do inóculo de P. aeruginosa nos 

respirômetros, seus volumes foram respectivamente de 5,0 mL e 2,0 mL. Porém, nos 

sistemas controles estas substâncias foram substituídos por água destilada. Na 

Tabela 7 está demonstrada a composição dos sistemas respirométricos. 
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Tabela 7 - Composição dos sistemas respirométricos 

    Composição 

Sistema 01 Controle 50 g de solo + 12,0 mL de água 

Sistema 02 C1 50 g de C1 + 12,0 mL de água 

Sistema 03 C1 Dq 50 g de C1 + 5,0 mL de Dq + 7,0 mL de água 

Sistema 04 C1 Bs 50 g de C1 + 5,0 mL de Bs + 7,0 mL de água 

Sistema 05 C1 SqC 50 g de C1 + 5,0 mL de SqC + 7,0 mL de água 

Sistema 06 C1-Ps 50 g de C1 + 2,0 mL de Ps + 10,0 mL de água 

Sistema 07 C2 50 g de C2 + 7,0 mL de água 

Sistema 08 C2 Dq 50 g de C2 + 5,0 mL de Dq + 2,0 mL de água 

Sistema 09 C2 Bs 50 g de C2 + 5,0 mL de Bs + 2,0 mL de água 

Sistema 10 C2 SqC 50 g de C2 + 5,0 mL de SqC + 2,0 mL de água 

Sistema 11 C2-Ps 50 g de C2 + 2,0 mL de Ps + 5,0 mL de água 

Sistema 12 C2 Dq-Ps 50 g de C2 + 5,0 mL de Dq + 2,0 mL de Ps 

Sistema 13 C2 Bs-Ps 50 g de C2 + 5,0 mL de Bs + 2,0 mL de Ps 

Sistema 14 C2 SqC-Ps 50 g de C2 + 5,0 mL de SqC + 2,0 mL de Ps 

 

 

Figura 15 - Montagem dos sistemas respirométricos para o monitoramento da 
biodegradação. (a) pesagem das amostras de solo; (b) montagem dos frascos de 
Bartha; (c) preparo dos sistemas; (d) sistema respirométrico; e (e) incubação dos 
respirômetros em câmara BOD a 28 ºC.  
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4.2.2.3.2. Acompanhamento da biodegradação 

O acompanhamento da biodegradação pelo método respirométrico foi 

realizado por um período de 181 dias. Cada respirômetro contem um braço lateral, 

ao qual foi adicionado 10 mL da solução de KOH 0,200 M para capturar o CO2 

liberado durante a biodegradação. A titulação do KOH residual foi realizada pela 

solução de HCl 0,100 M, após ser adicionado 1,0 mL de BaCl2 0,500 M e duas gotas 

do indicador fenolftaleína. 

O procedimento de análise química iniciou-se pela retirada da rolha de 

borracha e abrindo a válvula do filtro de cal sodada. Em seguida, removeu-se a 

vedação da cânula do braço lateral e, com uma seringa de 10 mL, transferiu-se a 

solução de KOH do braço lateral para um Erlenmeyer de 125 mL (Figura 14, 

indicado por E). Em seguida, preencheu-se a seringa com 10 mL de água destilada 

isenta de gás carbônico e injetou-se no braço lateral do respirômetro para a 

lavagem. Com esta mesma seringa, transferiu-se o volume de água da lavagem 

para o mesmo Erlenmeyer. O processo de lavagem foi repetido mais uma vez, 

totalizando 30 mL no Erlenmeyer. Em seguida, foi adicionado 1,0 mL de BaCl2 e 

duas gotas de fenolftaleína, sendo imediatamente titulado com HCl 0,100 M. 

Mantendo a cânula do braço lateral aberta, injetou-se ar comprimido com uma 

bomba de ar durante 2 min em cada respirômetro. O ar passou através do filtro de 

cal sodada, com função de reter o CO2 do ar introduzido, de forma a garantir a 

oxigenação, sem permitir a entrada de CO2 na atmosfera do sistema. Por fim, foram 

adicionados 10 mL de uma solução de KOH 0,200 M no braço lateral e o sistema foi 

fechado recolocando a vedação da cânula e a rolha de borracha no filtro. 

O monitoramento da produção de CO2 evoluído nos frascos respirométricos 

foi analisado semanalmente. Após cada determinação, os respirômetros foram 

fechados e incubados a 28 ºC. 

Para cada etapa de quantificação da produção de CO2, foi preparada uma 

prova em branco contendo 10 mL de KOH 0,200 M, 20 mL de água destilada isenta 

de gás carbônico, 1,0 mL de BaCl2 0,500 M e 2 gotas de fenolftaleína. Da mesma 

forma, a solução foi titulada com HCl 0,100 M, anotando-se o volume necessário 

para a viragem do indicador fenolftaleína. O cálculo do CO2 gerado foi feito de 

acordo com o volume gasto de HCl na titulação do KOH, conforme a Equação 4: 

 

                            (4) 



Capítulo 2 79 

em que,  

GCO2 = geração de gás carbônico em mg; 

A  = volume de HCl 0,100 M gasto, em mL, na titulação do branco;  

B  = volume de HCl 0,100 M gasto, em mL, na titulação da amostra; 

50  = fator de transformação equivalente em µmol de CO2; 

ϴHCl = fator de correção da solução de HCl 0,100 M; 

0,044  = fator de transformação µmol em mg de CO2. 

 

4.2.2.3.3. Modelagem Matemática 

Os dados de produção de CO2 foram utilizados no ajuste de modelos 

matemáticos que melhor descrevem o processo de biodegradação. A modelagem 

dos dados permite um melhor conhecimento da cinética de biodegradação, 

poaaibilitando assim prever e otimizar o processo (KERNANSHANI et al., 2006). O 

uso de ferramentas matemáticas e estatísticas é uma maneira eficaz de descrever 

os parâmetros envolvidos na remoção de poluentes durante a biodegradação (PALA 

et al., 2006). A proposição de diferentes modelos para cada sistema respirométrico 

avaliado permitiu determinar de que maneira os perfis de biodegradação variam para 

cada biotratamento proposto ao longo do tempo. 

Os dados foram analisados pelos softwares Systat SigmaStat 10, Microcal 

Origin 6.0 e Systat SigmaPlot 11. A partir das curvas geradas foram realizadas 

análises descritivas dos dados. Para a modelagem dos dados e ajuste em equações 

foram utilizados o software Systat SigmaPlot 11 e a plataforma Wolfram 

Mathematica 6. 

Foi utilizado um modelo matemático diferente para cada tipo de produção de 

CO2 (acumulada e semanal), segundo Montagnolli et al. (2009). Estes autores 

elaboraram o ajuste de dados a partir de modelos existentes, que correspondem à 

cinética de crescimento de culturas microbianas, conforme descrito a seguir. 

O primeiro modelo foi proposto para as curvas de respirometria semanal 

(Equação 5). Deste modo, utilizou-se a equação proposta por Membré et al. (1996). 

No cálculo do tempo estimado para o término da biodegradação (BRminT), foi 

utilizado uma produção igual a 2,709 mg de CO2, referente à média obtida no ensaio 

controle (CS). 

 



Capítulo 2 80 

 

  [((
 

  
)      )  ((

 

  
)     )]

  

    (5) 

 

em que, 

B  = CO2 produzido;  

K1  = constante de aumento de produção de CO2;  

k2  = constante de diminuição de produção de CO2;  

m1  = taxa de aumento na produção de CO2;  

m2  = taxa de diminuição na produção de CO2; 

t  = tempo. 

 

Outro modelo ajustado foi uma adaptação da equação logística de Schmidt et 

al. (1985). A equação abaixo fornece a previsão da máxima produção acumulada de 

CO2 pelos micro-organismos no processo de biodegradação (Equação 6). 

 

          [
       

  
]      8)     (6) 

 

em que, 

B  = CO2 produzido; 

Bmax  = produção máxima de CO2;  

Bo  = produção inicial de CO2;  

r  = taxa máxima de produção especifica;  

t  = tempo. 

4.2.2.4. Colorimetria 

O indicador 2,6-diclorofenol-indofenol (DCPIP) é um composto químico cuja 

cor se altera quando reduzido. Quando o indicador está oxidado, sua coloração é 

azul, e quando reduzido é incolor.  

A mudança de cor é devida à mudança na estrutura da molécula de DCPIP. O 

átomo de nitrogênio no centro da molécula é o aceptor de elétrons, onde ocorre a 

mudança da ligação dupla entre nitrogênio e carbono para uma ligação simples 

(Figura 16). A mudança na ligação faz com que ocorra uma alteração da molécula. 

Sendo assim, a redução causa a mudança de cor de azul para incolor. Esta 
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mudança de cor pode, portanto, ser usada em uma série de reações em que 

ocorram trocas de elétrons, como a biodegradação (BIDOIA et al., 2010). 

 

 

Figura 16 - Reação do indicador 2,6-diclorofenol-indofenol como aceptor de 
elétrons. A mudança na ligação dupla entre o nitrogênio e carbono altera a estrutura 
da molécula (BIDOIA et al., 2010). 

A colorimetria utilizando indicador DCPIP estabeleceu a comparação da 

velocidade de degradação de OLU pela aplicação do detergente químico 

EcoQuímica®(Dq), do Tween80 (SqC), do ramnolipídio (Bs) e do inóculo de P. 

aeruginosa LBI (Ps). Também, foi possível observar a biodegradação do lubrificante 

pelos micro-organismos obtidos em C1. 

A metodologia utilizada seguiu Bidoia et al. (2010) e Hanson et al. (1993) com 

adaptações, e os resultados consideraram o tempo necessário para a total 

descoloração como indicador de biodegradação do óleo e as mudanças na 

absorbância ao longo do tempo de incubação. 

Sobre o indicador DCPIP foi necessário estabelecer o comprimento de onda 

de maior absorbância, no qual foram feitas leituras ao longo da biodegradação, 

utilizando o espectrofotômetro UV-Vis Shimadzu® 2401 PC. Também, foi calculada, 

com o espectrofotômetro Hach® Odissey DR-2500, uma reta padrão no comprimento 

de onda de maior absorbância a partir de cinco diluições do indicador em caldo BH. 

Deste modo, foi determinada a quantidade, em mg, de DCPIP em sua presente em 

solução ao longo do processo de biodegradação. 

4.2.2.4.1. Montagem dos ensaios 

A colorimetria foi conduzida em tubos de ensaio com tampa, próprios para 

leitura no espectrofotômetro Hach® Odissey DR-2500. As quantidades e substâncias 

utilizadas nos ensaios colorimétricos estão apresentadas pela Tabela 8. 

Na montagem dos ensaios colorimétricos, realizados em triplicata, foi 

utilizado: (1) o meio BH com o indicador - DCPIP; (2) inóculo de P. aeruginosa LBI – 

Ps; (3) o óleo lubrificante usado – OLU; e (4) as soluções aquosas de surfactantes 
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químicos e biossurfactante – Dq, SqC e Bs. Depois de montados, cada um dos 

tubos foi colocado em agitador de tubos, por 10 s, e incubados a 35°C por 120 h. 

 

Tabela 8 - Composição dos ensaios colorimétricos 

Ensaios Composição 

Volumes 
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Branco BH 7,5 - - - - 1000 

C.Meio BH+DCPIP 7,5 400 - - - 500 

C.OLU BH+DCPIP+OLU 7,5 400 50 - - 450 

C.SqC BH+DCPIP+SqC 7,5 400 - - 250 250 

C.Bs BH+DCPIP+Bs 7,5 400 - - 250 250 

C.-Ps BH+DCPIP+Ps 7,5 400 - 200 - 300 

SqC-Ps BH+DCPIP+Ps+SqC 7,5 400 - 200 250 50 

Bs-Ps BH+DCPIP+Ps+Bs 7,5 400 - 200 250 50 

OLU SqC BH+DCPIP+OLU+SqC 7,5 400 50 - 250 200 

OLU Bs BH+DCPIP+OLU+Bs 7,5 400 50 - 250 200 

OLU-Ps BH+DCPIP+OLU+Ps 7,5 400 50 200 - 250 

OLU SqC-Ps BH+DCPIP+OLU+Ps+SqC 7,5 400 50 200 250 - 

OLU Bs-Ps BH+DCPIP+OLU+Ps+Bs 7,5 400 50 200 250 - 

 

4.2.2.4.2. Acompanhamento da biodegradação 

A descoloração do DCPIP, que indica ocorrência do processo de 

biodegradação, foi monitorada três vezes ao dia (a cada 8 h) até o total de 120 h. 

Assim, a coleta de dados pela medida de absorbância nos tubos foi feita diariamente 

às 7:00 h, 15:00 h e 23:00 h. As medidas quantitativas foram realizadas em 

espectrofotômetro Hach® Odissey DR-2500 pela leitura de absorbância no 

comprimento de 600 nm em todos os tubos. 

4.2.2.4.2.1. Reta padrão DCPIP 

Previamente à análise quantitativa da biodegradação por leituras de 

absorbância, foi determinada a reta padrão para concentração de DCPIP. O 

comprimento de máxima absorbância do DCPIP, em 600 nm , foi obtido por 

espectrofotometria UV-Vis (Figura 17). 
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Figura 17 - Espectro de absorção UV-Vis do indicador redox DCPIP. 

Logo, foram realizadas leituras de absorbância a 600 nm nos tubos contendo 

as cinco soluções de concentrações conhecidas no espectrofotômetro Hach® 

Odissey DR-2500, conforme apresentado pela Tabela 9. 

 

Tabela 9 - Composição dos tubos, concentração de DCPIP e valores de 
absorbância obtidos na elaboração da reta padrão 

Tubos 

Volumes (mL) [DCPIP] Abs600 

Meio 
BH 

(mL) 

DCPIP 
1,0 g.L-1 

(mL) 

Água 
destilada 

(mL) 
(mg.L-1) u.a. 

0 7,5 0 0,9 0 0 

1 7,5 0,05 0,85 5,952 0,382 

2 7,5 0,1 0,8 11,905 0,767 

3 7,5 0,2 0,7 23,809 1,505 

4 7,5 0,3 0,6 35,714 2,296 

5 7,5 0,4 0,5 47,619 2,931 

 

A partir dos dados de absorbância e das concentrações de DCPIP em 

solução, foi obtido a reta padrão (R² = 0,999) e expressa pela Equação 7 abaixo:  

 

[DCPIP]  =  (15,171 * Abs600) - 0,488    (7) 
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em que,  

[DCPIP] = concentração do indicador redox DCPIP , em mg.L-1; 

Abs600 = absorbância no comprimento de onda 600 nm. 

4.3. Resultados 

4.3.1. Respirometria 

Com o método respirométrico, a produção de CO2 a partir do metabolismo 

microbiano, utilizando o OLU como substrato, foi calculada e representada em 

função do tempo de biodegradação para os sistemas realizados. Na Figura 18 está a 

produção semanal de CO2 em cada um dos tratamentos realizados. Na Figura 19 

estão os resultados de CO2 acumulado, ou seja, a somatória do total de gás 

carbônico gerado em cada um dos sistemas em duplicatas ao longo do tempo. 

A partir desses dados é possível observar quais dos tratamentos contendo 

OLU, surfactantes químicos, biossurfactante e inóculo bacteriano apresentaram 

maior taxa de biodegradação, e quanto de CO2 foi liberado dos sistemas durante e 

ao término do monitoramento da biodegradação.  
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Figura 18 - Produção de CO2 semanal pelo tempo de incubação - respirometria. 
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Diferentes curvas de produção semanal de CO2 foram observadas 

(Figura 18). Como esperado, o sistema CS foi o que apresentou a menor produção 

de semanal de CO2 (média de 2,71 mg de CO2.semana-1). Tal fato deve-se à baixa 

quantidade de matéria orgânica presente no solo controle, revelando apenas uma 

respiração basal da microbiota indígena deste substrato. 

Os sistemas com menor concentração de OLU (C1) foram utilizados como 

ensaios controle para os surfactantes (Bs, Dq e SqC), uma vez que seu preparo 

tinha como finalidade o preparo do inóculo pela prévia seleção dos micro-

organismos no solo. Neste sentido, tem-se que C1, C1 SqC, C1 Bs e C1 Dq 

apresentaram comportamentos semelhantes na produção de CO2 semanal, com 

taxas um pouco maiores que em CS. As médias de produção ficaram entre 4,47 e 

5,10 mg de CO2.semana-1. Assim, o impacto da adição das soluções de tensoativos 

no solo foi pequeno, visto que os resultados estavam próximos ao ensaio C1 

ausente de surfactantes. Porém, quando houve bioaumentação neste sistema (C1-

Ps), a média semanal de CO2 produzido aumentou para 11,06 mg, além da maior 

taxa nas semanas inicias. A produção de 43,56 mg encontrada na primeira semana, 

evidencia que a bactéria P. aeruginosa LBI foi capaz de degradar o hidrocarboneto 

logo nos primeiros dias. 

O mesmo resultado foi encontrado quando utilizado o solo contaminado com 

OLU em maior concentração (C2). Os maiores picos observados na Figura 18 foram 

nas duas primeiras semanas para C2-Ps. A inoculação desempenhou uma maior 

eficiência de degradação, principalmente, no início do tratamento. Além disso, notou-

se que o sistema C2-Ps apresentou a terceira maior média de produção semanal 

com 21,18 mg de CO2. 

Em relação à adição de surfactante nos biotratamentos avaliados, foram 

observados diferentes efeitos na taxa de biodegradação. No caso do detergente 

químico (Dq), a biodegradabilidade do OLU foi prejudicada. Em comparação a C2, o 

sistema C2 Dq teve 32,1% de queda na média de produção semanal de CO2. O 

comportamento do processo de biodegradação nesse ensaio apresentou-se 

diferente dos outros, com redução contínua na taxa de CO2, até o 69º dia e posterior 

aumento. O valor mais alto, designado o pico de produção, somente ocorreu no final 

do ensaio (167º dia). Igualmente, a biodegradação do sistema contendo o 

biossurfactante (C2 Bs) demonstrou o mesmo perfil e, além disso, obteve menos 

28,5% de CO2 produzido por semana do que C2. Estes resultados indicam um 
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possível efeito tóxico de Dq e Bs para o ensaio proposto, já que não conseguiram 

melhor eficiência de tratamento e demonstraram menor atividade microbiana no 

início. 

Ainda analisando o detergente químico e o ramnolipídio, os sistemas 

contendo surfactantes e inóculo de Pseudomonas novamente apresentaram 

comportamento semelhante. Houve melhora no tratamento tanto para C2 Dq-Ps, 

quanto para C2 Bs-Ps, e, mais uma vez, o biossurfactante revelou ser mais eficaz 

pela maior produção semanal de CO2. A bioaumentação favoreceu em 4,50% a taxa 

para C2 Dq-Ps e em 8,86% para C2 Bs-Ps. Em comparação, C2 Dq-Ps obteve seu 

pico com 25,37 mg de CO2 produzido, enquanto C2 Bs-Ps apresentou 30,43 mg de 

CO2 como valor mais alto. 

Já o surfactante químico comercial (SqC – Tween80) demonstrou perfis de 

degradação bem diferentes, quando adicionado o inóculo Ps, em relação aos 

surfactantes Bs e Dq. A média de produção semanal do sistema C2 SqC foi de 

22,92 mg de CO2, tornando-o com a maior taxa dentre todos os ensaios. Ainda, seu 

valor máximo, atingido na 13ª semana, foi de 34,65 mg (segundo maior). A diferença 

entre este sistema com os ensaios com Bs e Dq está no fato de que, com a 

inoculação de P. aeruginosa, a taxa de biodegradação reduziu 28,89% em relação a 

C2 SqC. Ademais, o pico de produção de produção de CO2 no ensaio C2 SqC-Ps foi 

de 27,21 mg de CO2, valor este menor que os dos ensaios C2-Ps, C2 SqC, C2 e 

C2 Bs-Ps. 

A produção acumulada soma todo o gás carbônico produzido nos frascos 

respirométricos, ao longo do processo de biodegradação (Figura 19). Da mesma 

forma que os resultados do monitoramento semanal (Figura 18), a taxa acumulada 

revelou que a aplicação das soluções dos diferentes tipos de surfactantes (Bs, Dq e 

SqC) demonstrou padrões distintos na biodegradação do OLU. Também, foi 

demonstrado que, quando o inóculo Ps foi adicionado, houve na maioria dos 

ensaios, um efeito positivo na produção de CO2. 

Na Tabela 10, estão expressos os valores acumulados da taxa de CO2 

produzido em cada sistema, após 181 dias de monitoramento. 
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Tabela 10 - Produção acumulada de CO2 nos ensaios respirométricos, após 181 
dias 

Sistema 
CO2 acumulado 

(mg) 
Sistema 

CO2 acumulado 
(mg) 

Controle 70,44 C2 Dq 396,70 

C1 116,09 C2 Bs 417,52 

C1 Dq 132,51 C2 SqC 595,98 

C1 Bs 127,78 C2-Ps 550,55 

C1 SqC 128,48 C2 Dq-Ps 414,55 

C1-Ps 287,54 C2 Bs-Ps 454,52 

C2 584,25 C2 SqC-Ps 423,79 

 

Em se tratando das amostras de solo contaminadas com OLU (C1 e C2), foi 

possível concluir que os sistemas contendo maior volume do óleo (C2) resultaram 

numa maior produção de CO2. Portanto, a maior atividade observada nestes 

sistemas permitiu concluir que a microbiota terrestre, previamente selecionada, foi 

capaz de metabolizar este hidrocarboneto. 
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Figura 19 - Produção de CO2 acumulada pelo tempo de incubação - respirometria. 
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A produção acumulada reflete com clareza os resultados discutidos a partir 

dos dados observados na Figura 19. Pela Tabela 10, o sistema de menor produção 

de CO2 foi o controle CS, seguido dos ensaios C1 e C1 mais surfactante (C1 Bs, 

C1 SqC e C1 Dq). Porém, ao adicionar o inóculo (C1-Ps), o perfil de biodegradação 

mudou bastante (Figura 19) e a respiração microbiana no sistema deu um grande 

salto, atingindo 287,54 mg de CO2 após 181 dias. O sucesso em inocular micro-

organismos nos solos contaminados com hidrocarbonetos de petróleo deve-se à 

capacidade destes micro-organismos em assimilar o composto em seu metabolismo 

mais fácil e/ou mais rapidamente que outros grupos. Assim, a bioaumentação 

representa uma alternativa de grande valor no aperfeiçoamento do processo de 

biorremediação (RUBERTO et al., 2003; BENTO et al., 2005; TACCARI et al., 2012; 

SZULC et al., 2014). O gênero Pseudomonas também produz tensoativos 

(ramnolipídios) que aumentam a biodisponibilidade do composto hidrofóbico e, 

portanto, favorecem seu metabolismo (NITSCHKE et al., 2005b). 

Na sequência, encontram-se os sistemas C2 Dq e C2 Dq-Ps que evidenciam 

o fator prejudicial ao processo de degradação do óleo, quando utilizado o detergente 

químico. Neste sentido, foi observado que a toxicidade de um surfactante 

provavelmente altera a composição das populações microbianas responsáveis por 

realizar a degradação do hidrocarboneto (CHEN et al., 2000; COLORES et al., 

2000). 

Em relação ao ramnolipídio, notou-se que a adição do inóculo proporcionou 

um aumento de 8,90% na taxa de CO2 ao comparar C2 Bs e C2 Bs-Ps. Além disso, 

o efeito do biossurfactante na biodegradação do OLU foi positivo visto que estes 

sistemas apresentaram maior atividade em comparação com os ensaios C2 Dq e 

C2 Dq-Ps. O aumento na biodegradação de hidrocarbonetos de petróleo é devido à 

interação óleo-surfactante-micro-organismo que facilita e estimula a microbiota do 

solo em degradar os compostos poluentes (JAIN et al., 1992; WHANG et al., 2008). 

Por fim, tem-se os sistemas C2 SqC e C2 SqC-Ps. O ensaio C2 SqC foi o que 

apresentou maior produção de CO2 (595,98 mg) e C2 SqC-Ps foi o quinto maior 

produtor de CO2 (423,79 mg).  

4.3.1.1. Modelagem Matemática 

Os padrões na distribuição dos dados de produção de CO2 ao longo do 

tempo, observados nas Figuras 20 e 21, permitiram a proposta de modelos 
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matemáticos acerca do processo de biodegradação. A modelagem dos dados 

permitiu um melhor conhecimento da cinética do processo e, com isso, prever e 

otimizar as condições de tratamento (KERNANSHANI et al., 2006). 

Na Figura 19 estão apresentados os ajustes das curvas experimentais pela 

produção de CO2 semanal (Figura 20), utilizando o modelo de Membré et al. (1996) 

adaptado por Montagnolli et al. (2009). 

Cada curva obtida gerou um índice de correlação (R²) que demonstra a 

adequação do ajuste dos dados ao modelo. A equação do modelo utilizado consiste 

de duas partes, uma delas descreve o crescimento e a outra o declínio da curva. A 

partir do ajuste aos dados, foi possível prever o comportamento cinético esperado de 

cada sistema respirométrico nas suas respectivas taxas de produção semanal de 

CO2 durante o processo de biodegradação. 

Além disso, na Figura 20, o eixo que designa o tempo de incubação foi 

estendido para 520 dias, superior ao intervalo de 181 dias utilizado para coleta de 

dados. Assim, utilizou-se o modelo para prever a cinética de produção de CO2 com 

monitoramento até 520 dias de biodegradação. 

 

    

Figura 20 - Produção de CO2 semanal pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Membré et al. (1996) e Montagnolli et al. 
(2009). 
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Figura 20 - Produção de CO2 semanal pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Membré et al. (1996) e Montagnolli et al. 
(2009). 
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Figura 20 - Produção de CO2 semanal pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Membré et al. (1996) e Montagnolli et al. 
(2009). 
 
 

Dentre os conjuntos de dados de produção semanal de CO2, o sistema CS foi 

o único em que o modelo proposto não se ajustou. Após cerca de um milhão de 

iterações dos parâmetros no ajuste ao modelo, o R² ainda apresentava valores de 

aproximadamente 0,0874. Isso pode ter ocorrido pelo fato da produção de CO2 ter 

sido muito baixa e aleatória, não seguindo uma tendência ajustável ao modelo. 

De acordo com a Figura 20, também foi possível notar que o ajuste foi 

inadequado para os sistemas C2 Dq e C2 Bs. Seus modelos indicaram uma 

produção de CO2 crescente, o que é incoerente com a realidade, já que seria 

necessária matéria orgânica infinita nos respirômetros. Assim, o ajuste inadequado 

deu-se em razão dos pontos não indicarem uma tendência à diminuição da 

produção de CO2, após os 181 dias de monitoramento. Portanto, nesses casos o 

modelo não descreveu com precisão a cinética de biodegradação. 

Por outro lado, houve sistemas em que o modelo apresentou valores altos de 

correlação ao ajuste dos dados (R² > 0,700). Nestes casos foi feita a determinação 

R
2
 = 0,7808 R

2
 = 0,7319 
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do tempo estimado para o término da biodegradação (BRminT), ou seja, o final do 

processo de biodegradação de cada ensaio previsto pelo modelo ajustado aos 

dados de respirometria. Neste sentido, na Tabela 11 estão demonstrados os valores 

de R2 e do tempo estimado para o término da biodegradação (BRminT). 

De maneira geral, os sistemas C1, C1 Bs, C1 Dq e C1 SqC apresentaram 

ajuste semelhantes ao modelo proposto para a produção semanal de CO2 

(Figura 20). Pela baixa concentração de OLU, as taxas de biodegradação foram 

pequenas, apresentando R2 e BRminT de, no máximo, 0,6021 e 254 dias, 

respectivamente. Já com o inóculo, o sistema C1-Ps apresentou produções de CO2 

mais altas no início, que determinou um R2 igual a 0,9382. 

Em relação aos ensaios C2, apresentando ou não surfactante e Ps, os índices 

de correlação dos ajustes aplicados aos dados foram maiores que 0,700. Apesar de 

todos estes sistemas demonstrarem uma maior taxa de biodegradação nos 

primeiros dias, na Figura 20 pode ser observado um claro padrão de crescimento e 

declínio na produção de CO2 apresentado por C2 SqC. 

Os dados de produção acumulada de CO2 foram ajustados de acordo com o 

modelo de Schimdt et al. (1985) e adaptado por Montagnolii et al. (2009). Foi visto 

nos perfis de biodegradação (Figura 19), a ocorrência de um padrão de distribuição 

próximo ao linear ou exponencial. Desta forma, foi possível desenvolver modelos 

matemáticos que se ajustaram aos dados. 

Na Figura 21 estão representados todos estes ajustes, em que foi observada 

uma tendência à desaceleração da produção acumulada de CO2, após 100 dias, 

exceto para os ensaios C2 Bs, C2 Dq e C2 SqC, todos estes com comportamento de 

crescimento. Por esse motivo foi dada preferência a um modelo logístico não linear, 

pois um modelo linear não se adaptaria com precisão a todos os casos observados. 

Com esta estratégia, foi possível obter valores de R² acima de 0,982 em todos os 

ajustes e, consequentemente, estabelecer o valor máximo de biodegradação 

previsto (Bmax). 
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Figura 21 - Produção de CO2 acumulada pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Schmidt et al. (1985) e Montagnolli et al. 
(2009). 
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Figura 21 - Produção de CO2 acumulada pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Schmidt et al. (1985) e Montagnolli et al. 
(2009). 
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Figura 21 - Produção de CO2 acumulada pelo tempo de incubação de cada sistema 
respirométrico ajustada ao modelo de Schmidt et al. (1985) e Montagnolli et al. 
(2009). 
 
 

Com o ajuste dos dados demonstrado na Figura 21, foram gerados dois 

parâmetros importantes pela análise: valor máximo de biodegradação previsto 

(Bmax) e tempo estimado para o valor máximo de biodegradação previsto (BmaxT). 

A partir disso, foi possível prever o máximo possível de CO2 que seria produzido e o 

tempo final de biodegradação de cada biotratamento realizado (Tabela 11). 

O valor de Bmax é estabelecido quando a curva gerada pelo modelo se 

estabiliza e não ocorre mais aumento significativo no parâmetro B, definido na 

equação como produção acumulada de CO2, ao longo do tempo. Foi considerado 

como aumento significativo valores de B < 0,99 x Bmax. Na Figura 21 está 

representado o ajuste dos dados, onde a linha Bmax indica o valor máximo que a 

curva ajustada alcançará. O tempo de término de biodegradação foi considerado, 

então, como o tempo de produção de CO2 igual a B = 0,99 x Bmax (MONTAGNOLLI 

et al., 2009). 

Comparando-se os valores de Bmax (Tabela 11), tem-se uma maior produção 

de CO2 total esperada para os sistemas C2, com maior volume de OLU. Já a 

respiração basal do solo, obtida no ensaio CS, apresentou um valor máximo de 

biodegradação previsto igual a 72,22 mg de CO2. 

Ao analisar o tempo que se leva para que o valor de Bmax seja alcançado 

(BmaxT), nota-se que, nos sistemas C2 contendo surfactantes (C2 SqC, C2-Ps, 

C2 Dq-Ps, C2 Bs-Ps e C2 SqC-Ps), o processo de biodegradação foi realizado em 

um tempo mais curto, permitindo concluir que estas substâncias promoveram um 

ganho de eficiência para o tratamento. Com isso foi possível uma biodegradação em 
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menor tempo, conforme reportado também nos estudos de Jain et al. (1992), Kosaric 

(2001). Christofi e Ivshina (2002), Calvo et al. (2009), Whang et al., 2008 e 

Montagnolli (2011). 

 

Tabela 11 - BRminT, Bmax, BmaxT e R² dos modelos matemáticos ajustados às 
produções semanal e acumulada de CO2 – respirometria 

  
 Semanal Acumulado 

(MEMBRÉ et al., 1996) (SCHIMDT et al., 1985) 

Sistema 
BRminT 

R2 
Bmax BmaxT 

R2 
dias mg CO2 dias 

CS * * 79,216 302 0,9925 

C1 198 0,3481 126,219 283 0,9941 

C1 Dq 254 0,6021 141,0368 277 0,9926 

C1 Bs 192 0,5351 140,3919 301 0,9909 

C1 SqC 224 0,1951 135,7563 268 0,9963 

C1-Ps 247 0,8807 289,1593 234 0,9914 

C2 352 0,9382 592,2487 240 0,9925 

C2 Dq ** ** 638,78 409 0,997 

C2 Bs ** ** 816,35 432 0,9982 

C2 SqC 454 0,8606 648,614 267 0,9978 

C2-Ps 336 0,8933 560,9314 247 0,9892 

C2 Dq-Ps 440 0,9412 425,863 259 0,988 

C2-Bs-Ps 511 0,7808 484,4281 283 0,989 

C2-SqC-Ps 445 0,7319 440,2291 277 0,9822 

  *Não ocorreu ajuste aos dados deste sistema 

  **Não houve ajuste para estes sistemas 

 

No entanto, os sistemas C2 Dq e C2 Bs, que apresentaram comportamentos 

de biodegradação diferentes (Figuras 20 e 21) e não se ajustaram ao modelo de 

produção semanal (Tabela 11), seguirão com atividade por mais de um ano (409 e 

432 dias, respectivamente). Neste contexto, Norman et al. (2002) relataram que a 

adição de surfactantes pode promover a formação de substratos antes indisponíveis 

pela emulsificação e solubilização da fase oleosa, aumentando assim o tempo total 

de biodegradação. Com análise ecotoxicológica é possível explicar esses perfis de 
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biodegradação e seus altos valores de BmaxT, ao confirmar o efeito tóxico nestas 

amostras de solo. 

4.3.1.1.1. Comparação entre os modelos matemáticos 

A validação dos modelos pode ser feita quando ambos os ajustes atinjam 

resultados coerentes e semelhantes em um dos parâmetros estimados (HILLS; 

TRUCANO, 1999). Sendo assim, o parâmetro do tempo final do processo de 

biodegradação foi analisado nos dois modelos propostos. Para isso foi feita a 

comparação entre BRminT do modelo ajustado à produção semanal de CO2 

(MEMBRÉ et al., 1996) e BmaxT daquele com os dados de produção acumulada 

(SCHIMDT et al., 1985), conforme demonstrado na Figura 22. 

 

 

Figura 22 - Comparação entre os valores de tempo final de biodegradação previsto 
pelos dois modelos para os dados de produção de CO2. BRminT – semanal 
(MEMBRÉ et al., 1996); BmaxT – acumulada (SCHMIDT et al., 1985). 
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Observou-se que não foi possível estabelecer comparação com os modelos 

correspondentes aos sistemas CS, C2 Dq e C2 Bs, pois o ajuste do modelo de 

Membré et al. (1996) a esses dados não ocorreu ou foi inadequado. 

Na Figura 22, é possível observar que as semelhanças entre os dois ajustes 

resumem-se apenas para os ensaios com menor volume de OLU (C1, C1 Dq, C1 Bs, 

C1 SqC e C1-Ps). O ajuste obtido foi coerente entre os dois modelos propostos, o 

suficiente para prever o comportamento destes processos de biodegradação em 

sistemas de respirometria de Bartha, sob as condições do estudo. 

No caso das amostras de solo com maior concentração de OLU (C2, C2 SqC, 

C2-Ps, C2 Dq-Ps, C2 Bs-Ps e C2 SqC-Ps), os dois modelos propostos diferiram. 

Porém, não permitiu estabelecer relações entre eles a partir do tempo estimado para 

o término da biodegradação (Figura 22). Assim, novas abordagens estatísticas 

podem ser utilizadas a fim de comparar os resultados obtidos nestes tratamentos. 

Ainda, o monitoramento da biodegradação por um maior período de tempo, 

possivelmente, favorecerem a relação entre estes dois ajustes. A continuação da 

leitura de produção de CO2 nos respirômetros após 181 dias trará maior suporte de 

dados na análise de modelagem, o que permitirá maior precisão em determinar o 

tempo final de biodegradação de maneira coincidente entre os dois modelos. 

4.3.2. Colorimetria 

O método colorimétrico utilizando o indicador redox DCPIP possibilitou 

estimar a biodegradação pela leitura de absorbância em 600 nm, em função do 

tempo. A diminuição na concentração de DCPIP em seu estado oxidado (DCPIPox) 

está registrada na Figura 23. Na Tabela 12, estão apresentadas as porcentagens de 

descoloração calculadas em relação ao controle do meio. 
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Figura 23 - Redução na concentração do indicador DCPIPox em função do tempo.. 
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Tabela 12 - Porcentagem de descoloração pela concentração de DCPIPox 

Ensaios 
Porcentagem de 

descoloração 

  

Ensaios 
Porcentagem de 

descoloração 

C. Dq 6,42% OLU Dq 21,30% 

C. Bs 11,32% OLU Bs 20,38% 

C. SqC 39,17% OLU SqC 62,30% 

C. -Ps 22,55% OLU-Ps 47,90% 

Dq-Ps 23,84% OLU Dq-Ps 54,93% 

Bs-Ps 24,80% OLU Bs-Ps 49,78% 

SqC-Ps 35,80% OLU SqC-Ps 52,82% 

C. OLU 19,19% 
  

 

De acordo com os resultados de colorimetria expressos na Tabela 12 e na 

Figura 23, foi possível observar os diferentes comportamentos de atividade 

microbiana nos ensaios realizados. Dentre as menores taxas encontram-se os 

ensaios de controle do detergente (C.Dq) e do ramnolipídio (C.Bs), concluindo que 

ambos não foram assimilados pelos micro-organismos visto que a redução na 

concentração de DCPIPox foi de apenas 6,42% e 11,32%, respectivamente. Em 

contrapartida, o Tween80 apresentou aceitação imediata do metabolismo 

microbiano, pois o ensaio C.SqC, contendo somente o surfactante químico como 

fonte de carbono, foi capaz de diminuir em até 39,17% a concentração do indicador 

em 288 h. 

As maiores porcentagens de descoloração foram encontradas nos tubos 

contendo OLU, os surfactantes (Bs, Dq e SqC) e o inóculo de P. aeruginosa LBI 

(Ps). No entanto, a maior queda na concentração do indicador referiu-se ao ensaio 

OLU SqC. Neste caso, destaca-se o alto metabolismo microbiano pela degradação 

do próprio surfactante químico, que revelou ser uma fonte de carbono facilmente 

assimilável pelos micro-organismos, conforme discutido anteriormente. 

Em se tratando dos tubos ausentes de surfactantes, o ensaio C.OLU 

apresentou baixa atividade (19,19%). Com a adição de Dq e Bs, houve um pequeno 

aumento no metabolismo microbiano de 1,19% (OLU Bs) e 2,11% (OLU Dq) em 

comparação com C.OLU. Mais uma vez, OLU SqC obteve maior valor na 

biodegradação com um aumento de 43,11% em relação a C.OLU. 



Capítulo 2 103 

A bioaumentação do processo, utilizando o inóculo bacteriano, proporcionou 

uma maior diminuição da concentração de DCPIPox, na maioria dos casos, em razão 

do aumento de atividade microbiana nos ensaios. Estabelecendo comparações entre 

o tubo contendo óleo usado com ou sem surfactante e o tubo com OLU e Ps, tem-se 

que: 

- C.OLU-Ps = aumentou o metabolismo em 28,71% em relação a C.OLU; 

- OLU Bs-Ps = aumentou o metabolismo em 29,40% em relação a OLU Bs; 

- OLU Dq-Ps = aumentou o metabolismo em 33,63% em relação a OLU Dq; 

- OLU SqC-Ps = diminuiu o metabolismo em 9,48% em relação a OLU SqC. 

 

Assim, foi possível concluir que o inóculo foi benéfico para os ensaios com Bs 

Dq, que demonstraram melhora semelhante em seus processos. Entretanto, o 

ensaio com o Tween80, novamente, não seguiu o mesmo padrão e a sua atividade 

diminuiu pela inoculação das bactérias. 

4.3.3. Discussão dos resultados e conclusão 

Foi demonstrado pelos métodos respirométrico (Figuras 18 e 19) e 

colorimétrico (Figura 23) que a respiração e o metabolismo da comunidade 

microbiana, utilizados como indicadores de atividade biológica, são importantes 

ferramentas na avaliação da biodegradação de OLU. 

Ensaios com respirometria e DCPIP têm sido aplicados no estudo de 

degradação de hidrocarbonetos de petróleo por micro-organismos por se tratar de 

métodos precisos, simples e sensíveis (BALBA et al., 1998; SIVIERO, 1999; VAN 

HAMME et al., 2000; KUBOTA et al., 2008; LOPES; BIDOIA, 2009; MONTAGNOLLI 

et al., 2009; LOPES et al., 2010; BIDOIA et al., 2010; TAMADA et al., 2012a) e, 

portanto, tornam-se importantes na avaliação da eficiência das estratégias de 

tratamento. Deste modo, uma análise prévia da biodegradação, em escala 

laboratorial, utiliza diversos parâmetros que possam interferir na eficácia do 

tratamento e permite otimizar o processo em relação a menores custos e tempos 

(LORS et al., 2012; SZULC et al., 2014). 

As características físico-químicas em que se encontram os hidrocarbonetos 

são um fator decisivo na cinética de biodegradação, pois os micro-organismos 

agem, principalmente, na interface óleo-água, em ambientes aquáticos, e óleo-

matriz do solo, para ecossistemas terrestres (AMUND; ADEBIYI, 1991). Em se 
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tratando do OLU, foi demonstrado que sua estrutura química sofre alterações 

quando o produto é utilizado. As altas temperaturas e a alta pressão do motor 

quebram as longas cadeias carbônicas presentes nesse óleo, o que facilita a ação 

microbiana na degradação destas moléculas (EISENTRAEGER et al.; 2002; LOPES; 

BIDOIA, 2009; LOPES et al., 2010; TAMADA et al., 2012a). 

Pelos resultados de biodegradação obtidos, concluiu-se que o inóculo de solo 

utilizado (amostra C1) proporcionou a seleção de micro-organismos capazes de 

biodegradar o OLU. Deste modo, sabe-se que, dentre as condições do processo de 

biodegradação que influenciam no seu desempenho, está a presença de micro-

organismos específicos capazes de utilizar o poluente como fonte de carbono 

(PRINCE, 1993; KARHU et al., 2009; ROSOLEN et al., 2005; ANTIC et al., 2006). 

As bactérias são os agentes mais ativos na biodegradação de petróleo e 

atuam como principais degradadores em casos de derramamentos de petróleo 

(RAHMAN et al., 2002; ROB et al., 2009). Assim, o sucesso de inocular micro-

organismos em solos contaminados com hidrocarbonetos de petróleo deve-se à 

capacidade destes micro-organismos em assimilar o composto em seu metabolismo 

mais fácil e/ou mais rapidamente que outros grupos. Deste modo, os ensaios 

realizados evidenciaram que, ao adicionar o inóculo de P. aeruginosa LBI, os 

biotratamentos melhoraram sua eficiência na biodegradação do OLU. Portanto, os 

resultados confirmaram a afirmação de que a bioaumentação representa uma 

alternativa de grande valor no aperfeiçoamento do processo de biorremediação 

(RUBERTO et al., 2003; BENTO et al., 2005; TACCARI et al., 2012; SZULC et al., 

2014). 

No entanto, em função do OLU ser um substrato hidrofóbico, esta 

característica lhe confere limitação ao metabolismo microbiano pelas suas 

interações com a matriz de solo. Tal limitação geralmente reflete na inibição da 

degradação (HARMS; BOSMA, 1997). Desse modo, foram aplicados diferentes tipos 

de surfactantes, a fim de promover a solubilização deste composto hidrofóbico (JAIN 

et al., 1992; WHANG et al., 2008). Em sua maioria, houve aumento na taxa de 

biodegradação do óleo pela aplicação dos tensoativos. Para o ramnolipídio 

produzido (Bs) e o Tween80 (SqC), o aumento na biodegradação de 

hidrocarbonetos de petróleo foi devido à melhor interação óleo-surfactante-micro-

organismo que facilitou e estimulou a microbiota do solo em degradar o composto 

poluente (JAIN et al., 1992; WHANG et al., 2008). O aumento da biodisponibilidade 



Capítulo 2 105 

causado pelos surfactantes também foi encontrada em outros estudos (WEST; 

HARWELL, 1992; PROVIDENTI et al., 1995; VOLKERING et al., 1998; CALVO et al., 

2002; RON; ROSENBERG, 2002; MCKEW et al., 2007). 

Uma biodegradação efetiva depende da ação simultânea de micro-

organismos metabolicamente versáteis e condições ambientais favoráveis ao 

processo (VENKATESWARAN; HARAYAMA, 1995). Todavia, nem toda alternativa 

de compostos tensoativos pode ser considerada viável na descontaminação de 

ambientes contaminados por hidrocarbonetos de petróleo. A menor taxa de 

biodegradação encontrada para os ensaios com Dq revelou seu efeito prejudicial na 

biodegradação do OLU, provavelmente, devido à toxicidade do meio. Edwards et al. 

(2003), avaliando o efeito tóxico de 3 biossurfactantes e 3 surfactantes químicos, 

demonstraram que aqueles de origem sintética apresentaram maior toxicidade frente 

aos organismos-teste analisados. Neste sentido, foi observado que a toxicidade de 

um surfactante, provavelmente, altera a composição das populações microbianas 

responsáveis por realizar a degradação do hidrocarboneto (CHEN et al., 2000; 

COLORES et al., 2000). 

Por outro lado, a biodegradação de hidrocarbonetos pode ser melhorada pela 

adição ou pela produção in situ de biossurfactantes (CALVO et al., 2009), visto que a 

biodisponibilidade de substâncias é determinada pela taxa de transferência de seus 

metabólitos para as células dos micro-organismos (JOHNSEN et al., 2005). Os 

resultados utilizando Bs, junto ao solo contaminado com OLU, apresentaram uma 

alternativa viável no aumento da biodegradabilidade deste hidrocarboneto. Além 

disso, a inoculação de Ps favoreceu ainda mais a atividade microbiana no processo. 

O gênero Pseudomonas é capaz não só de degradar o OLU, como também de 

produzir ramnolipídios in situ, para aumentar a biodisponibilidade do poluente 

(NITSCHKE et al., 2005b). 

Bactérias produtoras de biossurfactantes, como Pseudomonas, podem 

também participar ativamente na maior atividade de um consórcio microbiano no 

solo, pois são capazes de emulsificar os hidrocarbonetos, para que outros micro-

organismos realizem sua degradação (RON, RONSENBERG, 2002). Geralmente, o 

tempo de tratamento e o período de adaptação dos micro-organismos à 

contaminação são mais curtos com o uso desses biotensoativos (KOSARIC, 2001). 

Ainda, Norman et al. (2002) demonstraram que os ramnolipídios estimularam 

diferentes processo envolvidos na degradação de compostos orgânicos. 
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Em relação ao surfactante químico sintético, foi observado que muitas vezes 

os ensaios contendo SqC apresentaram altos valores de atividade microbiana do 

solo. Contudo, o método colorimétrico revelou também que esta molécula pode ser 

facilmente assimilável como fonte de carbono pela microbiota, o que demonstra que 

cada tipo de surfactante inferiu um efeito diferente no processo de biodegradação do 

OLU. Assim, foi demonstrado que o modo de ação dos surfactantes químicos e 

biossurfactantes podem variar. Mohanty e Mukherji (2013) demonstraram os modos 

distintos de atuação do Triton X-100 (surfactante químico) e do JBR-515 

(biossurfactante ramnolipídio) na biodegradação de hidrocarbonetos de petróleo. 

Enquanto o Triton X-100 aumentou a biodisponibilidade através da emulsificação e 

facilitou a assimilação direta na interface pelos micro-organismos, o JBR-515 tornou 

os compostos biodisponíveis por solubilização micelar. 

Por fim, concluiu-se que: 

- a respiração e o metabolismo microbianos foram importantes indicadores da 

atividade dos micro-organismos na biodegradação; 

- a amostra de solo C1 obteve sucesso da seleção da microbiota capaz de 

degradar o OLU; 

- os surfactantes utilizados promoveram a biossubilização do OLU, permitindo 

maior taxa de biodegradação; 

- a inoculação de P. aeruginosa LBI nos tratamentos possibilitou maior 

atividade microbiana, em função do processo de bioaumentação; 

- o Tween80 (SqC), quando adicionado nas amostras, demonstrou-se como 

uma fonte de carbono facilmente assimilável pelos micro-organismos do solo; e 

- o detergente químico (Dq) provavelmente conferiu toxicidade ao meio, já que 

foram observadas menores taxas de biodegradação, quando ele foi adicionado. 

 



 

5. CAPÍTULO 3 

Efeitos dos processos de biorremediação de solos 

contaminados com óleo lubrificante na composição físico-química 

e na ecotoxicidade dessas amostras 
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5.1. Introdução 

Foi demonstrado que o OLU apresenta-se mais tóxico em relação aos óleos 

novos mesmo após o tratamento com micro-organismos, apesar de possuir maior 

taxa de biodegradação (LOPES et al., 2010; TAMADA et al., 2012a). Sua toxicidade 

quando disposto no ambiente gera grande preocupação, uma vez que os óleos 

usados podem ter uma vasta gama de composições. Além disso, a concentração de 

hidrocarbonetos policíclicos aromáticos (HPAs) aumenta após a utilização do 

lubrificante em motores automobilísticos (HENRY, 1998).  

Devido a sua baixa biodegradabilidade, os hidrocarbonetos residuais e os 

HPA que se apresentam no solo contaminado representam misturas complexas de 

compostos com alto peso molecular e uma proporção substancial de uma mistura 

complexa não-decomposta (UCM). Devido a isso, pesquisas recentes têm como 

objetivo minimizar a presença de tais compostos e compreender melhor os seus 

efeitos ecotoxicológicos do solo. Desta forma, não só estudos de biodegradação 

precisam ser propostos, como também se devem conhecer as populações 

microbianas predominantes, a caracterização físico-química e a toxicidade do solo, 

após realizado o processo de biorremediação (LLADÓ et al., 2012). 

O princípio dos testes ecotoxicológicos baseia-se na determinação do 

potencial de impacto de um poluente na biota presente em certo ambiente. Os dados 

obtidos podem ser utilizados na regulação do uso destes compostos químicos e no 

diagnóstico de tratamento, após a contaminação da área (HAGNER et al., 2010). 

Portanto, testes ecotoxicológicos têm sido utilizados com relativo sucesso 

como uma ferramenta complementar para monitorar a eficiência na biorremediação 

do solo, tornando-se essencial para avaliar os riscos ecológicos em ambientes 

contaminados (WANG et al.,2010). No entanto, poucos trabalhos combinam a 

realização de ensaios ecotoxicológicos com um estudo detalhado das comunidades 

microbianas em solos contaminados com hidrocarbonetos de petróleo (LIU et al., 

2010; SHEPPARD et al., 2011; LLADÓ et al., 2012). 

Para garantir uma avaliação adequada do risco da contaminação e o 

monitoramento do processo de biorremediação, os testes de toxicidade, as análises 

químicas e moleculares e os estudos de ecologia microbiana das comunidades 

devem ser complementares entre si (AL-MUTAIRI et al., 2008; PLAZA et al., 2010). 
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Parâmetros físico-químicos e biológicos do solo afetam o desenvolvimento 

e/ou a sobrevivência de um organismo-teste e, portanto, testes de toxicidade são 

extremamente úteis para fornecer uma avaliação geral do progresso da 

biorremediação em solos contaminados (MARWOOD et al., 1998). Neste sentido, a 

germinação de sementes e o desenvolvimento das plântulas têm sido utilizados para 

avaliar o impacto de tratamentos realizados, quanto à recuperação de áreas 

contaminadas por petróleo e derivados (AMAKIRI; ONOFEGHARA, 1984). 

Neste contexto, este capítulo complementa os ensaios de biodegradação, 

demonstrando o efeito de cada tratamento nas composições físico-química e 

microbiológica das amostras de solo, além de estabelecer o efeito tóxico deste solo 

antes e após o processo de biorremediação. 

5.2. Material e Métodos 

5.2.1. Material 

5.2.1.1. Meios de cultura 

5.2.1.1.1. Plate Count Agar (PCA) 

O meio PCA foi utilizado para contagem de unidades formadoras de colônia 

(UFC) de bactérias. Para o preparo foi pesado 23,50 g de Plate Count Agar e 

dissolvido em 1,0 L de água destilada. 

5.2.1.1.2. Sabouraud 

O meio Sabouraud foi utilizado para contagem de unidades formadoras de 

colônia (UFC) de fungos totais. Para o preparo, foi pesado 65,00 g de Difco® 

Sabouraud Dextrose Agar e dissolvido em 1,0 L de água destilada, juntamente com 

0,400 g de cloranfenicol levogiro. O cloranfenicol foi utilizado no meio de cultura com 

função antibacteriana para contagem de UFC referente a fungos totais. 

5.2.1.2. Soluções 

5.2.1.2.1. Solução salina 0,85% 

A solução salina foi preparada na concentração de 0,85% (m/v), dissolvendo 

0,85 g de cloreto de sódio (NaCl) em 100 mL de água destilada. 
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5.2.1.2.2. Sulfato de zinco 0,05 M 

Foram dissolvidos 3,60 g de sulfato de zinco (ZnSO4) em 250 mL de água 

destilada. A solução foi homogeneizada em balão volumétrico e, posteriormente, 

armazenada em frasco de vidro. 

5.2.1.3. Solo 

O solo foi comprado em um estabelecimento comercial de materiais de 

construção no município de Rio Claro-SP. Todo o solo foi peneirado com uma 

peneira de malha 1,00 mm para retirada de sólidos grosseiros e obtenção de 

material homogêneo a ser utilizado em todos os procedimentos experimentais. 

5.2.2. Métodos 

5.2.2.1. Solo 

Após ser peneirado, o solo foi utilizado para elaborar diferentes amostras em 

função do contaminante (OLU) e das condições de tratamento (soluções, tempo, 

etc.). 

5.2.2.1.1. Amostras de solo – tempo zero 

Inicialmente, foram avaliadas as amostras de solo no tempo zero, ou seja, 

anterior ao tratamento biológico. Três amostras de solo foram submetidas a estas 

análises: Solo “Controle”, C1 – Contaminação 1 e C2 – Contaminação 2. 

No tempo zero, foram realizadas três análises distintas: (1) determinação das 

concentrações de macronutrientes, micronutrientes, metais pesados e outros 

elementos mais análises complementares; (2) avaliação da toxicidade, a partir da 

germinação de sementes e desenvolvimento de plântulas de duas espécies (Lactuca 

sativa e Eruca sativa); e (3) contagem de unidades formadoras de colônias para 

bactérias e fungos totais. Além disso, foi determinada a composição granulométrica 

do solo utilizado em todo o procedimento experimental (Solo “Controle”). 

5.2.2.1.2. Amostras de solo – tempo final (180 dias) 

Foram preparadas 10 amostras de solo com variações nas condições de 

tratamento biológico a que foram submetidas (Tabela 13). Estas amostras foram 

dispostas em sacos plásticos e foram enterrados no Jardim Experimental do Instituto 

de Biociências - UNESP, campus Rio Claro, seguindo o procedimento adotado para 

C1 e descrito no Capítulo 2. 
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Transcorrido o período de 180 dias, foram realizadas análises físico-químicas, 

microbiológicas e de ecotoxicidade. Pelos resultados obtidos foi possível estabelecer 

comparações entre as condições dos tratamentos biológicos adotados para os 

parâmetros analisados. 

 

Tabela 13 - Amostras de solo para realização de análises no tempo final (180 dias) 

Amostras de solo 
(tempo final) 

Composição 

1 Controle Solo 

2 C1 Contaminação 1 (C1) 

3 C2 Contaminação 2 (C2) 

4 C2 Dq C2 e detergente químico 

5 C2 Bs C2 e biossurfactante 

6 C2 SqC C2 e surfactante químico comercial 

7 C2-Ps C2 e inóculo de P. aeruginosa LBI 

8 C2 Dq-Ps C2, Dq e Ps 

9 C2 Bs-Ps C2, Bs e Ps 

10 C2 SqC-Ps C2, SqC e Ps 

 
5.2.2.2. Inóculo lixiviado para contagem microbiana 

Na contagem de UFC, os inóculos lixiviados foram preparados a partir das 

amostras de solo (3 no tempo zero e 10 no tempo final). Este procedimento utilizou 

material, vidrarias e soluções previamente esterilizados em autoclave por 15 min a 

121 ºC. Assim, 10 g da amostra de solo foram transferidos a um frasco Erlenmeyer 

de 250 mL juntamente com 90 mL de solução salina 0,85% (estéril). O frasco foi 

mantida em agitação a 180 rpm por 60 min e, em seguida, o líquido foi filtrado com 

auxílio de funil e algodão estéril. O lixiviado obtido já com diluição de 10-1 foi extraído 

em frasco estéril. 

5.2.2.3. Análises realizadas nas amostras de solo 

Todas as análises descritas abaixo foram realizadas para as treze amostras 

de solo: 3 no tempo zero (solo “Controle”; C1 e C2) e 10 no tempo final (Tabela 13). 
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5.2.2.3.1. Análises físico-químicas 

As amostras de solo foram analisadas pelo Instituto Campineiro de Análise de 

Solo e Adubo (ICASA, Campinas-SP) para determinação da composição 

granulométrica e físico-química nas diferentes amostras (Tabela 14). 

 

Tabela 14 - Análises realizadas nas amostras de solo 
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5.2.2.3.2. Contagem de UFC 

Os micro-organismos contabilizados foram divididos em dois grupos, cada um 

com seu meio específico de crescimento para bactérias ou fungos totais. Desta 

forma, foram preparados os inóculos lixiviados para cada amostra de solo. O 

plaqueamento foi realizado em duplicata, pelo método de Pour Plate, pela 

inoculação de 1,0 mL do inóculo lixiviado em placas de Petri e, posteriormente, 

sendo adicionado o meio de cultura. 

Na Tabela 15 estão apresentados os meios de cultura, as diluições, as 

temperaturas e os tempos de incubação para cada uma das duas culturas 

microbianas submetidas a contagem. 

 

Tabela 15 - Parâmetros de inoculação e incubação dos micro-organismos para 
contagem de UFC 

Grupo 

microbiano 

Inoculação Incubação 

Meio de cultura Diluições Temperatura Tempo 

Bactérias PCA 10-3 e 10-5 35 ºC 48 h 

Fungos totais Sabouraud 10-2 e 10-3 28 ºC 168 h 

 

Transcorrido o período de incubação, as unidades formadoras de colônias 

foram contabilizadas para cada amostra e cada grupo microbiano. Em seguida, foi 

obtido o valor de UFC já multiplicado pelo fator de diluição aplicado. 
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5.2.2.3.3. Bioensaios de toxicidade 

A germinação é um fenômeno biológico da retomada do crescimento do 

embrião, com o subsequente rompimento do tegumento pela radícula. Do ponto de 

vista fisiológico, germinar é simplesmente quando o embrião sai do repouso 

fisiológico e entra em atividade metabólica (NASSIF et al., 1998), desde que 

satisfeitas as condições internas e ambientais necessárias para que o organismo 

possa se desenvolver. Qualquer alteração nesses parâmetros por substâncias 

tóxicas podem afetar o desenvolvimento do tecido vegetal (AYERS; WESTCOT, 

1999). 

A avaliação da toxicidade das amostras de solo foi realizada por meio de 

testes fitotoxicológicos por metodologias padronizadas. O método empregado 

baseou-se nas metodologias propostas por Morales et al. (2004), Tiquia et al. 

(1996), Dutka (1989) e Wang (1987). O efeito da contaminação do solo com OLU foi 

avaliado utilizando sementes de dois organismos-teste: L. sativa (alface) e E. sativa 

(rúcula), conforme apresentado na Figura 24. 

 

 

Figura 24 - Espécies vegetais utilizadas como organismos-teste nos bioensaios de 
toxicidade (tempo zero). 

Os bioensaios de toxicidade com as espécies vegetais foram avaliados pela 

germinação de sementes e desenvolvimento da raiz e do hipocótilo. As sementes 

foram adquiridas de um mesmo fornecedor (TopSeed® – Linha Azul), de mesmo lote 

e livre de defensivos químicos agrícolas. 
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5.2.2.3.3.1. Montagem dos ensaios 

Para cada organismo-teste, foi realizado ensaios em triplicata com as treze 

amostras de solo, assim como analisado pela contagem de UFC (3 no tempo zero e 

10 no tempo final). Também, foram realizados o controle positivo (CP) e o controle 

negativo (CN) com a amostra de solo controle sem adição de OLU. Os testes de 

toxicidade foram preparados em copos plásticos de 50 mL. Cada copo continha 25 g 

de solo, 1,0 mL de água destilada e 10 sementes do organismo-teste em análise. 

Em seguida, os recipientes plásticos foram cobertos com filme de PVC a fim 

de não perder umidade e incubados a 20±1 °C por 120 h ao abrigo da luz. No 

controle positivo (CP) foi adicionado 1,0 mL de sulfato de zinco 0,050 M, para testar 

a sensibilidade das sementes utilizadas. 

5.2.2.3.3.2. Análise dos resultados 

Na análise do desenvolvimento da plântula, o método consistiu inicialmente 

no congelamento das plântulas após 120 h de incubação. Este procedimento, além 

de interromper o crescimento das plântulas de modo uniforme, facilita as medições 

pela diminuição da rigidez dos tecidos vegetais, evitando possíveis quebras das 

plântulas durante a realização das medições. Para cada plântula foram tomadas 

medidas da raiz e hipocótilo. 

Assim, foram determinados: a germinação das sementes, o alongamento da 

raiz e do hipocótilo (≥ 0,1 mm) e o índice de germinação (GI - Germination Index, 

fator de germinação de sementes e alongamento da raiz relativos ao ensaio controle 

negativo - CN). Pela contagem de sementes germinadas foi calculada a 

porcentagem de germinação relativa ao CN (%G), dada pela Equação 8 

(LABOURIAU; AGUDO, 1987): 

 

   (
   

   
)         (8) 

 

em que,  

SGa  = número total de sementes germinadas na amostra analisada; 

SGc = número total de sementes germinadas no CN. 
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Os resultados foram expressos pelo tamanho médio da raiz e do hipocótilo, 

para cada ensaio, pelo desenvolvimento relativo da raiz em relação ao CN (%R) e 

pelo índice de germinação (GI), conforme Equação 9. 

 

   (
   

   
)         (9) 

em que,  

MRa  = média do alongamento da raiz nas sementes germinadas na amostra 

analisada; 

MRC = média do alongamento da raiz nas sementes germinadas no CN. 

 

O conjunto de medidas da raiz e do hipocótilo permitiu a observação da 

influência da exposição à substância testada no crescimento do tecido vegetal, após 

120 h, pela medição do comprimento: 

O índice de germinação (GI), que combina as medidas de germinação de 

sementes relativa ao CN (%G) e alongamento da raiz relativo ao CN (%R), foi 

utilizado para avaliar a toxicidade das amostras de solo em alface e rúcula 

(Equação 10). 

 

   
         

   
    (10) 

5.3. Resultados 

5.3.1. Solo - Análises físico-químicas 

5.3.1.1. Composição granulométrica 

Todas as amostras de solo utilizadas no projeto partiram da mesma matriz 

para seu preparo. Este solo matriz foi analisado conforme sua granulometria e o 

resultado encontra-se na Tabela 16. 

 

Tabela 16 - Composição granulométrica e classificação do solo 

Areia 
grossa 

Areia 
fina 

Silte Argila Classe Subclasse 

75,0% 14,0% 2,4% 8,6% Limo Arenoso Arenoso 
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5.3.1.2. Composição físico-química 

As análises nas amostras de solo foram divididas em dois tempos: antes 

(tempo zero) e após o tratamento biológico (tempo final – 180 dias). Os resultados 

da composição físico-química das amostras de solo foram obtidos para 

macronutrientes, micronutrientes, metais pesados e outros elementos mais análises 

complementares, apresentados nas Tabelas 17 e 18, respectivamente. 
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Tabela 17 - Caracterização físico-química das amostras de solo – Macronutrientes e análises complementares 

 

Amostras 

Macronutrientes Análises complementares 

P K Ca Mg Al Ntotal SB Ca/Mg Mg/K pH H+Al CTC V% Ctotal MO 

mg.dm
3
 mmolc.dm

3
 %     mmolc.dm

3
 % g.dm

3
 

T
e
m

p
o

 z
e
ro

 

C.S. 2,0 0,1 5,0 1,0 1,0 0,010 6,1 5,0 10,0 5,3 7,0 13,2 46,3 0,1 1,0 

C1 1,0 0,1 2,0 1,0 *ND 0,011 3,2 2,0 10,0 5,5 7,0 10,3 31,2 0,2 6,0 

C2 4,0 0,1 5,0 1,0 *ND 0,040 6,2 5,0 10,0 5,8 4,0 10,2 60,9 0,2 5,0 

T
e
m

p
o

 f
in

a
l 

C.S. 7,0 0,1 3,6 0,8 1,5 0,010 5,2 4,0 10,0 6,6 7,0 12,3 42,4 0,1 1,7 

C1 5,0 0,1 3,7 0,6 *ND 0,013 5,1 4,0 10,0 6,0 9,0 14,2 36,3 0,2 3,4 

C2 3,0 0,1 4,2 0,5 *ND 0,011 5,2 4,0 10,0 6,1 9,0 14,3 36,6 0,2 3,4 

C2 Dq 2,0 0,1 5,1 0,5 *ND 0,010 6,2 5,0 10,0 5,9 10,0 16,3 38,1 0,2 3,4 

C2 Bs 4,0 0,1 4,4 0,4 *ND 0,017 5,2 4,0 10,0 5,8 11,0 16,3 32,0 0,2 3,4 

C2 SqC 2,0 0,1 4,7 0,6 *ND 0,010 6,2 5,0 10,0 5,7 10,0 16,3 38,3 0,3 5,2 

C2-Ps 2,0 0,1 4,7 0,5 *ND 0,014 6,2 5,0 10,0 5,7 10,0 16,3 38,1 0,3 5,2 

C2 Dq-Ps 3,0 0,1 4,1 0,5 *ND 0,021 5,2 4,0 10,0 5,7 9,0 14,3 36,4 0,3 5,2 

C2 Bs-Ps 2,0 0,1 4,5 0,4 *ND 0,013 5,2 4,0 10,0 5,7 10,0 15,3 34,1 0,3 3,4 

C2 SqC-Ps 2,0 0,1 3,8 0,4 *ND 0,014 5,1 4,0 10,0 5,8 10,0 15,2 33,9 0,3 3,4 

           
*ND = não detectado 
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Tabela 18 - Caracterização físico-química das amostras de solo – Micronutrientes e metais pesados e outros elementos 

 

Amostras 

Micronutrientes Metais pesados e outros elementos 

Na Fe Mn Cu Zn B As Cd Cr Pb Hg Ni Se Sb S Ba Ag V 

mg.dm
3
 mg.kg

-1
 

T
e
m

p
o

 z
e
ro

 

C.S. 1,00 3,00 0,80 0,10 0,10 0,41 *ND < 0,1 0,50 1,90 *ND < 0,1 *ND *ND < 0,1 *ND *ND 2,80 

C1 3,00 0,00 2,20 0,10 6,20 0,12 *ND < 0,1 0,50 2,00 *ND < 0,1 *ND *ND 22,20 *ND *ND 3,00 

C2 3,00 0,00 0,90 0,30 26,60 0,07 *ND < 0,1 1,00 3,90 *ND 13,70 *ND *ND 228,80 *ND *ND 4,90 

T
e
m

p
o

 f
in

a
l 

C.S. 3,00 1,56 0,71 0,17 0,40 0,06 *ND <0,01 1,05 2,26 *ND 0,12 *ND *ND 4,00 *ND *ND 4,00 

C1 2,00 2,38 1,39 0,13 6,60 0,08 *ND 0,03 0,87 2,72 *ND 0,11 *ND *ND 8,00 *ND *ND 3,80 

C2 4,00 3,94 5,12 0,16 37,20 0,10 *ND 0,01 0,83 1,55 *ND 0,11 *ND *ND 12,00 *ND *ND 3,80 

C2 Dq 3,00 5,40 4,56 0,16 38,80 0,09 *ND 0,01 1,00 1,45 *ND 0,15 *ND *ND 18,00 *ND *ND 3,00 

C2 Bs 3,00 9,80 4,62 0,17 46,20 0,11 *ND 0,01 0,87 1,38 *ND 0,15 *ND *ND 14,00 *ND *ND 3,70 

C2 SqC 4,00 13,12 3,26 0,16 44,00 0,10 *ND <0,01 0,91 1,08 *ND 0,13 *ND *ND 10,00 *ND *ND 3,90 

C2-Ps 3,00 13,18 5,91 0,21 53,40 0,09 *ND 0,01 1,05 1,76 *ND 0,19 *ND *ND 24,00 *ND *ND 2,60 

C2 Dq-Ps 3,00 7,06 5,36 0,17 43,60 0,09 *ND 0,01 0,99 2,93 *ND 0,18 *ND *ND 22,00 *ND *ND 4,00 

C2 Bs-Ps 3,00 4,40 5,68 0,16 44,20 0,10 *ND <0,01 0,88 1,32 *ND 0,14 *ND *ND 16,00 *ND *ND 3,70 

C2 SqC-Ps 2,00 3,52 2,80 0,25 37,40 0,12 *ND <0,01 0,75 0,88 *ND 0,13 *ND *ND 14,00 *ND *ND 2,80 

               
*ND = não detectado 
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A partir dos dados de macronutrientes e das análises complementares 

(Tabela 17), foi observado que, após 180 dias de tratamento biológico, houve 

diminuição na concentração de fósforo nas amostras contaminadas com OLU, em 

relação ao tempo inicial (C2 - t0). Também, foi demonstrada uma queda evidente 

nos níveis de nitrogênio visto que, antes da biorremediação, havia 0,040% para 

nitrogênio total (C2 - t0) e, no tempo final, o maior valor encontrado foi 0,021% para 

C2 Dq-Ps. 

Alguns macronutrientes tiveram um aumento de concentração, após realizado 

o processo de biodegradação (Tabela 18). A contaminação inicial (C2 - t0) 

apresentava 0,90 mg.kg-1 de manganês e 26,60 mg.kg-1 de zinco. Porém, foi 

observado que todas as amostras de solo com maior volume de OLU (ensaios C2) 

passaram a ter maior presença destes elementos. Em C2-Ps, os índices atingiram 

5,91 mg.kg-1 e 53,4 mg.kg-1 para manganês e zinco, respectivamente. 

Na Tabela 19 encontram-se os valores para os metais pesados e outros 

elementos. Houve praticamente a eliminação nos níveis de níquel, uma vez que, 

com os tratamentos propostos, sua concentração reduziu de 13,7 mg.kg-1 para 

valores inferiores a 0,19 mg.kg-1. Logo, houve possível redução da toxicidade nas 

amostras de solo, pois a presença de altas concentrações altas de níquel é capaz de 

interferir no desenvolvimento de plantas e diminuir a biomassa microbiana (BERTON 

et al., 2006). 

Da mesma forma, a queda dos valores de chumbo identificou que o processo 

de biorremediação provavelmente refletiu numa melhor qualidade ecológica pela 

redução do efeito tóxico do OLU no solo (Tabela 18). Foi demonstrado que o 

chumbo é capaz de se acumular nas partículas do solo e representa, assim, um 

poluente em potencial. Este metal representa um efeito fitotóxico responsável por 

reduzir o crescimento das plantas, escurecer o sistema radicular, inibir a 

fotossíntese, entre outros prejuízos (SHARMA; DUBEY, 2005). 

No entanto, o elemento de maior destaque na amostra contaminada com OLU 

no tempo zero foi o enxofre (Tabela 18). Na amostra C2 - t0, sua concentração era 

de 228,8 mg.kg-1, porém após 180 dias de biorremediação ,foi observada uma 

redução de 89,5% (C2-Ps), 90,4% (C2 Dq-Ps), 92,1% (C2 Dq), 93,0% (C2 Bs-Ps), 

93,9% (C2 Bs e C2 SqC-Ps), 94,8% (C2) e 95,6% (C2 SqC). Analisando estes 

resultados, observa-se uma relação direta com a taxa de biodegradação 

determinada pelo método respirométrico (Tabela 10 e Figura 19), na qual a maior 
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queda na concentração de enxofre no solo foi obtida pela amostra com maior 

atividade microbiana – C2 SqC.  

5.3.2. Contagem de UFC 

O resultado da contagem de UFC está demonstrado na Tabela 19 e nas 

Figuras 25 e 26, de acordo com as treze amostras de solo analisadas. 

 

Tabela 19 - Número de UFC por amostra de solo e grupo microbiano 

C
o

n
ta

g
e
m

 

U
F

C
 

Grupo Microbiano Bactérias Fungos Totais 

Meio de cultura PCA Sabouraud 

Número de UFC.mL-1 x 104 x 103 

Amostras de solo Resultados 

T
e
m

p
o

 

z
e

ro
 Controle Solo 23,00 < 1,00 

Contaminação 1 367,50 3,20 

Contaminação 2 2,00 3,55 

T
e
m

p
o

 f
in

a
l 

(1
8
0

 d
ia

s
) 

CS 6,05 1,55 

C1 33,00 16,00 

C2 41,40 11,15 

C2 Dq 31,30 14,70 

C2 Bs 36,40 24,15 

C2 SqC 51,50 4,95 

C2-Ps 26,50 15,85 

C2 Dq-Ps 51,00 7,40 

C2 Bs-Ps 100,50 2,06 

C2 SqC-Ps 94,00 2,70 
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Figura 25 - Contagem de UFC de bactérias para as amostras de solo nos tempos 
zero e final de tratamento. 
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Figura 26 - Contagem de UFC de fungos totais para as amostras de solo nos 
tempos zero e final de tratamento. 
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Os resultados permitiram concluir que o grupo mais abundante nas amostras 

de solo foi o de bactérias (Tabela 19 e Figuras 25 e 26). A quantidade bacteriana foi, 

no mínimo, 6x maior que os fungos totais (C2 – t0), podendo chegar até a 1148x 

(C1 – t0). Em relação a ação dos micro-organismos na biodegradação de petróleo e 

derivados, foi demonstrado que as bactérias são os agentes mais ativos neste 

processo (RAHMAN et al., 2002; ROB et al., 2009). 

Concluiu-se que o método de preparo do inóculo (LOPES; BIDOIA, 2009), 

denominado C1 – t0 (Tabela 19 e Figuras 25 e 26), obteve sucesso na seleção da 

microbiota capaz de biodegradar o OLU. O alto valor para bactérias 

(367,5 x 104 UFC.mL-1) e a maior presença de fungos (3,2 x 103 UFC.mL-1) em 

relação ao solo controle (CS – t0) comprovaram esta afirmação, a qual também se 

confirmou pela avaliação da biodegradação.  

Foi observado um pequeno número de UFC em bactérias e fungos totais na 

contaminação inicial com OLU (C2 – t0). Este resultado deve-se ao potencial tóxico 

do óleo para a comunidade microbiana no solo. As análises físico-químicas 

determinaram uma possível toxicidade, devido à alta concentração de metais. 

Assim, o impacto do OLU provocou uma imediata perturbação nos micro-organismos 

presentes. 

Dentre os surfactantes, a contagem de UFC foi significativa em ensaios 

contendo ramnolipídio (Bs). Foi observado que a amostra C2 Bs-Ps obteve o 

segundo maior valor para bactérias (100,5 x 104 UFC.mL-1) e C2 Bs representou o 

maior resultado para fungos totais (24,15 x 103 UFC.mL-1). Por outro lado, as 

amostras de solo com Dq não apresentaram grande quantidade de micro-

organismos após o processo de biorremediação. Estes resultados também se 

relacionam com os dados de biodegradação e das análises físico-químicas, em que 

a adição de biossurfactante foi favorável à ação dos micro-organismos e na redução 

de metais tóxicos à biota. Em contrapartida, com a aplicação do detergente químico, 

a biodegradação e a diminuição destes elementos foram menores. 

De acordo com Margesin et al. (2000), as alterações no número de micro-

organismos são indicativos de um processo de biodegradação, contudo não podem 

ser consideradas como uma medida precisa das atividades reais do metabolismo 

microbiano. Individualmente, a quantificação de micro-organismos do solo fornece 

pouca informação sobre a eficiência degradativa dessas populações e, além disso, 
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apenas uma pequena parte dos micro-organismos de solo são isolados e estudados 

em laboratório (BECKER et al., 2000). 

Por fim, diferentes comportamentos foram observados nos grupos 

microbianos analisado quando as amostras de solo continham o inóculo de P. 

aeruginosa LBI (Tabela 19 e Figuras 25 e 26). Em relação às bactérias, os ensaios 

demonstraram um acréscimo de UFC, pois o inóculo pode favorecer sua atividade 

no solo e, assim, produzir ramnolipídios in situ que emulsificam o OLU para que 

outras bactérias realizem sua biodegradação (RON, RONSENBERG, 2002). 

Entretanto, uma diminuição no número de fungos totais indicou que as células 

bacterianas adicionadas estabeleceram uma relação antagônica com os fungos do 

solo possivelmente competindo pela fonte de carbono disponível. 

5.3.3. Bioensaios de Toxicidade 

A germinação de sementes (Figura 27) e o desenvolvimento das plântulas 

(Figura 28) foram avaliados para alface (Lactuca sativa) e rúcula (Eruca sativa). 

 

 

Figura 27 - Bioensaios de toxicidade. (a) Amostras de solo em triplicata. (b) 
Sementes germinadas após 120 h de incubação. 
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Figura 28 - Medição do hipocótilo e da raiz para os dois organismos-teste utilizados. 

5.3.3.1. Lactuca sativa 

Após 120 h de incubação no escuro, foi observado que não houve 

germinação no ensaio CP para ambos os tempos (Tabelas 20 e 21). Para as 

sementes de alface, foram determinados os índices de germinação (GI) e os 

cálculos de alongamento do hipocótilo e da raiz relativos ao controle negativo – CN 

(Figuras 29 a 32). 

 

Tabela 20 - Porcentagem de sementes de alface germinadas (tempo zero) 

L
a
c

tu
c

a
 s

a
ti

v
a
 

(t
e

m
p

o
 z

e
ro

) 

Ensaios Germinação 

CP 0,00% 

CN 80,00% 

C1 7,67% 

C2 0,67% 

 
Tabela 21 – Porcentagem de sementes de alface germinadas (tempo final) 

L
a
c

tu
c

a
 s

a
ti

v
a
 

(t
e

m
p

o
 f

in
a
l)

 Ensaios Germinação Ensaios Germinação Ensaios Germinação 

CP 0,00% C2 Dq 16,67% C2 Dq-Ps 13,34% 

CN 50,00% C2 Bs 16,67% C2 Bs-Ps 40,00% 

C1 53,00% C2 SqC 33,34% C2 SqC-Ps 33,34% 

C2 50,00% C2-Ps 33,34%     
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Figura 29 - Desenvolvimento das plântulas nas sementes de alface germinadas 
(tempo zero). 
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Figura 30 - Desenvolvimento das plântulas nas sementes de alface germinadas 
(tempo final).  
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Figura 31 - Germinação e desenvolvimento das sementes de alface germinadas em 
relação ao controle negativo (tempo zero). 
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Figura 32 - Germinação e desenvolvimento das sementes de alface germinadas em 
relação ao controle negativo (tempo final).  
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Avaliando os valores de GI obtidos para os bioensaios de toxicidade com 

sementes de alface (Figuras 31 e 32), tem-se que a amostra mais tóxica foi a 

contaminação inicial (C2 – t0). A maior presença de metais pesados tóxicos, como 

chumbo e níquel (Tabela 18), promoveu um resultado de 0,17%, toxicidade que 

também refletiu na pequena presença de fungos e bactérias (Tabela 19). Realizado 

o processo de biorremediação, a mesma amostra de solo (C2) apresentou um alto 

desempenho na diminuição da toxicidade após 180 dias com GI igual a 59,93%.  

O maior valor de GI foi obtido pelo ensaio utilizado como inóculo (C1). 

Anteriormente, sua toxicidade já era pequena em relação ao solo controle (75,72%) 

devido à baixa concentração de OLU. Assim, transcorrido os 180 dias de tratamento, 

esta amostra demonstrou-se não só ausente de toxicidade, como também trouxe 

benefícios à germinação de sementes e ao desenvolvimento das plântulas de alface 

(142,69%). 

O inóculo Ps nos tratamentos atuou de diferentes maneiras, de acordo com a 

característica do ensaio. Nos ensaios contendo contendo Bs (C2 Bs-Ps) e SqC 

(C2 SqC-Ps), ocorreu maior redução na toxicidade. A amostra sem surfactante foi 

mais tóxica, conforme resultado de 21,41% em C2-Ps. Além disso, em C2 Dq o 

efeito fitotóxico diminuiu de 5,08% para 2,56% na amostra C2 Dq-Ps. 

Em se tratando do Dq, ficou demonstrado que este detergente foi 

extremamente tóxico quando presente nas amostras de solo contaminadas com 

OLU. Mesmo após 180 dias de tratamento, a inibição no desenvolvimento das 

sementes de L. sativa foi alta, estando próximo do ensaio da contaminação no 

tempo zero (C2 – t0). Este resultado confirma as hipóteses obtidas nos testes de 

biodegradação e de contagem de UFC, em que se esperava maior fitotoxicidade. 

Inversamente, a adição de SqC não apenas favoreceu a biodegradação, 

como foi capaz de reduzir a toxicidade nas amostras de solo em 23,62% e 34,66% 

para os ensaios sem (C2 SqC) e com o inóculo bacteriano (C2 SqC-Ps), 

respectivamente. Do mesmo modo, sistemas contendo Bs reduziram ainda mais o 

efeito tóxico, atingindo até 53,77% para GI em C2 Bs-Ps. 

5.3.3.2. Eruca sativa 

Após 120 h de incubação no escuro, foi observado que não houve 

germinação no ensaio CP para ambos os tempos (Tabelas 22 e 23). Para as 

sementes de rúcula, também foram determinados os índices de germinação (GI) e 



Capítulo 3 128 

os cálculos de alongamento do hipocótilo e da raiz relativos ao controle negativo - 

CN (Figuras 33 a 36). 

 

Tabela 22 - Porcentagem de sementes de rúcula germinadas (tempo zero) 

E
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Ensaios Germinação 

CP 0,00% 

CN 93,33% 

C1 86,67% 

C2 0,67% 

 
Tabela 23 - Porcentagem de sementes de rúcula germinadas (tempo final) 

E
ru
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(t
e

m
p

o
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a
l)

 Ensaios Germinação Ensaios Germinação Ensaios Germinação 

CP 0,00% C2 Dq 10,00% C2 Dq-Ps 10,00% 

CN 33,34% C2 Bs 16,67% C2 Bs-Ps 36,67% 

C1 60,00% C2 SqC 16,67% C2 SqC-Ps 40,00% 

C2 13,34% C2-Ps 13,34%     
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Figura 33 - Desenvolvimento das plântulas nas sementes de rúcula germinadas 
(tempo zero). 
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Figura 34 - Desenvolvimento das plântulas nas sementes de rúcula germinadas 
(tempo final).  



Capítulo 3 130 

CN

CP

C1

C2

0 50 100 150 200 250

 

 

Eruca sativa - t0

 GI

 % R

 % G

 

Figura 35 - Germinação e desenvolvimento das sementes de rúcula germinadas em 
relação ao controle negativo (tempo zero). 
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Figura 36 - Germinação e desenvolvimento das sementes de rúcula germinadas em 
relação ao controle negativo (tempo final).  
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Os resultados de GI com sementes de rúcula (Figuras 35 e 36) 

assemelharam-se muito aos obtidos com sementes de alface. A amostra de solo 

com maior fitoxicidade foi C2 – t0 (0,15%), porém a queda no efeito tóxico não foi 

tão proeminente após a biorremediação, atingindo GI de apenas 2,81%. Desta 

forma, sem adição de surfactantes e inóculo bacteriano, o impacto praticamente se 

manteve após 180 dias pela atenuação natural. 

O resultado com maior valor foi novamente C1 (114,67%) e sua análise no 

tempo zero também representava pouca toxicidade (C1 – t0, 76,10%). Juntamente 

aos dados de alface (Figuras 31 e 32), foi confirmada a capacidade dos micro-

organismos selecionados em biodegradar o OLU e reduzir a toxicidade do meio, 

tornando-se, neste caso, favorável à germinação e ao desenvolvimento das 

sementes. 

A inoculação de Ps implicou nos mesmos efeitos, sendo benéfico para os 

sistemas Bs e SqC e prejudicial na avaliação toxicológica das amostras contendo Dq 

em ausência de surfactante (C2-Ps). 

Elevada toxicidade foi demonstrada mais uma vez nos ensaios C2 Dq e 

C2 Dq-Ps, revelando que a aplicação de Dq não foi uma estratégia ecologicamente 

viável para utilização no solo contaminado com OLU. Por sua vez, a utilização de Bs 

e SqC combinada com bioaumentação, melhorou não só o tratamento pela melhor 

atividade microbiana na biodegradação, como também foram potenciais alternativas 

para remediação de ambientes terrestres impactados por OLU.  

5.3.3.3. Discussão dos resultados e conclusão 

O OLU está entre os poluentes antropogênicos de maior periculosidade 

devido à sua toxicidade e ao seu difícil manejo (KANOKKANTAPONG et al., 2009). 

Utilizando bioensaios com germinação e desenvolvimento de sementes, Lopes e 

Bidoia (2010) e Tamada (2012a) demonstraram que, embora o OLU seja de fácil 

assimilação pelos micro-organismos no solo, seu efeito tóxico é preocupante. Após 

seu uso, a composição do óleo retirada de cada motor é variável e há uma maior 

concentração de HPA em relação ao produto novo, sendo que estas moléculas 

aromáticas possuem alto potencial mutagênico e carcinogênico (HENRY, 1998; 

WHITE; CLAXTON, 2004). Além disso, é possível encontrar outros elementos 

perigosos, como metais pesados e bifenil policlorados - PCB (KANOKKANTAPONG 

et al., 2009). 
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O elevado potencial tóxico do OLU foi observado na pequena presença de 

fungos e bactérias na contaminação inicial do solo C2 – t0 (Tabela 19 e Figuras 25 

e 26) e, principalmente, evidenciado pelos bioensaios de toxicidade, com valor de GI 

menor que 0,2% para as duas espécies vegetais (Figuras 31 e 35). 

Neste sentido, sabe-se que as moléculas aromáticas presentes nos 

compostos oleosos, derivados de petróleo, são as responsáveis pela toxicidade 

aguda no solo (DORN; SALANITRO, 2000). E, após seu uso no motor, o OLU 

concentra HPA e outros compostos altamente perigosos à biota (HENRY, 1998), 

assim como alta concentração de alguns metais pesados e outros elementos, 

conforme demonstrado pela Tabela 18. 

A eficiência da biorremediação de ambientes contaminados com 

hidrocarbonetos está diretamente ligada não somente à degradação destes 

compostos, como também à diminuição da toxicidade inicial na área impactada 

(DORN; SALANITRO, 2000). Portanto, a maioria dos tratamentos propostos foi 

ecologicamente eficiente, uma vez que promoveu a degradação do OLU pela 

atividade microbiana e apresentou menor fitotoxicidade, em relação ao potencial 

toxicológico inicial (C2 – t0). 

Seguindo este padrão de viabilidade, os resultados das análises físico-

químicas, da contagem microbiana e dos bioensaios de toxicidade endossam a 

melhor eficácia nas maiores taxas de atividade microbiana observadas nos 

tratamentos contendo ramnolipídio (Bs) e Tween80 (SqC). Entretanto, esta 

afirmação não se aplica aos ensaios realizados com o detergente químico (Dq), cuja 

toxicidade permaneceu alta, mesmo após 180 dias de tratamento.  

Comparando-se os biossurfactantes com os surfactantes químicos em relação 

à sua toxicidade, Edwards et al. (2003) estudaram três tensoativos sintéticos e três 

surfactantes microbianos. A partir de testes com organismos invertebrados, os 

autores demonstraram que os biossurfactantes eram menos tóxicos do que os 

surfactantes de origem sintética. Também, Lima et al. (2011) confirmaram que os 

diferentes surfactantes de origem bacteriana possuem uma toxicidade 

significativamente inferior do que o surfactante aniônico SDS. 

Somado a isso, foi observado também que a toxicidade de um surfactante 

provavelmente altera a composição das populações microbianas responsáveis por 

realizar a degradação do hidrocarboneto (CHEN et al., 2000; COLORES et al., 

2000). 
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Por fim, Al-Mutairi et al. (2008) concluíram que, mesmo após significativa 

redução nos níveis de hidrocarbonetos de petróleo pelo tratamento biológico, a 

análise toxicológica revelou aumento do efeito tóxico inicial. Durante o processo de 

biodegradação, variações das propriedades toxicológicas também podem ocorrer. A 

degradação incompleta e a formação de metabólitos intermediários tóxicos podem 

resultar num aumento de toxicidade do solo durante a biorremediação (LOEHR; 

WEBSTER, 1997; LOIBNER et al, 2003; AL-MUTAIRI et al., 2008; STELIGA et al., 

2012).  

A partir dos resultados obtidos, confirmou-se que a avaliação dos parâmetros 

físico-químicos e biológicos e a realização de biosensaios de toxicidade são fatores-

chave na determinação da eficácia do processo de biorremediação, não 

considerando apenas a diminuição na concentração dos hidrocarbonetos no 

ambiente e/ou os altos índices de atividade microbiana. 

 

 



 

6. CAPÍTULO 4 

Alteração da comunidade microbiana do solo contaminado 

com óleo lubrificante usado após processo de biorremediação
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6.1. Introdução 

O cultivo de micro-organismos e técnicas independentes de cultivos são as 

metodologias que permitem explorar a diversidade microbiana presente no solo 

(KIRK et al., 2004). Atualmente, sabe-se que um grama de solo pode conter até 

109 células microbianas, distribuídas em milhares de espécies distintas, em que 

apenas 0,1% a 10% possa ser cultivável (TORSVIK; ØVREÅS, 2002). Dessa 

maneira, a obtenção de informações sobre biodiversidade, ecologia, dinâmica e 

riqueza da comunidade microbiana, em determinado ambiente, pode ser 

conquistada por meio de técnicas independente de cultivo, sendo estas baseadas 

em métodos moleculares, os quais tem como principal objetivo a extração do DNA 

total deste ambiente, para posteriores análises (KIRK et al., 2004; GONZÁLEZ et al., 

2011)  

Estas novas metodologias aumentaram a capacidade de correlacionar os 

dados microbiológicos com os fatores físico-químicos, distância geográfica e 

cobertura vegetal, permitindo inferências mais robustas a respeito das comunidades 

microbianas (KIRK et al., 2004).  

O desenvolvimento e a adaptação de técnicas da biologia molecular, como as 

baseadas na reação em cadeia da polimerase (PCR), têm permitido a identificação 

destes organismos de forma independente da morfologia, e também de forma 

independente de cultivo, levando a um maior conhecimento dos seres constituintes 

da microbiota (AVIO et al., 2009). 

Atualmente, diversas são as metodologias desenvolvidas para estudo da 

comunidade microbiana no ambiente, sendo o ponto de partida a extração do DNA 

e/ou RNA total diretamente das amostras ambientais (SINGH et al., 2006; 

ANDREOTE et al., 2009). Metodologias conhecidas como fingerprint estudam a 

estrutura da comunidade, a partir de um perfil de produtos de amplificação por PCR, 

que podem ser diferenciados a partir de alterações nas concentrações de guanina 

(G) e citosina (C), por meio de uma metodologia intitulada de gel de eletroforese em 

gradiente desnaturante – DGGE (MUYZER et al., 1993), ou por restrição com 

endonucleases específicas destes fragmentos, utilizando a técnica de polimorfismo 

de comprimento de fragmentos de restrição terminal - T-RFLP (LIU et al., 1997). 

Outra metodologia amplamente difundida é a de PCR quantitativo - qPCR (WEIS et 

al., 1992), na qual os genes alvos estudados são amplificados e quantificados ao 
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mesmo tempo, obtendo-se ao final valores de número de cópias do gene por grama 

de solo amostrado em cada ambiente.  

Na análise dos resultados obtidos por PCR-DGGE, verifica-se que cada 

banda identificada no gel representa um grupo de micro-organismo com a mesma 

sequência de nucleotídeos ou sequências similares com o mesmo comportamento 

de desnaturação (SINGH et al., 2006). Essa técnica é adequada na comparação de 

duas ou mais comunidades microbianas (MUYZER et al., 2003). No caso das 

amostras apresentarem padrões de bandas distintos no gel, certamente as 

comunidades analisadas são diferentes entre si (BOON et al., 2000). 

Nesta última etapa do estudo, verificou-se o efeito da aplicação das soluções 

de surfactantes na biorremediação de solo contaminado com OLU e alterações na 

estrutura da comunidade microbiana, por PCR-DGGE, para Bactéria e Fungo. 

6.2. Material e Métodos 

6.2.1. Material 

Foram analisadas 13 amostras de solo de modo semelhante às análises de 

ecotoxicidade descritas no Capítulo 3. Três amostras no tempo zero e outras dez no 

tempo final compunham o conjunto de amostras de solo submetidas às técnicas 

moleculares (Tabela 24). 

 

Tabela 24 - Amostras de solo para realização de análises moleculares nos tempos 
zero e final (180 dias) 

Amostras de solo 
(tempo zero) 

Amostras de solo 
(tempo final – 180 dias) 

1 t0 CS Solo 4 CS Solo 

2 t0 C1 Contaminação 1 (C1) 5 C1 Contaminação 1 (C1) 

3 t0 C2 Contaminação 2 (C2) 6 C2 Contaminação 2 (C2) 

      7 C2 Dq C2 e detergente químico 

      8 C2 Bs C2 e biossurfactante 

      9 C2 SqC C2 e surfactante químico comercial 

      10 C2-Ps C2 e inóculo de P. aeruginosa LBI 

      11 C2 Dq-Ps C2, Dq e Ps 

      12 C2 Bs-Ps C2, Bs e Ps 

      13 C2 SqC-Ps C2, SqC e Ps 
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6.2.2. Métodos 

Esta etapa do trabalho foi realizada em conjunto com o Prof. Dr. Fernando Dini 

Andreote no Laboratório de Biologia Molecular do Departamento de Ciências do 

Solo da Escola Superior de Agricultura “Luiz de Queiroz” - Universidade de São 

Paulo (ESALQ/USP), Piracicaba-SP. 

6.2.2.1. Extração de DNA total das amostras de solo 

As amostras de solo para a análise foram submetidas à extração de DNA com 

o kit comercial PowerSoil® DNA Isolation (MoBio Laboratories Inc., Carlsbad, CA, 

EUA) de acordo com as instruções do fabricante. 

Em balança analítica, foi pesado 0,500 g de cada amostra e adicionado em 

tubos PowerBead de 2,0 mL. Foram adicionados 60 µL da solução C1, invertendo o 

tubo várias vezes, e, posteriormente, foi agitado em agitador de tubos na velocidade 

máxima por 10 min e centrifugado a 10.000 g por 30 s. O sobrenadante, de 

aproximadamente 450 µL, foi transferido para um novo tubo, adicionado 250 µL da 

solução C2, agitado por 5 s e incubado a 4 ºC por 5 min. Transcorrido este período, 

centrifugou-se a 10.000 g por 1 min e então 600 µL do sobrenadante foi transferido 

para um novo tubo. Foram adicionados 200 µL da solução C3, seguido com agitação 

por 5 s e incubação a 4 ºC por 5 min. Logo após, centrifugou-se a 10.000 g por 1 min 

e transferiu-se 750 µL do sobrenadante a um novo tubo; adicionou-se 1200 µL da 

solução C4, agitou-se por 5 s, carregou-se 675 µL da solução no tubo contendo a 

coluna e, então, centrifugou-se por 1 min a 10.000 g. A solução coletada no tubo foi 

descartada e 675 µL foi carregado na coluna e centrifugado por 1 min a 10.000 g. A 

solução coletada no tubo foi novamente descartada e o restante foi aplicado na 

coluna, centrifugado da mesma maneira que nas condições anteriores. Em seguida, 

adicionou-se 500 µL da solução C5 na coluna e centrifugou-se a 10.000 g por 30 s; 

descartou-se o sobrenadante e centrifugou-se novamente o tubo vazio por mais 1 

min a 10.000 g. Realizada esta etapa, a coluna foi transferida para um novo tubo 

com a adição de 100 µL da solução C6 no centro da coluna. Por fim, estes tubos 

foram centrifugados por 30 s a 10.000 g e obteve-se o DNA extraído das amostras 

de solo. 

O resultado das extrações foi avaliado por meio de uma alíquota de 5 µL do 

DNA extraído, submetida à eletroforese em gel de agarose a 1,5% (m/v), corado 

com GelRed (Biotium Inc., Hayward, CA) em tampão TAE (400 mM Tris, 20 mM 
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ácido acético glacial, 1 mM EDTA). A corrida das amostras no gel foi realizada em 

campo elétrico de 80 V, por aproximadamente 30 min. Utilizou-se como marcador 

padrão de massa molecular Low Mass DNA Ladder (Invitrogen, Carlsbad, CA, EUA) 

e o gel foi, posteriormente, visualizado e fotografado em luz UV. 

6.2.2.2. Amplificação de genes específicos do DNA extraído por PCR 

A metodologia de PCR, seguida por DGGE, foi aplicada a fim de comparar a 

diversidade e a estrutura das comunidades bacteriana e fúngica em função dos 

diferentes tratamentos do solo contaminado. O procedimento baseou-se no estudo 

de Haichar et al. (2008), com adaptações. O DNA extraído das treze amostras de 

solo foi submetido a reações de PCR para amplificação de genes-alvo específicos a 

partir de primers e condições descritas na Tabela 25, utilizando termociclador 

modelo GeneAmp PCR System 9700 (Applied Biosystems). 

 

Tabela 25 - Lista de primers utilizados para amplificação de diferentes alvos a partir 
do DNA total 

Primer Sequência (5'-3') Alvo Referência 

1492R ACC.TTG.TTA.CGA.CTT Gene 16S DNAr LANE et al., 1991 

27F AGA.GTT.TGA.TCM.TGG.CTC.AG Gene 16S DNAr LANE et al., 1991 

1387R CGG.TGT.GTA.CAA.CCG.GGA.ACG Gene 16S DNAr HEUER et al., 1997 

968-GC 
GCG.CCG.GGG.AGC.GCC.CCG.GGC.GGG. 
GCG.GGG.GCA.CGG.GGG.GAA.CGC.GAA.G 

Gene 16S DNAr HEUER et al., 1997 

Ef4 CGA.AGG.GTT.GTA.TTT.ATT.AG Gene ITS ANDERSON et al., 2003a 

ITS4 TCC.TCC.GCT.TAT.TGA.TAT.GC Gene ITS ANDERSON et al., 2003a 

ITS2 GCT.GCG.TTC.TTC.ATC.GAT.GC Gene ITS ANDERSON et al., 2003b 

ITS1f-GC 
CCC.GCC.GCG.GGG.CGC.GGC.GGG.GGG. 
CGG.GGC 

Gene ITS ANDERSON et al., 2003b 

 

A amplificação do gene 16S DNAr, para o grupo de Bactéria, foi realizada 

com os primers 1492R e 27F, a partir do seguinte ciclo: desnaturação inicial de 4 

min a 94º C; seguida de 35 ciclos de 30 s a 94º C, 1 min a 63º C, 1 min a 72º C; e 

uma extensão final de 10 min a 72º C; resultando em 25 µL de produto de PCR 

(Tabela 26). Na segunda reação para o grupo de Bactéria, utilizaram-se os primers 

1387R e 968-GC e os ciclos de amplificação foram: desnaturação inicial de 4 min a 

94º C; seguida de 35 ciclos de 1 min a 94º C, 1 min a 56º C, 2 min a 72º C; e uma 
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extensão final de 10 min a 72º C; resultando em 50 µL de produto de PCR 

(Tabela 26). 

 

Tabela 26 - Protocolo de amplificação da primeira reação de PCR para o grupo de 
Bactéria 

PCR1 - Bactéria 
Concentração 

final 
Volume por 
reação (µL) 

Volume 
total (µL) 

Água Milli-Q   14,15 212,3 

Amostra 
 

2,00   

PCR buffer  1X 2,50 37,5 

MgCl2 3,75 mM 3,75 56,3 

BSA 100,00% 0,25 3,8 

dNTPs 0,20 mM 2,00 30,0 

forward primer 0,20 pmol/µl 0,05 0,8 

reverse primer 0,20 pmol/µl 0,05 0,8 

Taq polimerase 0,05 U/µl 0,25 3,8 

Total   25 345,0 

 

Tabela 27 - Protocolo de amplificação da segunda reação de PCR para o grupo de 
Bactéria 

PCR2 - Bactéria 
Concentração 

final 
Volume por 
reação (µL) 

Volume 
total (µL) 

Água Milli-Q   33,60 504,0 

Amostra 
 

1,00   

PCR buffer  1X 5,00 75,0 

MgCl2 2,50 mM 5,00 75,0 

Formamida 100,00% 0,50 7,5 

dNTPs 0,20 mM 4,00 60,0 

forward primer 0,40 pmol/µl 0,20 3,0 

reverse primer 0,40 pmol/µl 0,20 3,0 

Taq polimerase 0,05 U/µl 0,50 7,5 

Total   50 735,0 

 

Por outro lado, o grupo de Fungo baseou-se na amplificação da região 

interespaçadora  ITS, sendo realizada a primeira reação a partir primers Ef4 e ITS4 

e o seguinte ciclo: desnaturação inicial de 5 min a 94º C; seguida de 35 ciclos de 30 

s a 94º C, 30 s a 55º C, 90 s a 72º C; e uma extensão final de 5 min a 72º C; 

resultando em 25 µL de produto de PCR (Tabela 28). Na segunda reação para 

Fungo, utilizaram-se os primers ITS2 e ITS1f-GC e os ciclos de amplificação foram: 

desnaturação inicial de 5 min a 94º C; seguida de 35 ciclos de 30 s a 94º C, 30 s a 
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55º C, 90 s a 72º C; e uma extensão final de 5 min a 72º C; resultando em 50 µL de 

produto de PCR (Tabela 29). 

 

Tabela 28 - Protocolo de amplificação da primeira reação de PCR para o grupo de 
Fungo 

PCR1 - Fungo 
Concentração 

final 
Volume por 
reação (µL) 

Volume 
total (µL) 

Água Milli-Q   13,93 208,9 

Amostra 
 

2,00   

PCR buffer  1X 2,50 37,5 

MgCl2 3,75 mM 3,75 56,3 

BSA 100,00% 0,25 3,8 

dNTPs 0,20 mM 2,00 30,0 

forward primer 0,40 pmol/µl 0,10 1,5 

reverse primer 0,40 pmol/µl 0,10 1,5 

Taq polimerase 0,08 U/µl 0,38 5,6 

Total   25 345,0 

 

Tabela 29 - Protocolo de amplificação da segunda reação de PCR para o grupo de 
Fungo 

PCR2 - Fungo 
Concentração 

final 
Volume por 
reação (µL) 

Volume 
total (µL) 

Água Milli-Q   33,50 502,5 

Amostra 
 

1,00   

PCR buffer  1X 5,00 75,0 

MgCl2 2,50 mM 5,00 75,0 

Formamida 100,00% 0,50 7,5 

dNTPs 0,20 mM 4,00 60,0 

forward primer 0,40 pmol/µl 0,20 3,0 

reverse primer 0,40 pmol/µl 0,20 3,0 

Taq polimerase 0,06 U/µl 0,60 9,0 

Total   50 735,0 

 

Após a obtenção dos amplicons, os produtos da PCR (segunda reação) foram 

avaliados em gel de agarose 1,2% (m/v), seguido de coloração em brometo de 

etídeo com visualização e registro fotográfico em luz UV. 
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6.2.2.3. Análise da estrutura da comunidade microbiana pela técnica de 
PCR-DGGE 

As análises de DGGE foram efetuadas com o phorU2 system (Ingeny, Leiden, 

Holanda) em um gel de poliacrilamida 6,0%, com um gradiente de desnaturação de 

45-65% para o grupo de Bactéria. 

Para o preparo do gel, os respectivos gradientes de 45% (Low) e 65% (High) 

foram realizados misturando-se as soluções A (0%, acrilamida 6,0%) e B (80%, 

acrilamida 8,0%, ureia 5,6 M e formamida deionizada 32%), além de 75 μL de 

persulfato de amônia (APS) 20% e 12 μL de TEMED, em cada uma das soluções. 

Em seguida, as soluções foram utilizadas na montagem do gel com auxílio de 

bomba misturadora; e, após 50 min, o stacking foi confeccionado a partir de 7 mL da 

solução A, 45 μL de APS 20% e 10 μL de TEMED, sendo aguardado mais 60 min 

para sua polimerização. Assim, foram aplicados no gel 8,0 μL do produto de PCR, 

obtido de acordo com a Tabela 27, juntamente com 3,0 μL de tampão de 

carregamento. 

As condições da eletroforese foram de 60 ºC por 16 h a 90 V em tampão 

TAE 0,5 x. Realizado este passo, o gel de poliacrilamida com as amostras foi corado 

com SYBR-gold (Invitrogen, Breda, Holanda) em TAE 0,5 x no escuro por 120 min. 

As imagens resultantes forma usadas para conversão em matrizes de bandas com o 

software ImageQuant TL unidimensional - Amersham Biosciences, Amersham, UK, 

v.2003 (MCCAIG et al. 2001). 

No caso do grupo de Fungo, as amostras aplicadas foram o produto de PCR 

de acordo com a Tabela 29. O procedimento experimental seguiu basicamente os 

mesmos passos descritos acima para o grupo de Bactéria, alterando apenas a 

concentração de poliacrilamida no gel = 8,0% e o gradiente de desnaturação = 35-

65%. 

6.2.2.4. Análises estatísticas 

Os software PAST 1.90 (HAMMER et al., 2001) e CANOCO 4.5 (Biometris, 

Wageningen, Hoalanda) foram utilizados para a análise dos dados, utilizando como 

matriz de similaridade o algoritmo de Bray Curtis. 

Para avaliar a similaridade entre os grupos observados também foram 

realizadas os métodos multivariados de Análise de Coordenadas Principais 

(Principal Coordinates Analysis - PCoA). Esta se fundamenta em um mapeamento 
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linear da distância ou diferenças entre os grupos para o espaço de ordenação, ou 

seja, para a projeção no espaço cartesiano. Neste sentido, utiliza-se um algoritmo a 

fim de explicar a maior parte da variação no conjunto de dados obtidos. Logo, os 

conjuntos de dados de cada amostra são representados como pontos no espaço. A 

análise também fornece valores que estabelece o quanto de variação é explicada 

em cada eixo (RAMETTE, 2007). 

Com o intuito de avaliar a correlação dos dados de DGGE com os parâmetros 

ambientais (Tabelas 17 e 18), foi realizado o Teste de Mantel. Esta análise é 

adequada para comparar duas matrizes calculadas para as mesmas amostras, mas 

que se baseiam em dois conjuntos de dados independentes, assim como realizado: 

(1) uma matriz de dissimilaridade espécies – DGGE, e (2) uma matriz de 

dissimilaridade ambiental (MANTEL, 1967). Calculou-se o coeficiente de correlação 

entre as posições correspondentes nas duas matrizes, e avaliou-se seu significado 

baseado nas permutações das amostras em uma das matrizes (RAMETTE, 2007). 

Para tal, foram utilizados os algoritmos de Bray-Curtis e Euclidiano para as matrizes 

de DGGE e dos dados ambientais, respectivamente. Em ecologia microbiana, o 

teste de Mantel já foi bastante utilizado com o intuito de testar as relações entre 

matrizes de distância moleculares e de dados geográficos para um mesmo conjunto 

de organismos ou de se relacionar diversidade comunidade a heterogeneidade 

ambiental (PARKER; SPOERKE, 1998; CHO; TIEDJE, 2000; HORNER-DEVINE et 

al., 2004;. SCORTICHINI et al., 2006). 

Aplicou-se também outro método estatístico neste sentido, a Análise de 

Redundância (Redundancy Analysis - RDA). Neste método, os principais eixos 

(componentes) são indicados a serem combinações lineares das variáveis 

ambientais (RAO, 1964). Duas tabelas são então necessárias: uma para os dados 

de espécies (variáveis "dependentes") e outra para as variáveis ambientais 

(variáveis “independentes"). Regressões lineares múltiplas são utilizadas para 

explicar a diferença entre estas variáveis dependentes e independentes e esses 

cálculos são realizados no âmbito de encontrar a melhor ordenação dos pontos 

(amostras), com o auxílio do Teste de Monte Carlo, efetuando 499 permutações. O 

interesse dessa abordagem é representar não só os principais padrões de variação 

de espécies (como evidenciado pela PCoA), tanto quanto eles possam ser 

explicados pelos parâmetros físico-químicos das amostras de solo, mas também 
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para apresentar coeficientes de correlação entre cada espécie e cada variável 

ambiental no conjunto de dados (LEPS; SMILAUER, 2003; RAMETTE, 2007). 

Além disso, foram realizadas análises de similaridade relacionando a matriz 

gerada por DGGE e a matriz dos dados ambientais (Tabelas 17 e 18). Para cada 

parâmetro físico-químico obtido nas amostras de solo, foi calculada a distância de 

similaridade com os dados moleculares e elaborado um gráfico de regressão. Esta 

relação foi utilizada como embasamento dos resultados obtidos pela RDA. As 

medidas de similaridade utilizadas neste procedimento foram os algoritmos de Bray-

Curtis e Euclidiano para as matrizes de DGGE e dos dados ambientais, 

respectivamente. 

6.3. Resultados 

6.3.1. Análise da estrutura da comunidade microbiana pela técnica de 
PCR-DGGE 

As imagens dos dois géis de DGGE foram analisadas conforme a presença 

de bandas em cada amostra (MCCAIG et al. 2001). Abaixo, estão apresentados os 

padrões de bandas para Bactéria (Figura 37) e Fungo (Figura 38). 

 

 

Figura 37 - Amplicons do gene 16S DNAr de Bactéria, após separação por DGGE. 
Bactérias. (1) t0 CS; (2) t0 C1; (3) t0 C2; (4) CS; (5) C1; (6) C2; (7) C2 Dq; (8) C2 Bs; 
(9) C2 SqC; (10) C2-Ps; (11) C2 Dq-Ps; (12) C2 Bs-Ps; (13) C2 SqC-Ps. 
Poliacrilamida 6,0%; gradiente desnaturante 45-65%; TAE 0,5 x; 60º C; 90 volts; 
16 h. 
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Figura 38 - Amplicons da região interespaçadora ITS de Fungo, após separação por 
DGGE. (1) t0 CS; (2) t0 C1; (3) t0 C2; (4) CS; (5) C1; (6) C2; (7) C2 Dq; (8) C2 Bs; 
(9) C2 SqC; (10) C2-Ps; (11) C2 Dq-Ps; (12) C2 Bs-Ps; (13) C2 SqC-Ps. 
Poliacrilamida 8,0%; gradiente desnaturante 35-65%; TAE 0,5 x; 60º C; 90 volts; 16 
h 

Ao observar o gel de DGGE para Bactéria (Figura 37), pode-se notar a 

presença de inúmeras bandas distribuídas entre as amostras de solo. Destaca-se a 

menor quantidade de bandas apresentadas nos quatro primeiros ensaios que 

representam: t0 CS, t0 C1, t0 C2 e CS. 

Já o gel de DGGE de Fungo, não apresentou nenhuma banda nos quatro 

primeiros ensaios, citados acima. Além disso, a amostra de solo C1, denominada 

como 5 na Figura 38, também não indicou presença de banda. 

6.3.2. Análises estatísticas 

As análises estatísticas realizadas com as imagens de DGGE estão, 

inicialmente, aplicadas ao grupo de Bactéria (Figura 37) e, em seguida, para Fungo 

(Figura 38). 
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Figura 39 - Análise de coordenadas principais (PCoA) dos grupos formados com base na análise de DGGE para comunidades de 
bactérias totais (gene 16S rDNA). Software PAST 1.90. 
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Na Figura 39, está apresentada a análise coordenadas principais (PCoA) para 

as bactérias. Para melhor visualização e compreensão, as amostras foram 

agrupadas em conjuntos de cores de acordo com suas distâncias no plano e com 

sua representatividade. Assim, estão dispostas da seguinte forma: 

 

 t0 CS  

  CS 

  t0 C1, t0 C2 

  C2 

 

 C1, C2 SqC, C2-Ps, C2 Dq-Ps 

  C2 Bs-Ps, C2 SqC-Ps 

  C2 Dq, C2 Bs 

 

O algoritmo Bray-Curtis foi utilizado a fim de explicar a variação no conjunto 

de dados obtidos. Neste sentido, a explicação dada pelos eixos para esta variação 

foi de 63,712%. 

Na interpretação da PCoA (Figura 39), considera-se a regra do cosseno 

baseada no eixo central. Assim, quando o ângulo entre os pontos com o eixo central 

(x, y = 0) for menor que 90º, estas amostras apresentam correlação positivo 

(ângulo 0º = +1). Em ângulos maiores que 90º, a correlação entre elas é negativa 

(ângulo 180º = -1). Por fim, quando existe um ângulo reto entre os pontos com o eixo 

central, as amostras não possuem correlação entre si – neutro (ângulo 90º = 0). 

Deste modo, os perfis de DGGE que mais se diferenciam do restante são 

t0 C1 e t0 C2, sendo que ambos se tratam de solo contaminado com OLU no tempo 

zero. Em comparação com o solo controle no tempo inicial, foi observado que as 

amostras contaminadas possuíam uma correlação negativa com t0 CS (> 90º), 

demonstrado na Figura 39. Logo, a comunidade bacteriana sofreu alteração em sua 

estrutura em função da presença do poluente. Este resultado corresponde à 

conclusão de Andreoni et al. (2004) que a microbiota é muito sensível mesmo a 

baixa concentração de um contaminante e, portanto, responde rapidamente quando 

ocorre uma perturbação no ambiente. 

Modificações na estrutura da comunidade bacteriana no solo contaminado 

foram apresentadas após 180 dias de biorremediação. Na Figura 39, C2 está 

negativamente correlacionado com seu perfil estabelecido anteriormente (t0 C2). 

Esta diferença demonstra a dinâmica da comunidade de bactérias que, neste 

ensaio, obteve alta atividade de biodegradação durante o processo com redução da 

toxicidade inicial. Além disso, a amostra C2 foi tida como padrão de comparação 

com os tratamentos realizados, representando o modelo de atenuação natural do 
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solo, já que não houve aplicação de surfactantes e nem inoculação de micro-

organismos. 

Por outro lado, as amostras C1, C2 SqC, C2-Ps, e C2 Dq-Ps foram aqueles 

que mais se aproximaram da estrutura da comunidade original de t0 CS (< 90º). A 

resposta de C1 é devido à baixa concentração de OLU em razão deste ensaio ser 

utilizado como prévia seleção dos micro-organismos capazes de metabolizar o 

hidrocarboneto (LOPES; BIDOIA, 2009; MONTAGNOLLI et al., 2009). Esta amostra 

C1 não demonstrou valores altos para atividade microbiana e para efeitos tóxicos 

frente aos organismos-teste e, deste modo, sua composição de comunidade 

bacteriana se assemelha àquela encontrada em t0 CS. Contudo, destaca-se 

novamente a alteração de sua estrutura, após o biotratamento em relação ao tempo 

inicial, representado por t0 C1 (Figura 39). 

No caso de C2 SqC e C2-Ps, observou-se que, apesar de estarem entre os 

valores mais altos de biodegradação, houve pouca redução na toxicidade destas 

amostras. Sabendo que o solo utilizado era arenoso, a concentração de micro-

organismos presentes esperava-se ser pequena, conforme demonstrado pelas 

Figuras 25 e 26 e pela Tabela 19. Assim sendo, as comunidades que se 

correlacionaram mais positivamente com t0 CS não significa serem aquelas com 

maior eficiência de tratamento. O perfil encontrado em C2 Dq-Ps endossa este 

resultado, indicando que a alta toxicidade das amostras pode direcioná-las a uma 

estrutura de comunidade bacteriana semelhante. Tal fato fundamenta-se tanto nos 

ensaios de biodegradação, quanto nos testes de ecotoxicidade, pois a amostra 

C2 Dq-Ps demonstrou baixo metabolismo microbiano e o mais alto valor de 

toxicidade após 180 dias. 

Resultados próximos de biodegradação e ecotoxicidade foram encontrados 

em C2 Dq e C2 Bs. Estas amostras agrupam-se entre as mais tóxicas e de menor 

potencial biodegradativo dentre as estudadas. No entanto, C2 Dq e C2 Bs não se 

correlacionam positivamente na PCoA com C2 Dq-Ps (≥ 90º), conforme apresentado 

na Figura 39. O fato de utilizar o processo de bioaumentação, inoculando P. 

aeruginosa LBI em C2 Dq-Ps, provavelmente estabeleceu uma perturbação nas 

relações ecológicas microbianas que direcionaram para estes resultados. Este 

estratégia utilizada em biorremediação permite reduzir o período de adaptação da 

microbiota promovendo a multiplicação da biomassa e, consequentemente, da 

atividade enzimática envolvida no processo (ALEXANDER, 1999). Assim, há um 
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desequilíbrio na comunidade com o favorecimento de algumas populações 

microbianas em detrimento de outras (LIU et al., 2011; LLADÓ et al., 2012). 

Por fim, C2 Bs-Ps e C2 SqC-Ps encontram-se agrupadas entre si (< 90º) e em 

uma posição de não correlação com o processo de atenuação natural da 

contaminação - C2 (Figura 39). Dentre os tratamentos realizados, estas amostras 

foram as mais eficientes na redução da toxicidade e tiveram índices significativos de 

atividade microbiana durante a biodegradação. De acordo com estes resultados, 

C2 Bs-Ps e C2 SqC-Ps revelaram ser os melhores tratamentos considerando as 

relações ecológicas ambiente. Logo, suas estruturas de comunidade bacteriana 

estavam correlacionadas entre si e distantes das amostras com maior efeito tóxico e 

menor potencial de biodegradativo. 

Buscando compreender as relações entre os atributos químicos das amostras 

de solo e a variabilidade das comunidades bacterianas encontradas, foi efetuada 

análise de Mantel. A correlação entre as matrizes dos isolados e dos atributos físico-

químicos das amostras dos solos, obtida a partir do Teste de Mantel, foi de 40,05%, 

sendo o valor encontrado significativo a 5,0%. Isto indica que os resultados 

demonstraram possíveis alterações nas estruturas das comunidades entre as 

amostras de solo contaminadas com OLU. 

Em se tratando da RDA (Tabela 30), cada parâmetro físico-químico calculado 

está explicado por dois índices: Lambda A (efeitos condicionais) e Lambda 1 (efeitos 

marginais). Ambos identificam o quanto a variável infere na distribuição dos perfis de 

DGGE, sendo que o primeiro possui suporte estatístico pelo valor de p. Porém, para 

esta análise, nenhum parâmetro apresentou efeito significativo de correlação com a 

matriz dos dados moleculares (p > 0,05). 
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Tabela 30 - Coeficientes de correlação dos parâmetros ambientais gerado por RDA 
baseado nos perfis de DGGE das amostras de solo. Software CANOCO 4.5. 

Parâmetro Lambda A p Lambda 1 

Fe       10,0% 0,242 10,0% 

pH       9,0% 0,346 10,0% 

Pb       10,0% 0,378 9,0% 

H+Al     9,0% 0,334 9,0% 

Cr       9,0% 0,350 10,0% 

Na       9,0% 0,328 9,0% 

GI       8,0% 0,396 7,0% 

Mn       9,0% 0,374 9,0% 

V        6,0% 0,504 6,0% 

Ni       7,0% 0,432 7,0% 

P        10,0% 0,316 9,0% 

MO       4,0% 1,000 8,0% 

 

Neste sentido, outra abordagem estatística foi aplicada relacionando a matriz 

gerada por DGGE e a matriz dos dados ambientais. Análises de similaridade foram 

realizadas novamente para cada parâmetro físico-químico, resultando nas suas 

distâncias de similaridade, demonstradas por modelos de regressão (Figura 40). 
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Figura 40 - Análise de similaridade dos grupos formados com base na análise de 
DGGE para comunidades de bactérias totais (gene 16S rDNA). Software PAST 1.90. 
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Figura 40 - Análise de similaridade dos grupos formados com base na análise de 
DGGE para comunidades de bactérias totais (gene 16S rDNA). Software PAST 1.90. 

 

Estas regressões lineares múltiplas são utilizadas para explicar a diferença 

entre as variáveis no âmbito de encontrar a melhor ordenação dos pontos 

(amostras). Pela Figura 40, observa-se que todos os modelos apresentaram 

p < 0,05. Por outro lado, o coeficiente de correlação das regressões lineares geradas 

(R2) atingiu até 27,68%. 

Assim, os atributos com maiores valores de R2 foram: Cu, Mg, Ca e H+Al. 

Baseado neste coeficiente de correlação, tem-se que seu valor revela o quanto da 

variação dos dados amostrais pode ser proveniente daquele determinado parâmetro. 

Assim, 22,40% da variação encontrada na análise molecular da comunidade 

bacteriana podem ser explicados pelo parâmetro H+Al (Figura 40), o qual se 
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caracteriza como indicador de toxidez do solo (FOY et al., 1978; ANIOL, 1990; 

BENNET; BREEN, 1991; ECHART; MOLINA, 2001). Este resultado segue de acordo 

com os resultados obtidos pela PCoA (Figura 39), em que o efeito tóxico das 

amostras de solo revelou ser um importante fator na estrutura da comunidade de 

bactéria. 

Para a comunidade de fungos, não foi possível aplicar nenhum dos métodos 

estatísticos descritos em função da ausência de bandas em algumas amostras de 

solo. Conforme apresentado na Figura 38, t0 CS, t0 C1, t0 C2, CS e C1 não 

apresentaram nenhuma banda específica na imagem do gel de DGGE. Na 

Tabela 31, está determinado o número de bandas em cada amostra de solo obtida 

pela técnica de PCR-DGGE. 

 

Tabela 31 - Número de bandas dos grupos formados com base na análise de DGGE 
para comunidades de fungos totais (região interespaçadora ITS) 

Amostra 
Número de 

bandas 
Amostra 

Número de 
bandas 

t0 CS 0 C2 Bs 6 

t0 C1 0 C2 SqC 18 

t0 C2 0 C2-Ps 2 

CS 0 C2 Dq-Ps 15 

C1 0 C2 Bs-Ps 2 

C2 9 C2 SqC-Ps 5 

C2 Dq 2     

 

Em suma, os resultados obtidos neste estudo corroboraram com alguns 

trabalhos, estabelecendo que, entre os micro-organismos envolvidos na 

biodegradação de hidrocarbonetos (entre eles, os HPA), as bactérias desempenham 

um papel fundamental neste processo. Várias linhagens bacterianas são capazes de 

metabolizar ou co-metabolizar estes compostos orgânicos (LORS et al., 2010). 

Também, González et al. (2011) concluíram que os surfactantes tem efeito na 

dinâmica das comunidades microbiana no seu estudo com um consórcio degradador 

de HPA. 

Lors et al. (2010), estudando a biorremediação in situ de solo contaminado 

com HPA, revelaram que a comunidade bacteriana envolvida no processo de 

degradação destes compostos possui alta diversidade. Foi demonstrado que houve 
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a persistência de um consórcio bacteriano representado por cepas Gram-negativas, 

pertencentes, principalmente, à Gammaproteobacteria. Dentro do grupo ainda se 

destacaram os gêneros Pseudomonas e Enterobacter, os quais apresentaram uma 

forte capacidade de degradação de HPA que se manteve ao longo do biotratamento. 

Posteriormente, o mesmo resultado foi observado em ensaios no laboratório (LORS 

et al., 2012). Isto permitiu concluir que este consórcio, persistente ao longo do 

tratamento biológico, é considerado um bom bioindicador para estimar o potencial de 

biodegradação em solos contaminados com hidrocarbonetos. 

No entanto, a importância da presença dos fungos durante o processo de 

biorremediação em solo contaminado com hidrocarbonetos já foi destacada em 

alguns trabalhos (LIU et al., 2011; LLADÓ et al., 2012; 2013). Ao longo do 

tratamento, as interações bactéria-fungo no mecanismo enzimático de degradação 

dessas moléculas promovem uma dinâmica fundamental para a realização de um 

processo eficiente. Liu et al. (2011) revelaram que, nos primeiros momentos, as 

comunidades bacterianas removem a maior parte dos hidrocarbonetos saturados e 

parcialmente os aromáticos; em seguida, as comunidades de fungos passam a ser 

as responsáveis pela degradação da maioria dos metabólitos recalcitrantes, ou seja, 

os hidrocarbonetos residuais. 

Por consequência, o conhecimento das comunidades microbianas presentes 

no ambiente contaminado revela-se ser uma importante ferramenta na determinação 

das estratégias a serem adotadas para a biorremediação in situ (SUN et al., 2012). 

Compreender como biorremediação influencia a diversidade da comunidade 

microbiana do solo torna-se um passo crucial para um melhor conhecimento sobre o 

comportamento e função dessas populações (ROS et al., 2010). 

Em suma, foi possível concluir que os efeitos tóxicos específicos de cada 

amostra foram cruciais para a estruturação da comunidade microbiana, como 

demonstrado pela PCoA. Neste sentido, o teste de Mantel revelou que os 

parâmetros físico-químicos do solo possuem influência para os diferentes perfis 

encontrados. Ainda, a análise de similaridade, realizada com cada atributo 

individualmente, conseguiu reunir os resultados da PCoA e do teste de Mantel, pois 

indicou a relevância de um indicador de toxidez na variação dos dados moleculares. 

Os resultados são também corroborados com Lebrowska et al. (2011), que 

concluíram que a introdução de micro-organismos capazes de degradar o poluente, 
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no caso o OLU, e de produzir biossurfactante (P. aeruginosa LBI) no solo 

contaminado aumenta a eficiência no processo de biorremediação.  

Taccari et al. (2012), estudando a biorremediação de solo contaminado com 

óleo diesel, a partir da adição de biossurfactante e a inoculação de micro-

organismos, reportaram resultados semelhantes a partir da análise da comunidade 

microbiana por PCR-DGGE. No início do experimento (tempo zero), o ensaio que 

representa a atenuação natural (t0 C2) demonstrava pouca biodiversidade pela 

menor quantidade de bandas no gel e estava totalmente separada dos outros, 

conforme demonstrado na PCoA (Figura 39). Alguns tratamentos propostos pelos 

autores também apresentaram baixa biodiversidade em função do efeito tóxico do 

hidrocarboneto, assim como discutido acima. Também, os pesquisadores notaram 

um perfil de agrupamento para alguns tratamentos que apresentavam padrões de 

bandas abundantes, revelando uma biodiversidade ampla. A presença de um maior 

número de micro-organismos e o seu efeito sinérgico é uma chave para a 

biorremediação bem sucedida (JOHNSEN et al., 2005).  

Neste sentido, procedimentos moleculares adicionais, baseados em técnicas 

independentes de cultivo, são necessários para auxiliar a compreensão da dinâmica 

das comunidades de bactérias na biodegradação de OLU. Assim, diferentes 

hipóteses de correlação entre os dados moleculares e ambientais podem ser 

elucidadas de forma consistente e específica. 

 

 

  



 

7. CONCLUSÕES 

 Pseudomonas aeruginosa LBI foi capaz de produzir ramnolipídios a partir de 

borra de soja como única fonte de carbono; 

 O biossurfactante produzido demonstrou bons resultados na emulsificação 

do óleo lubrificante automotivo usado, indicando seu potencial de aplicação 

em ambientes contaminados por este hidrocarboneto; 

 O rendimento de 7,17% na produção do biossurfactante a partir do resíduo 

agroindustrial leva a possibilidade de produção comercial de ramnolipídios 

utilizando matéria-prima de baixo custo; 

 A adição de surfactantes favoreceu a biodegradação do OLU com destaque 

ao ramnolipídio e ao Tween80. Por outro lado, o detergente químico 

Ecoquímica® representou pouco aumento no metabolismo microbiano; 

 A inoculação de P. aeruginosa LBI no solo (bioaumentação) beneficiou a 

biodegradação do OLU nos tratamentos propostos; 

 Inicialmente, o solo contaminado com OLU apresentava-se com altas 

concentrações de metais pesados e enxofre que lhe conferia toxidez 

elevada. O impacto da contaminação foi evidenciado pela pouca presença 

de bactérias e fungos totais e também pela diferença nas estruturas da 

comunidade bacteriana em relação às outras amostras; 

 O processo de tratamento biológico foi capaz de diminuir os efeitos 

fitotóxicos da contaminação por OLU, assim como diminuir a concentração 

de metais e indicar um número maior de UFC para bactérias e fungos. 
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Ainda, a dinâmica da comunidade microbiana durante tratamento 

estabeleceu um perfil diferente ao comparar com o tempo inicial; 

 Os ensaios mais eficazes e ecologicamente viáveis para a descontaminação 

do solo contaminado com OLU foram aqueles que combinaram a 

bioaumentação e a aplicação do ramnolipídio ou do Tween80; 

 Os tratamentos realizados com o detergente químico apresentaram baixa 

quantidade de micro-organismos, demonstrando elevado efeito tóxico 

mesmo após 180 dias; 

 A análise da comunidade microbiana por técnicas moleculares possibilitou 

avaliar a perturbação do impacto com o OLU e o comportamento dos 

tratamentos propostos em relação à estrutura de cada comunidade; 

 O grupo das bactérias atuou como agente principal na biorremediação de 

solo contaminado com OLU; 

 Novos procedimentos moleculares baseados em técnicas independentes de 

cultivo devem ser aplicados para melhor compreensão da dinâmica das 

comunidades microbianas durante a biorremediação de solo contaminado 

com OLU. 
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