
UNIVERSIDADE ESTADUAL DE CAMPINAS 

FACULDADE DE ENGENHARIA DE ALIMENTOS 

DEPARTAMENTO DE TECNOLOGIA DE ALIMENTOS 

 

 

 

FORMAÇÃO DE BIOFILMES MICROBIANOS EM 

MEMBRANAS POLIMÉRICAS DE POLIAMIDA E 

POLIETERSULFONA E SEU CONTROLE POR AGENTES 

SANITIZANTES 
 

 

 

Liliane Rodrigues de Camargo 

Engenheira Química 

 

 

Prof. Dr. Arnaldo Yoshiteru Kuaye 

Orientador 

 

 

Prof. Dr Luiz Antonio Viotto 

Co-orientador 

 

Dissertação apresentada à Faculdade de Engenharia de Alimentos da 

Universidade Estadual de Campinas obtenção do título de  Mestre em Tecnologia de 

Alimentos 

 

 

Campinas – SP 

2011  



  ii

 

 

 

 

 

 
 
 

FICHA CATALOGRÁFICA ELABORADA POR 
CLAUDIA AP. ROMANO DE SOUZA - CRB8/5816 – BIBLIOTECA DA FACULDADE DE 

ENGENHARIA DE ALIMENTOS - UNICAMP 
 

 
                   
                   Título em inglês: Microbial biofilm formation in polymeric membranes of     
                  polyamide and polyethersulfone and it's control by sanitizers agents 
                  Palavras-chave em inglês (Keywords): 
                  Biofilms  
                  Escherichia coli 
                  Pseudomonas aeruginosa 
                  Membrane filters 
                  Sanitizers 
                  Área de concentração: Tecnologia de Alimentos 
                  Titulação: Mestrado em Tecnologia de Alimentos 
                  Banca examinadora:  
                  Arnaldo Yoshiteru Kuaye [Orientador] 
                  Karen Signori Pereira 
                  Luciana Maria Ramires Esper 
                  Data da defesa: 18/11/2011               
                  Programa de Pós Graduação: Tecnologia de Alimentos 

 

    
                Camargo, Liliane Rodrigues de, 1981- 
C14f         Formação de biofilmes microbianos em membranas  
                poliméricas de poliamida e polietersulfona e seu controle 
                por agentes sanitizantes / Liliane Rodrigues de Camargo. –  
                Campinas, SP: [s.n], 2011. 
 
  
        Orientador: Arnaldo Yoshiteru Kuaye. 
                     Co-orientador: Luiz Antonio Viotto. 
                     Dissertação (mestrado) – Universidade Estadual de    
                Campinas.  Faculdade de Engenharia de Alimentos.  
 
 
         1.  Biofilmes.   2.  Escherichia coli.   3.  Pseudomonas  
                aeruginosa.   4.  Filtros de membrana.   5.  Sanitizantes. 
                I.  Kuaye. Arnaldo Yoshiteru.   II.  Viotto, Luiz Antonio. 
                III.   Universidade Estadual de Campinas.Faculdade de  
                Engenharia de Alimentos.   IV.  Título. 
  
                                                                                                    



  iii

 

 

 

UNIVERSIDADE ESTADUAL DE CAMPINAS 

FACULDADE DE ENGENHARIA DE ALIMENTOS 

 

 

LILIANE RODRIGUES DE CAMARGO 

 

FORMAÇÃO DE BIOFILMES MICROBIANOS EM MEMBRANAS POLIMÉRICAS 

DE POLIAMIDA E POLIETERSULFONA E SEU CONTROLE POR AGENTES 

SANITIZANTES 

 

 

 

 

 

 

Prof. Dr. Arnaldo Yoshiteru  Kuaye 

ORIENTADOR 

 

Prof. Dr Luiz Antonio Viotto 

CO-ORIENTADOR 

 

 

 

 

 

 

____________________ 

Assinatura do orientador 

Campinas – SP 

2011 

DISSERTAÇÃO DE MESTRADO APRESENTADA Á 

FACULDADE DE ENGENHARIA DE ALIMENTOS UNICAMP 

PARA OBTENÇÃO DO TÍTULO DE MESTRE EM TECNOLOGIA 

DE ALIMENTOS. 

Este exemplar corresponde à versão final da dissertação 

defendida por Liliane Rodrigues de Camargo, aprovada pela 

comissão julgadora em  __/__/__ e orientada pelo Prof. Dr. 

Arnaldo Yoshiteru Kuaye. 



  iv

LILIANE RODRIGUES DE CAMARGO 

 

FORMAÇÃO DE BIOFILMES MICROBIANOS EM MEMBRANAS POLIMÉRICAS 

DE POLIAMIDA E POLIETERSULFONA E SEU CONTROLE POR AGENTES 

SANITIZANTES 

 

 

 

 

 

BANCA EXAMINADORA 

 

 

_____________________________ 

Prof. Dr. Arnaldo Yoshiteru Kuaye 

(Orientador) 

 

_____________________________ 

Prof. Dra Karen Signori Pereira 

(Membro Titular) 

 

_____________________________ 

Prof. Dra Luciana Maria Ramires Esper 

(Membro Titular) 

 

_____________________________ 

Prof. Dra Celina Mara Soares 

(Membro Suplente) 

 

 

_____________________________ 

Prof. Dr. José Luiz Pereira 

(Membro Suplente) 

 

DISSERTAÇÃO DE MESTRADO APRESENTADA Á 

FACULDADE DE ENGENHARIA DE ALIMENTOS UNICAMP 

PARA OBTENÇÃO DO TÍTULO DE MESTRE EM TECNOLOGIA 

DE ALIMENTOS. 



  v

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  vi

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  vii

 

 

 



  viii

SUMÁRIO 

 

LISTA DE FIGURAS xi 

LISTA DE TABELAS xiii 

RESUMO  xvi 

ABSTRACT xviii 

1 INTRODUÇÃO 1 

2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 3 

 2.1  Qualidade microbiológica da água mineral 3 

  2.1.1  Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa 4 

 2.2  Tratamentos empregados no processo de água mineral 6 

 2.3 Microfiltração de água 7 

  2.3.1 Histórico 7 

  2.3.2 Membranas filtrantes 7 

 2.4 Formação de biofilme microbiano 11 

 2.5 Métodos de avaliação de biofilmes 13 

 2.6 Métodos de controle de microrganismos 14 

  2.6.1 Controle de microrganismos pelo calor 15 

  2.6.1.1 Efeito do calor em células microbianas 15 

  2.6.2 Controle de microrganismos por sanitizantes químicos 16 

   2.6.2.1 Ácido Peracético 17 

3 OBJETIVOS 20 

4 MATERIAIS E METODOS 21 

 4.1 Materiais 21 

  4.1.1 Membranas Filtrantes utilizadas 21 

  4.1.2 Agentes sanitizantes 21 

  4.1.3 Microrganismos 22 

 4.2 Métodos 22 

  4.2.1 Compatibilidade das membranas com a solução de ácido 

peracético a 2% 

22 

   4.2.1.1 Determinação do volume de água para enxágüe das 

membranas 

22 

   4.2.1.2 Compatibilidade das membranas 23 



  ix

   4.2.1.3 Teste de integridade ponto de bolha 23 

 4.3 Avaliação da adesão e formação de biofilmes em membranas 24 

  4.3.1 Obtenção do inóculo 24 

  4.3.2 Técnica de coloração de gram 26 

  4.3.3 Contato das células bacterianas com as membranas 27 

  4.3.4  Quantificação das células do biofilme formado nas 

membranas 

28 

  4.3.5 Análise estatística da adesão 29 

  4.3.6 Teste para verificação do entupimento das membranas 29 

  4.3.7 Avaliação visual da adesão à formação de biofilme por MEV 29 

 4.4  Avaliação da eficiência de sanitizantes 30 

5 RESULTADOS 32 

 5.1 Avaliação da compatibilidade das membranas com solução de 

ácido peracético à 0,2% 

30 

 5.2 Estudo da formação de biofilme microbiano em membranas de 

filtração de água mineral 

33 

  5.2.1 Obtenção do inóculo 33 

  5.2.2 Desenvolvimento da população microbiana ao longo da 

formação dos biofilmes  

33 

   5.2.2.1 – Escherichia coli 33 

        5.2.2.1.1 Análise de variância dos resultados 35 

    5.2.2.2 Pseudomonas aeruginosa   37 

        5.2.2.2.1 Análise de variância dos resultados 39 

 5.4 Teste para verificar o entupimento das membranas 40 

 5.5 Avaliação visual da formação de biofilmes por microscopia 

eletrônica de varredura 

41 

  5.5.1 Análise da formação de biofilmes por  Escherichia coli 42 

  5.5.2 Análise da formação de biofilmes por  Pseudomonas 

aeruginosa 

46 

 5.6 Avaliação da eficiência dos sanitizantes 49 

  5.6.1 Sanitização das membranas filtrantes após contato com 

suspensão de E. coli 

49 

  5.6.2 Sanitização das membranas filtrantes após contato com 

suspensão de Pseudomonas aeruginosa 

54 



  x

6  DISCUSSÕES GERAIS 61 

7 REFERÊNCIAS BIBLIOGRÁFICAS 63 

APENDICE A  Análise de variância dos resultados de aderência com E.coli  74 

APENDICE B  Análise de variância dos resultados de aderência com P. 

aeruginosa 

75 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  xi

LISTA DE FIGURAS 

 

Figura 1 Escherichia coli. 5 

Figura 2 Pseudomonas aeruginosa em meio Agar. 6 

Figura 3 Morfologia de membranas sintéticas. 8 

Figura 4 Diagrama básico do transporte de massa em uma membrana. 9 

Figura 5 Gráfico que caracteriza o aumento de vazão do fluxo de ar em 

relação ao teste de integridade. 

 

11 

Figura 6 Processos envolvidos na formação de biofilmes. 12 

Figura 7 Esquema de montagem dos equipamentos para o teste de 

integridade. 

 

24 

Figura 8 Etapas para a obtenção da cultura de Escherichia coli e 

Pseudomonas aeruginosa. 

 

25 

Figura 9 Fluxograma das etapas realizadas para a formação do biofilme 28 

Figura 10 Representação comparativa da população  (log UFC/mL) de E. coli  

em suspensões de   água mineral incubadas a  24, 48 e 72 horas e  

temperaturas de 5º, 25º e 35ºC. 

 

 

35 

Figura 11 Gráfico Boxplot da contagem (log UFC/cm2 ) de Escherichia coli 

aderidos às membranas de poliamida nas temperaturas de 5ºC, 

25ºC e 35ºC. 

 

 

36 

Figura 12 Gráfico Boxplot da contagem (log UFC/cm2 ) de  Escherichia coli 

aderidos às membranas de polietersulfona nas temperaturas de 

5ºC, 25ºC e 35ºC. 

 

 

36 

Figura 13 Representação comparativa da população  (log UFC/mL) de 

P.aeruginosa  em suspensões de água mineral incubadas a  24, 48 

e 72 horas e  temperaturas de 5º, 25º e 35ºC. 

 

 

38 

Figura 14 Gráfico Boxplot da contagem (logUFC/cm2 ) de  Pseudomonas 

aeruginosa aderidos às membranas de poliamida nas temperaturas 

de 5ºC, 25ºC e 35ºC. 

 

 

39 

Figura 15 Gráfico Boxplot dacontagem  (logUFC/cm2 ) de Pseudomonas 

aeruginosa aderidos às membranas de polietersulfona nas 

temperaturas de 5ºC, 25ºC e 35ºC. 

 

 

40 

Figura 16 Membrana de polietersulfona (branco) com aumento de 3000x. 42 

Figura 17 Membrana de poliamida (branco) com aumento de 3000x. 43 



  xii

Figura 18 Membrana de polietersulfona com Escherichia coli (após 24h) com 

aumento de 3000x. 

 

44 

Figura 19 Membrana de poliamida com Escherichia coli (após 24h) com 

aumento de 3000x. 

 

44 

Figura 20 Membrana de polietersulfona com Escherichia coli (após 72h) com 

aumento de 3000x. 

 

45 

Figura 21 Membrana de poliamida com Escherichia coli (após 72h) com 

aumento de 3000x. 

 

46 

Figura 22 Membrana de polietersulfona com Pseudomonas aeruginosa (após 

24h) com aumento de 3000x 

 

47 

Figura 23 Membrana de poliamida com Pseudomonas aeruginosa (após 24h) 

com aumento de 3000x. 

 

47 

Figura 24 Membrana de polietersulfona com Pseudomonas aeruginosa (após 

72h) com aumento de 3000x. 

 

48 

Figura 25 Membrana de poliamida com Pseudomonas aeruginosa (após 72h) 

com aumento de 3000x. 

 

48 

Figura 26 Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da 

bactéria Escherichia coli em membranas de poliamida após ação 

dos sanitizantes. 

 

 

54 

Figura 27 Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da 

bactéria Escherichia coli em membranas de polietersulfona após 

ação dos sanitizantes. 

 

 

54 

Figura 28 Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da 

bactéria Pseudomonas aeruginosa em membranas de poliamida 

após ação dos sanitizantes. 

 

 

59 

Figura 29 Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da 

bactéria Pseudomonas aeruginosa em membranas de 

polietersulfona após ação dos sanitizantes. 

 

 

60 

 

 

 

 

 

 



  xiii

LISTA DE TABELAS 

 

Tabela 1 Tempo de redução decimal (D) para calor de vários 

microrganismos. 

 

15 

Tabela 2 Especificação das  membranas. 21 

Tabela 3 Composição química da água mineral utilizada nos testes em 

mg/L. 

 

24 

Tabela 4 Delineamento experimental para avaliação da formação de 

biofilmes por E. coli e P. aeruginosa em membranas poliméricas. 

 

28 

Tabela 5 Valores de vazão de água em mL/min nas membranas para 

perda de carga inicial de 2 psi. 

 

29 

Tabela 6 Volume de água para enxágüe das membranas. 32 

Tabela 7 Teste de integridade nas membranas após contato com solução 

sanitizante. 

 

33 

Tabela 8 População de E. coli (UFC/cm2 ) aderidas aos cupons de 

membranas filtrantes. 

 

34 

Tabela 9 População de Pseudomonas aeruginosa (UFC/cm2 ) aderidas aos 

cupons de membranas filtrantes. 

 

37 

Tabela 10 Diferencial de pressão das membranas após contato com 

suspensão a de E.  coli  durante 24h  e 72h de contato à 35ºC. 

 

40 

Tabela 11 Diferencial de pressão das membranas após contato com 

suspensãoa de Pseudomonas aeruginosa  durante 24h e 72h de 

contato à 35ºC. 

 

 

41 

Tabela 12 Contagem de Escherichia coli nos cupons (branco / controle) 

antes da ação da solução sanitizante 0,1% e 0,2% e água à 

85ºC. 

 

 

49 

Tabela 13 Redução da contagem (Log UFC/cm2 ) de Escherichia coli em 

nos cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após 

contato com a solução de ácido perácetico  na concentração de 

0,1% durante 10 minutos. 

 

 

 

50 

Tabela 14 Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a 

solução sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,1% 

durante 20 minutos. 

 

 

 

50 



  xiv

Tabela 15 Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a 

solução sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,2% 

durante 10 minutos. 

 

 

 

51 

Tabela 16 Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a 

solução sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,2% 

durante 20 minutos. 

 

 

 

52 

Tabela 17 Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com água 

na temperatura de 85ºC durante 10 minutos. 

 

 

52 

Tabela 18 Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com água 

na temperatura de 85ºC durante 20 minutos. 

 

 

53 

Tabela 19 Contagem de Pseudomonas aeruginosa nos cupons (branco) 

antes da ação do ácido peracético 0,1% e 0,2% e água à 85ºC. 

 

55 

Tabela 20 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

com a solução sanitizante de ácido peracético na concentração 

de 0,1% durante 10 minutos. 

 

 

 

55 

Tabela 21 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

com a solução sanitizante de ácido peracético na concentração 

de 0,1% durante 20 minutos. 

 

 

 

56 

Tabela 22 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

com a solução sanitizante ácido peracético na concentração de 

0,2% durante 10 minutos. 

 

 

 

57 

Tabela 23 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

com a solução sanitizante de ácido peracético na concentração 

de 0,2% durante 20 minutos 

 

 

 

57 

Tabela 24 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

 

 



  xv

com água na temperatura de 85ºC durante 10 minutos. 58 

Tabela 25 Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos 

cupons de membrana de poliamida e polietersulfona após contato 

com água na temperatura de 85ºC durante 10 minutos. 

 

 

58 

   

Tabela A1 Análise ANOVA para Escherichia coli em membranas de 

poliamida. 

 

74 

Tabela A2 Análise ANOVA para Escherichia coli em membranas de 

polietersulfona. 

 

74 

Tabela B1 Análise ANOVA para Pseudomonas aeruginosa em membranas 

de poliamida. 

 

75 

Tabela B2 Análise ANOVA para Pseudomonas aeruginosa em membranas 

de polietersulfona. 

 

75 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  xvi

RESUMO 

 

O grande consumo de águas minerais tem alavancado muitos estudos de relação 

caracterização microbiológica, nas mais diversas regiões brasileiras. Trabalhos 

revelam que a grande maioria das águas brasileiras envasadas e águas de poços 

artesianos possuem contaminação microbiana, causando grande preocupação com 

relação à qualidade da água a ser consumida. Dentre os processos para tratamento 

da água mineral, a fim de atender as exigências comerciais e de legislações, está a 

microfiltração. O processo consiste da utilização de filtros de membranas poliméricas, 

nos quais os microrganismos ficam retidos (barreira mecânica). De acordo com a 

Resolução RDC nº 275/2005 Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA), os 

microrganismos Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa, estão inseridos, 

juntamente com outras bactérias, como Enterococos, Clostridium perfringens e 

coliformes totais no quadro de controle microbiano de águas minerais. Devido à 

utilização dos filtros de membrana para controle destes microrganismos, há a 

necessidade da realização da sanitização desses filtros para evitar proliferação de 

microrganismos na superfície; prevenindo o entupimento dos poros da membrana e 

contaminação do processo. O sanitizante a base de ácido peracético e água quente 

são os principais agentes sanitizantes utilizados na indústria de água mineral para 

sanitização de equipamentos. Assim este trabalho objetivou avaliar a formação de 

biofilme microbiano de Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa em membranas 

poliméricas de poliamida e polietersulfona  e a eficiência da sanitização das 

membranas por solução de ácido peracético a  0,1%, 0,2% e água quente a 85 ºC em 

dois diferentes tempos de contato, 10 minutos e 20 minutos. O teste foi realizado 

através do contato de cupons de 1 cm2 das membranas com o  inóculo na 

concentração de 104 UFC/ mL, em temperaturas de 5, 25 e 35ºC e a análise dos 

cupons após 24h, 48h e 72h de contato. A quantidade de células aderidas de 

Escherichia coli para ambas as membranas foi de 4 log UFC/ cm2 para as primeiras 

24h de contato, chegando até 6 log UFC/cm2 após 72h de contato para a temperatura 

de 35ºC. Para Pseudomonas aeruginosa, o comportamento de adesão foi similar, 

onde a maior quantidade chegou à 6,25 log UFC/cm2 após 72h de contato para a 

temperatura de 25ºC. Para avaliar a eficiência dos agentes sanitizantes, os cupons 

foram submetidos ao processo de adesão dos microrganismos e após 24 horas de 

contato na temperatura de 35ºC foram colocados em contato com a solução 
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sanitizante à base de ácido peracético 0,1%, 0,2% e água quente à 85ºC durante 10 e 

20 minutos. Os sanitizantes utilizados ofereceram grande eficiência na redução das 

bactérias aderidas nas membranas. A concentração do sanitizante químico mais 

efetivo foi 0,2% para 10 e 20 minutos de contato, onde cerca de 80% dos cupons 

tiveram redução de > 4 Log UFC/cm2. A água na temperatura de 85ºC em ambos os 

tempos de contato (10 minutos e 20 minutos)  também ofereceu grande eficiência na 

redução logarítmica dos microrganismos, onde 100% dos cupons apresentaram 

redução > 4 Log UFC/cm2. 
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ABSTRACT  

 

The high consumption of mineral water has leveraged many studies regarding 

microbiological, in several brazilian regions. Papers reveal that the vast majority of 

brazilian bottled waters and water from artesian wells have microbiological contamination, 

causing great concern about the quality of water being consumed. Among the processes 

for treatment of mineral water in order to meet business requirements and laws is 

microfiltration. The process consist in the use of polymer membrane filters,  the where the 

microorganisms are withheld (mechanical barrier). According to Resolution RDC 275/2005 

of National Agency for Sanitary Vigilance (ANVISA) microorganisms Escherichia coli and 

Pseudomonas aeruginosa, are inserted, along with other bacteria such as Enterococcus, 

Clostridium perfringens and total coliforms under control of microbiological characteristics 

of mineral waters. Due to the use of membrane filters to control these microorganisms, 

there is the need to perform sanitization filters to prevent the proliferation of 

microorganisms on the surface, preventing the clogging of the pores of the membrane and 

process contamination. The sanitizing the basis of peracetic acid and hot water are the 

main agents sanitizers available in the industry of mineral water to equipments sanitize. 

This study aimed to evaluate the microbial biofilm formation of Escherichia coli and 

Pseudomonas aeruginosa in polymeric membranes of polyamide and polyethersulfone 

membranes and the sanitizing ef ficiencyprocess with of peracetic acid 0.1%, 0.2% and 

hot water at 85 °C in two different contact times, 10 minutes and 20 minutes. The test was 

conducted through the contact of coupons with 1 cm2 of the membranes in the inoculum 

with concentration of 104 CFU /mL, at temperatures of 5, 25 and 35 °C and an alysis of the 

coupons after 24h, 48h and 72h of contact. The amount of Escherichia coli cells attached 

to both membranes was 4 log CFU /cm2 for the first 24 hours of contact, reaching 6 log 

CFU /cm2 after 72 hours of contact to a temperature of 35 °C. For Pseudomonas 

aeruginosa, the adherence behavior was similar, where the largest amount reached 6.25 

log CFU /cm2 after contact for 72 hours at 25 º C. To evaluate the effectiveness of 

sanitizing agents, the coupons were subjected to the adhesion of microorganisms and 

after 24 hours of contact at 35 ºC were placed in contact with the sanitizing solution based 

on peracetic acid 0.1%, 0.2% and hot water at 85 °C  for 10 to 20 minutes. The sanitizers 

used offered high efficiency in reducing bacteria attached on the membranes. The 

concentration of chemical sanitizer most effective was 0.2% for 10 and 20 minutes of 

contact, where about 80% of the coupons was reduced by > 4 Log CFU/cm2. The water 
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temperature at 85 °C in both contact times (10 and 20 minutes) also offered greater 

efficiency in logarithmic reduction of microorganisms, where 100% of the coupons showed 

a reduction > 4 Log UFC/cm2. 
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1  INTRODUÇÃO 

 

Água mineral natural é toda água obtida diretamente de fontes naturais ou 

articialmente captadas, de origem subterrânea, caracterizada pelo conteúdo definido e 

constante de sais minerais (composição iônica) e pela presença de oligoelementos e 

outros constituintes.  

Em 2008, o consumo mundial de água mineral foi de 218 bilhões de litros, 

crescimento de 5% em relação à 2007 e 27,9% em relação ao consumo mundial de 2003. 

A perspectiva para 2011 seria de aproximadamente 239 bilhões de litros. (LAFIS, 

refrigerante e água mineral setembro de 2010). 

Segundo estatísticas da Lafis de 2011, o Brasil se coloca na 9ª posição mundial no 

quadro de produtores de água mineral, com perspectiva para 2011 de 7,9 bilhões de 

litros. A perspectiva para 2012 e 2013 está respectivamente em 8,78 e 9,81 bilhões de 

litros de água mineral produzida. 

Com o rápido crescimento do consumo de água engarrafada no Brasil e no 

mundo, pela opção do estilo saudável de vida, as pessoas estão cada vez mais 

procurando por qualidade e os produtores, engajados com o aperfeiçoamento dos 

processos que englobam o envase da água. 

Uma das grandes preocupações dos produtores de água engarrafada é garantir a 

qualidade microbiológica do produto que será envasado. A Resolução RDC nº 275 de 22 

de setembro de 2005, da Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA), descreve 

que “a água mineral envasada não deverá apresentar risco à saúde do consumidor e 

estar em conformidade com as características microbiológicas”, como ausência de 

Escherichia coli, ausência ou < 1UFC/100 mL de coliformes totais, Enterococos, 

Pseudomonas aeruginosa e Clostridium perfringes.. 

A presença da microbiota natural tem alavancado o número de questões e debates 

sobre o efeito na saúde. Entretanto, a água mineral natural não deve ser submetida a 

algum tipo de desinfecção química que modifique ou elimine seus componentes 

biológicos e deverá apresentar composição química equivalente à da água emergente da 

fonte (SENIOR e DEGE, 2005). 

A partir do aumento das exigências da qualidade microbiológica da água, pelos 

consumidores e pelas agências regulamentadoras, tem-se observado um grande 

crescimento da utilização da tecnologia de membranas para retenção de microrganismos, 

como sistemas de microfiltração antes do envase da água.  
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O sistema de microfiltração é composto por filtros com membranas poliméricas, 

que conseguem efetuar a retenção mecânica dos microrganismos presentes na água, 

evitando a presença indesejável dos mesmos na água a ser envasada. 

O tempo do processo de filtração da água pode variar dentre as indústrias 

produtoras. Este tempo depende do volume diário a ser envasado. Grande parte das 

maiores indústrias produtoras, tem sua produção de envase de no mínimo 8 horas por dia 

de segunda à sexta-feira.   

Após o processo de filtração da água mineral, devido à atividade de retenção 

microbiana, recomenda-se a sanitização da membrana, caso contrário, há grande 

probabilidade de desenvolvimento de biofilmes microbianos, causando o entupimento 

precoce das membranas, aumentando o custo de filtração para os produtores. 

Não se encontram muitos dados com relação à quantidade e formação de biofilme 

microbiano na superfície das membranas após um processo de filtração de água mineral 

e após o tempo de parada do sistema, assim como o procedimento ideal de sanitização 

das membranas, para garantir a ausência de microrganismos vivos,  evitando a 

proliferação durante o processo e no tempo de parada. 

O presente estudo teve por finalidade  avaliar a adesão e formação de biofimes 

microbianos de Escherichia coli ATCC 11229 e Pseudomonas aeruginosa ATCC 14502 

na superfície de membranas de poliamida e polietersulfona  e seu controle por agentes 

sanitizantes como o  ácido peracético  0,1%, 0,2 % e água aquecida à 85ºC. 
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2  REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1  Qualidade microbiológica da água mineral 

 

Água mineral natural pode ser claramente diferenciada de água potável pela sua 

natureza, caracterizada por seu conteúdo mineral (traços de elementos ou outros 

constituintes), em alguns casos pelo benefício à saúde; e pelo fato de não ser tratada, 

preservando suas qualidades originais de água subterrânea.  

Os indicadores de qualidade da água mineral incluem os coliformes totais,  

Escherichia coli, Streptococus, P. aeruginosa e anaeróbios sulfitos redutores (SENIOR; 

DEGE, 2005). A Resolução RDC nº 275/05 da Anvisa regulamenta as exigências da água 

mineral envasada com relação ao controle destes microrganismos, como a ausência de 

Escherichia coli e ausência ou < 1 UFC / mL de Enterococos, P. aeruginosa, Clostridium 

perfringes e coliformes totais (ANVISA, 2005) 

Escherichia coli foi  considerada durante muito tempo o mais apropriado indicador 

da presença de bactérias enteropatogênicas na água. A mais significante mudança nas 

últimas duas décadas é o geral reconhecimento que o teste de coliformes incluindo 

Escherichia coli em rede de abastecimento de água tratada não é mais uma medida de 

significância de inocuidade, mas um indicador de eficiência de tratamento. (GLEESON; 

GRAY, 1997). 

Há duas razões  para o monitoramento de Pseudomonas aeruginosa em água. De 

um lado como indicador de vulnerabilidade e/ou inadequado controle do ambiente de 

engarrafamento, por outro lado, como um patógeno oportunista. 

Dias e Farache  Filho (2007), avaliaram a qualidade microbiológica de 69 amostras 

de água mineral natural, não carbonatada de 17 marcas comercializadas em 

supermercados de Araraquara, em garrafas individuais de 330 mL e 600 mL. Das 

amostras analisadas, 8,7% apresentaram-se contaminadas por um ou mais dos 

indicadores (E. coli, Coliformes Totais, Enterococos, P. aeruginosa e Bactérias Totais). 

58% das amostras provenientes de doze marcas estavam em desacordo com um ou mais 

padrões, demonstrando qualidade duvidosa para consumo humano.  

Alves et al  (2000),  avaliaram a qualidade microbiológica da água potável e de 

diferentes marcas de águas minerais comerciais destinadas ao abastecimento público da 

cidade e de poços de diversas localidades da cidade de Marília, quanto a presença de 
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coliformes totais e fecais. Apenas 5,5% das amostras coletadas estavam contaminadas 

por coliformes totais, sendo que 94,5% estavam aptas para o consumo. 

Sant’ana et al (2002) analisaram microbiologicamente quarenta e quatro amostras 

de água mineral envasadas, de diferentes marcas, originárias do Estado do Rio de 

Janeiro e Minas Gerais, comercializadas em Vassouras, RJ, dentre os meses de Julho e 

agosto de 2002. Em nenhuma das amostras foi detectada a presença de Clostrídios 

sulfito redutores a 46ºC, Pseudomonas aeruginosa e Enterococos. A contaminação por 

coliformes totais e E.coli, foi detectada em 25% e 20,4% das amostras, respectivamente. 

 Dias et al (2002), avaliaram a qualidade microbiológica de águas minerais e de 

água do sistema municipal da cidade de Maringá no Paraná, e constataram que 64,7% 

das amostras de água mineral que foram caracterizadas microbiologicamente havia 

contaminação, sendo 7%  Escherichia coli.  

Iwersel et al, (2009), observaram variação de log de Pseudomonas aeruginosa em 

água mineral de 3 tipos de embalagens e 4 marcas distintas da região de Curitiba e Santa 

Catarina, variando de <1,8 Log até 3,38 Log. Verificaram após 180 dias de estocagem a 

presença do microrganismo. 

Tancredi, Cerqueira e Marins (2002) avaliaram a qualidade de 74 amostras de 

águas minerais comercializadas e distribuídas na cidade do Rio de Janeiro e observaram 

que 18,9% estavam em desacordo com os padrões microbiológicos da legislação vigente. 

Dentre as amostras contaminadas 42,9% tinham presença de Pseudomonas aeruginosa. 

Foram analisadas por Resende (2008) 10 marcas de Água Mineral de 500 mL 

comercializas e engarrafadas no Distrito Federal 10% das amostras apresentaram 

presença de coliformes totais. 

 

 

2.1.1  Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa 

 

A existência de cepas patogênicas de Escherichia coli foi descoberta em 1980, 

quando se determinou sua associação com diarréias em bezerros. Estudos desenvolvidos 

nas décadas de 1920 e 1930 já sugeriam seu envolvimento com diarréias infantis, mas foi 

apenas na década de 1940 que o conceito de E. coli como agente etiológico de diarréia 

em humanos foi efetivamente aceito (DOYLE e PADHYE, 1989). 

 É uma espécie de bactérias que normalmente habita o estômago de ruminantes e 

o intestino de humanos. Quando E. coli (cepas patogênicas) é consumida em água, pode 
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causar doenças gastrointestinais. Mutações podem levar às espécies que causam diarréia 

pela liberação de toxinas. Em casos severos pode levar à diarréia com sangue e até a 

morte. Escherichia coli é a espécie mais comum dos tipos de bactérias coliformes. A 

detecção de E.coli é definida pela evidência de contaminação fecal (ENCYCLOPEDIA OF 

PUBLIC HEALTH,  2002). 

A espécie Escherichia coli pertence ao gênero Escherichia, dentro da família 

Enterobacteriaceae. Morfologicamente são bastonetes Gram negativos 1,0 -1,5 µm de 

largura e 2,0 – 6,0 µm de comprimento. É aeróbio facultativo, não esporulado e capaz de 

fermentar a glicose com produção de ácido e gás. Também pode crescer realizando 

respiração anaeróbia, utilizando NO3, NO2 como receptores finais de elétrons. Esta 

versatilidade dá à bactéria a habilidade para  se adaptar no intestino (anaeróbico) e em 

habitats externos (aeróbico ou anaeróbico) (ENCYCLOPEDIA OF PUBLIC HEALTH,  

2002). Cresce em meios comuns; a temperatura ideal para crescimento é de 37ºC. São 

oxidases negativas podendo usar o acetato como única fonte de carbono e catalase 

positiva e são fermentadoras de lactose. 

 São utilizadas como indicadores de higiene nos processos de fabricação e são 

indicadores de falhas no controle da contaminação de alimentos após processos de 

pasteurização (MORELLI, 2008). 

 

                                     

Figura 1: Escherichia coli 

Fonte: Encyclopedia of Public Health, 2002 

 

Pseudomonas aeruginosa pertence à classe das Proteobactérias, à família das 

Pseudomonacea e ao gênero Pseudomonas. Sua Taxonomia é baseada na conservação 

de macromoléculas (16S ribossomal RNA).  

Esta bactéria é de vida livre, comumente encontrada em solo e água. Entretanto, 

ela ocorre regularmente em superfícies de plantas e ocasionalmente em superfícies de 

animais. Membros deste gênero são bem conhecidos pelos microbiologistas de plantas, 
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pois são um dos poucos grupos de bactérias que verdadeiramente são patógenos para as 

plantas. Entretanto a Pseudomonas aeruginosa é reconhecida por ser um patógeno 

oportunista de relevância clínica. Vários estudos epidemiológicos indicam a resistência 

deste microrganismo à  diversos antibióticos (TODAR, 2008). 

Pseudomonas aeruginosa morfologicamente são bacilos Gram negativos com 0,5 

a 0,8 �m de diâmetro e de 1,5 a 3,0 �m de comprimento. Apresentam-se de maneira 

isolada ou agrupada em dois ou curtas cadeias.  

É uma bactéria aeróbia, não formadora de esporos,  não fermentadora, derivando 

sua energia de processos oxidativos de carboidratos e catalase positiva. Pode crescer em 

meios de cultura contendo somente acetato como fonte de carbono e sulfato de amônio 

como fonte de nitrogênio. Além disso, embora sendo um aeróbio, pode crescer 

anaerobicamente e em algumas circunstâncias usar o nitrato como aceptor de elétrons 

(respiração anaeróbica).  

P. aeruginosa é cultivada a 42 °C, mas também pode ser cultivada  a 4 °C ou a 46 

°C. A temperatura ótima de crescimento está compree ndida entre 30 e 37 °C. É cultivada 

facilmente nos meios de cultivo ordinários (agar Nutriente, agar Tripic Soy Agar, agar 

Mueller-Hinton, agar Sangue) e sobre inúmeros meios utilizados para estudos das 

enterobacteriáceas, como Drigalski, MacConkey, Hektoen, SS. (GOMES, 2008). 

Esta bactéria requer poucas quantidades nutricionais para o crescimento. Foi 

observado o crescimento em água destilada e resistente à altas concentrações de sais, 

fracos antisépticos e muitos antibióticos comumente utilizados (TODAR, 2008). 

Figura 2: Pseudomonas aeruginosa em meio Agar (TSA) 

Fonte: Todar, 2008 

 

2.2  Tratamentos empregados no processo de água mineral 

 

Há uma grande variedade de tratamentos disponíveis para atender as exigências 

microbiológicas antes do processo de envase da água (SENIOR e DEGE, 2005 - a).  Em 
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prática, cada uma das opções de tratamento pode ser considerada como uma barreira 

múltipla. Ao contrário de água de abastecimento público, a água mineral não emprega 

múltiplas barreiras que produzem resíduos de desinfecção. No entanto, múltiplas barreiras 

como o uso de desinfetantes a base de cloro não são aplicáveis para água mineral. Há 4 

barreiras básicas de opções de tratamento empregadas na indústria de água envasada, a 

ozonização, osmose reversa, microfiltração e destilação (SENIOR e DEGE, 2005 - b). 

Na indústria de água mineral, a microfiltração é geralmente utilizada como uma 

barreira múltipla para a microbiota. Os filtros empregados neste processo são 

classificados como filtro de membrana redutores microbiológicos (0,45 �m) ou 

esterilizantes (0,2 �m). Atualmente, algumas engarrafadoras brasileiras têm utilizado filtro 

de membrana de 0,45 �m e 0,20 �m no processo para retenção  de microrganismos. 

 

2.3  Microfiltração de água 

 

2.3.1   Histórico 

 

A filtração tem sido utilizada há anos como principal agente de controle 

microbiológico de soluções farmacêuticas e biológicas. Provavelmente os primeiros filtros 

designados para remoção de bactéria de soluções foram construídos por Pasteur e 

Chamberlain em. Estes foram produzidos na forma de fibra oca,  ranhurado pelo calor. 

Mais tarde,  placas com fibras de asbestos, desenvolvidos na Alemanha (Seitz filters), 

passaram a ser utilizadas. Em 1922, Zsigmondy e Buchmann introduziram o filtro de 

membrana composto por ester de celulose para a remoção de bactérias de soluções. 

Desde então, a tecnologia dos filtros de membrana vem avançando no mercado, 

particularmente nas últimas décadas (BLOCK, 1977).  

Atualmente, a filtração microbiológica  vem sendo muito utilizada para a filtração 

de água mineral, uma vez que esta não deve ser esterilizada por outros meios, por 

exemplo, o calor (esterilização ou pasteurização) e a sanitização através de produtos 

químicos.  

 

2.3.2 Membranas filtrantes 

 

            As membranas filtrantes comerciais são preparadas a partir de materiais 

poliméricos com características químicas e físicas variadas. Possuem diferentes 
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morfologias e se classificam como densas e porosas e as mesmas podem ser isotrópicas 

ou anisotrópicas, ou seja, podem ou não apresentar as mesmas características 

morfológicas ao longo de sua espessura. Vide Figura 3. 

          De acordo com Habert, Borges e Nóbrega (2006),  dois parâmetros são 

empregados para se caracterizar membranas, como a natureza morfológica e parâmetros 

relativos as suas propriedades de transporte como a permeabilidade  a gases e líquidos, 

bem como a sua capacidade seletiva. 

 

                 

Figura 3: Morfologia de membranas sintéticas 

Fonte: HABERT et al, 2006 

 

 Para que ocorra o transporte de um elemento através de uma membrana é 

necessário a ação de uma força motriz. O gradiente de potencial químico e/ou gradiente 

de potencial elétrico é uma espécie de força motriz utilizada pelas membranas comerciais. 

De acordo com a morfologia das membranas, o transporte dos elementos pode ocorrer 

por convecção ou difusão (HABERT, BORGES e NOBREGA, 2006). 

 O processo de microfiltração utiliza a pressão como o gradiente de força motriz 

para o processo de separação, onde varia de 0,5 a 3 atmosferas. Este sistema opera de 

duas formas distintas: operação com filtração frontal, onde somente há fluxo 

perpendicular à superfície da membrana, chamado de “dead end filtration” e a operação 

com filtração tangencial, onde a alimentação escoa tangencialmente à superfície da 

membrana, chamado também de “cross flow” (DAVIS, 1992). 
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Uma membrana filtrante utilizada para microfiltração na indústria de água mineral 

possui poros altamente uniformes, é rígida e com estrutura contínua com espaços 

regulares. Quando um líquido é filtrado, todas as partículas e microrganismos maiores 

que o tamanho dos poros, será retido na superfície. Neste processo geralmente são 

utilizadas as membranas onde somente há fluxo perpendicular.  

O primeiro mecanismo no processo de filtração de uma membrana com o fluxo 

perpendicular é a retenção  mecânica de todas as partículas maiores que os poros na sua 

superfície. A uniformidade do tamanho do poro permite definir limites de retenção de 

partículas. Devido a este fato, podem ser classificadas como filtros de retenção absoluta, 

onde nenhum microrganismo ou partícula que excedam o tamanho do poro poderá 

atravessá-lo. Na Figura 4 é mostrada a faixa de tamanho dos poros dos filtros de 

membrana da microfiltração. 

 

                

Figura 4: Diagrama básico do transporte de massa em uma membrana. 

Fonte: FSF metalúrgica, o filtro e o tamanho dos contaminantes (2010). 

 

Até 1960, a filtração em membranas com porosidade de 0,45 �m era considerada 

como “esterilizante” e foram utilizados com sucesso em filtração de soluções parenterais. 

Os filtros eram qualificados utilizando  Serratia marcescens (0,6 x 1 �m), a bactéria 

padrão para qualificar analiticamente as membranas utilizadas para testar a qualidade da 

água. No meio da década de 60, Browman do Food & Drug Administration (FDA), 

observou que um meio de cultura após filtração estéril em 0,45 �m poderia ser 
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contaminado com um microrganismo, capaz penetrar nos poros de 0,45 �m da 

membrana, repetidamente em pequenos números a níveis de desafio acima de 104-106/ 

cm2 (SCHWARTZ, 1998). 

Browman também observou que o próximo filtro de membrana com porosidade 

menor (0,22 �m) tinha eficiência de reter este microrganismo com níveis de desafio 

similares. Este microrganismo foi identificado como Pseudomonas diminuta 

(Brevundimonas diminuta) com dimensão de 0,3 x 0,6-0,8 �m e registrado como ATCC 

19146. Esta espécie tem sido aceita largamente pelos fabricantes de filtro de membranas 

como microrganismo padrão para qualificação de filtros esterilizantes (SCHWARTZ, 

1998). 

Há uma série de vantagens e desvantagens na utilização dos filtros de membrana 

para microfiltração nos processos de água mineral. Dentre as principais vantagens pode-

se destacar a redução de microrganismos, a eficiência de filtração é independente do 

diferencial de pressão. Assim como as vantagens, tem-se algumas desvantagens da 

utilização de membranas como a pequena capacidade de retenção de sujidades, por ser 

um filtro de superfície e a necessidade de um maior cuidado asséptico devido a retenção 

e presença de microrganismos. 

 As membranas filtrantes possuem uma série de características a serem 

monitoradas para garantir a eficiência de filtração. Dentre elas está a vazão de filtração, 

onde é função da área filtrante, do diferencial de pressão e viscosidade do fluído.  

 A vazão é diretamente proporcional ao diferencial de pressão, no caso de líquidos 

limpos e a área de filtração; o decaimento da viscosidade do fluído (pelo aumento da 

temperatura) terá um proporcional aumento na vazão e a resistência do fluxo oferecido 

pelo meio filtrante é, de fato, relatado pelo volume de poros abertos e tamanhos dos 

poros. O tamanho e a quantidade de contaminantes captadas pelo filtro afetam a 

quantidade de poros abertos, reduzindo a vazão de filtração (BLOCK, 1977).  

 Os elementos filtrantes da 3M, sendo membrana ou cartucho de profundidade são 

considerados entupidos quando o seu diferencial de pressão chega a 2,5 kgf/cm2, ou 

quando o seu fluxo decai no ponto em que é impraticável a continuação do processo. 

 Quando um fluído apresenta grande quantidade de partículas, além de 

microrganismos, há a necessidade de agregar mais um filtro com porosidade maior antes 

do filtro microbiológico, a fim de aumentar a vida útil do filtro final,  tornando o processo de 

filtração mais econômico. 
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 Outra característica dos filtros de membrana é o teste de integridade, cujo  objetivo 

é determinar a presença de poros maiores que o especificado ou defeituosos que 

comprometem a capacidade de retenção do filtro. O procedimento do teste deverá ser 

correlacionado com a retenção bacteriana. O teste de retenção bacteriana é um teste 

destrutivo e não poderá ser utilizado para verificar a integridade do filtro que será utilizado 

na produção (SCHWARTZ, 1998). 

Para verificar a integridade das membranas, existe um teste não destrutivo 

chamado de Ponto de Bolha. Este teste é caracterizado pelo valor da pressão requerida 

para forçar o líquido a sair dos poros da membrana, através da pressurização do sistema 

de filtração, onde o valor da pressão do ponto de bolha é caracterizado pelo o 

borbulhamento constante na saída do filtro.  Excedendo a pressão do ponto de bolha (que 

é dado pelo fabricante do filtro de acordo com o tamanho do poro), o filtro estará integro 

(SCHWARTZ, 1998). Na Figura 5, está esquematizado um gráfico que caracteriza o 

aumento de vazão do fluxo de ar em relação ao teste de integridade. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5: Gráfico que caracteriza o aumento de vazão do fluxo de ar em relação ao teste 

de integridade 

Fonte: SCHWARTZ, 1998 

 

2.4  Formação de biofilme microbiano 

 

 Uma das primeiras teorias da formação de biofilme foi descrita por Marshal Stout e 

Mitchell (1971), mostrando que a formação do biofilme é um processo que ocorre em 

Aumento 
de vazão 
do fluxo 

de ar 
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duas fases, sendo na primeira, o processo ainda reversível, em função da adesão do 

microrganismo na superfície, que ocorre por forças de Van der Walls, interação 

hidrofóbica e atração eletrostática. Durante este estágio, a bactéria apresenta movimento 

browniano, podendo ser removida por rinsagem. Na segunda etapa, por meio de 

interações dipolo-dipolo, pontes de hidrogênio, ligações iônicas e covalentes, e interações 

hidrofóbicas, ocorrem a interação física da célula com a superfície, com a produção de 

material extracelular de natureza polissacarídica ou protéica, produzida pela bactéria, que 

é denominada matrix de glicocálix. Neste processo, as fimbrias poliméricas ligam a célula 

bacteriana ao substrato, tornando-se difícil remoção do biofilme. Este processo é exibido 

na Figura 6. 

                 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Processos envolvidos na formação de biofilmes 

Fonte: Xavier et al (2005) 
 

Segundo Andrade, Bridgeman e Zottola (1998), para considerar um biofilme, é 

necessário um número mínimo de 107 células aderidas/cm2, enquanto Ronner e Wong 

(1993), consideram 105 células/cm2. 

 Jayasehara et al. (1999), analisaram a capacidade de formação de biofilme em 

superfície interior de três marcas de embalagem de água mineral não carbonatadas, 

Através da microscopia eletrônica foi possível observar que havia em torno de 107 

células/cm2, com evidência de microcolônias. Após a realização de duas rinsagens (com 

água destilada e com tween 80, um tensoativo hidrofílico) cerca de 80-90% das bactérias 

foram removidas.  
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 Yun et al (2006), compararam a formação de biofilme microbiano na superfície de  

membranas de PVDF de reatores  que operam em condições aeróbicas e anaeróbicas.  

Através de análise por microscopia eletrônica, foi possível observar que o biofime nas 

condições anaeróbicas foi mais fino que o aeróbico, no entanto o biofilme anaeróbico foi 

mais espalhado na membrana e mais denso, resultando no entupimento da membrana.   

Ghayeni et al (1998), avaliaram as condições de adesão de espécies de 

Pseudomonas em superfície de membranas de osmose reversa (acetato de celulose, 

polivinil álcool, aromático e amido de polipiperazina) e constataram que há um grande 

efeito da condutividade e pH no crescimento de biofilmes. Houve baixo crescimento de 

biofilme com a presença de baixa condutividade (água deionizada).  

Segundo Pang et al (2005), a aderência de biofilmes em superfície de membrana 

de osmose reversa está diretamente ligada à característica hidrofóbica das membranas e 

microrganismos e ao potencial zeta (cargas negativas), onde espécies com maior carga 

negativa que a membrana, são repelidas, e, portanto menor formação de biofimes.  

Pompermayer e Gaylarde (2000) verificaram a adesão de Escherichia coli e 

Staphylococus aureus, isolados da carcaça de frango em superfície de polipropileno à 

12ºC e 30ºC. Escherichia coli teve maior aderência nos cupons de polipropileno que 

Staphylococus aureus em ambas as temperaturas. Escherichia coli teve maior formação 

de biofilme na temperatura de 30ºC. 

De acordo com a pesquisa de Pasmore et al (2005), a formação de biofilme de 

Pseudomonas aeruginosa em  membranas de ultrafiltração aumenta com a rugosidade de 

hidrofobicidade. O entupimento das membranas é reduzido quando a carga de 

contaminantes da superfície é minimizada e é aumentado com o aumento das cargas, 

positivas ou negativas. 

Marques et al (2007) analisaram a capacidade de formação de biofilme em 

superfície de aço inoxidável e vidro por Staphilococcus aureus. A contagem de bactérias 

após 15 dias de contato foi de 108 UFC/cm2 e 107 UFC/cm2 no ácido inoxidável e vidro 

respectivamente. 

 

2.5  Métodos de avaliação de biofilmes 

 

Os métodos empregados para caracterização de biofilmes são divididos em 

métodos visuais e não visuais. Os métodos visuais são a microscopia de contraste, de 

epifluorescência, microscopia eletrônica de varredura e de transmissão. 
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A microscopia de contraste acompanha o desenvolvimento do biofilme em tempo 

real em superfície transparente e a  de epifluorescência quantifica as células aderidas à 

superfície. O alaranjado de acridina é utilizado para visualização de células viáveis e não 

viáveis.  

A microscopia eletrônica é a mais indicada para avaliar a interação microbiana na 

matriz do biofilme. A fixação das amostras é utilizada utilizando glutaraldeído, 

paraformaldeído e o ósmio, onde a amostra é rapidamente congelada para evitar danos à 

células pelos cristais de gelo (COSTA, 1999). 

Dentre os métodos não visuais destaca-se a medida da impedância e 

bioluminescência. A impedância é avaliada através da medição da condutividade, pela 

mudança da resistência do meio. Já a bioluminescência é medida pela quantidade de 

ATP, trifosfato de adenosina, que é gerado pela oxidação de moléculas alimentares como 

glicose, ácidos graxos e aminoácidos (MACEDO, 2000). 

 

2.6 Métodos de controle de microrganismos 

 

2.6.1 Controle de microrganismos pelo calor  

 

A resistência ao calor de microorganismos é a maior consideração em estabelecer 

temperaturas e tempos de processos.  Em temperaturas de 60ºC a 80ºC, considerando o 

tempo apropriado para cada tipo de microrganismo, a maioria das células de bactérias 

vegetativas é inibida. Em alguns casos altas temperaturas podem ser necessários para 

inativar microrganismos termofílico ou termodúrico (BANWART, 1989). 

Esporos são em torno de 100.000 vezes mais resistentes ao calor que células 

vegetativas (GOULD e  DRING, 1977).  

De acordo com Algie (1980); Gould e Dring (1977) a resistência ao calor de 

esporos bacterianos podem resultar da desidratação do protoplasma central. A 

mineralização aumenta a resistência ao calor de esporos bacterianos (BEAMAN e 

GEHARDT, 1996; BENDER e MARQUIS, 1985), mas a desidratação foi um fator 

dominante. Ácidos podem interferir  na osmoregulação e render a sensibilidade ao calor 

de esporos (GOULD  1977). 

O aumento da temperatura de incubação aumenta a resistência ao calor de células 

vegetativas bacterianas e leveduras (El Banna e Hurst 1983; Katsui 1982). 
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As características físicas e químicas do meio em suspensão em que os 

microrganismos sofrem o calor influenciam a resistência ao calor. A 70ºC, o tempo de 

redução decimal de esporos de Bacillus licheniformis foi quase dobrado quando 4% de sal 

foi adicionado ao meio (BELL e DELACY 1984). 

A termoestabilidade de esporos de C. botulinum é reativamente proporcional a 

concentração de sacarose do meio de suspensão. Com o aumento da concentração de 

sacarose, a resistência ao calor aumenta. A alta resistência de S. cerevisae em sacarose 

que em frutose ou glicose foi relatado por Torreggiam e Toledo (1986). A sacarose 

protege várias células vegetativas do calor (KWAST  e VERRIPS 1982). 

Há uma tendência das proteínas protegerem os microrganismos dos efeitos letais 

do calor. Petonas, extrato de leveduras e albuminas podem prover a proteção de certos 

organismos. 

Várias substâncias antimicrobianas  tendem a aumentar a destruição dos 

microrganismos pelo calor. Sorbato de potássio e benzoato de sódio agindo 

sinergicamente com calor inativam vários fungos (BEUCHAT 1981). Na Tabela 1 é 

apresentado o tempo de redução decimal pelo calor de Salmonella senftenberg 775W, 

Staphylococcus aureus e Escherichia coli. 

 

Tabela 1: Tempo de redução decimal (D) para calor de vários microrganismos 

Organismos Meio de suspensão 
Valor D 

Temperatura (ºC) Minutos 

Salmonella 

senftenberg 775W 
creme 60 11,3 

Staphylococcus 

aureus 
creme 60 7,7 – 7,8 

Escherichia coli Leite 57,3 1,3 

Sorvete 57,3 5,1 

Fonte:  Cook e Gilbert (1968) 

 

2.6.1.1  Efeito do calor em células microbianas 

 

Embora o calor tenha sido utilizado por muitos anos como um método de 

esterilização, o primeiro evento letal em inativação térmica de microrganismos não tem 

sido determinado. A desnaturação e coagulação de proteínas, quebras nos ácidos 
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desoxiribonucleicos (DNA), lesões nos ácidos ribonucléicos (RNA), e danificação na 

membrana citoplamática tem  sido sugerido como possibilidades de morte microbiana 

(BANWART, 1989 ). 

A desnaturação ou coagulação de proteínas envolvem a respiração celular ou 

multiplicação celular usualmente é sugestionado como causa da morte. No range de 50ºC 

à 60ºC, o vazamento de componentes celulares suspensos no meio indica que há um 

perigo para a barreira permeável da célula. Scheie e Enhrenspeck (1973) mostraram que 

o calor causa desnaturação de proteínas em células de E.coli. causando a fraqueza da 

camada peptideoglicana, que seria suficiente para prevenir a multiplicação.  

Russel e Harries (1968) mostraram que células não formadoras de esporos como 

a  E.coli, a degradação do RNA é explicado pelo calor, que induz a morte. O efeito do 

calor na E.coli causa a quebra de partes externas da membrana, resultando em uma 

parcial ruptura da função da barreira permeável da membrana (TSUCHIDO,  1985). 

Ambos RNA e lesão da membrana foram reportados em Pseudomonas fluorescens 

(GRAY, WITTER e ORDAL 1973). 

Segundo Hui (2005) a água quente de 76 à 85ºC é freqüentemente utilizada como 

agente sanitizante. A relação tempo-temperatura seria de no mínimo 15 minutos para 

água à 85ºC e  de 20 minutos para  80ºC. 

 

2.6.2 Controle de microrganismos por sanitizantes químicos 

 

Os sanitizantes químicos possuem inerentes diferenças em suas atividades nos 

microrganismos. Surpreendentemente, pouca informação é disponibilizada, entretanto, 

alguns dados de relação estrutura/função dos ácidos orgânicos, agentes oxidantes, ou 

compostos fenólicos são apresentados  

Fatores microbianos que podem afetar a atividade antimicrobiana incluem a 

resistência de microrganismos, número inicial, estágio de crescimento, composição 

celular (reação de gram), e exposição prévia ao estresse. Por exemplo, sabe-se que os 

esporos bacterianos são geralmente mais resistentes aos antimicrobianos químicos que 

células vegetativas e que as bactérias gram negativas são frequentemente mais 

resistentes que as bactérias gram positivas. Recentemente tem sido muito pesquisado o 

efeito do ambiente dos fatores de stress, como calor, frio, e baixo pH de ácidos orgânicos, 

no desenvolvimento da resistência para um mesmo ou outro subseqüente agente de 

stress.  
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A utilização de sanitizantes químicos na indústria alimentícia é bastante difundida. 

O seu uso tem por finalidade destruir os microrganismos na forma vegetativa encontrada 

nas mais diversas superfícies, como tubulação, equipamentos utensílios e manipuladores.  

A utilização destes produtos em sistemas de microfiltração depende basicamente 

da compatibilidade química com o meio polimérico dos filtros, assim como o conjunto de 

fatores, como tempo de contato, temperatura e concentração. 

O ácido perácetico é o mais utilizado pelas indústrias alimentícias pelo fato de não 

reagir com outras substâncias, não ter impacto ambiental e ser de grande eficiência na 

remoção de biofilmes (ROSSONI e GAYLARD, 2000). 

 

2.6.2.1  Ácido peracético (APA) 

 

O ácido peracético é composto por peroxigênio que exibe boa atividade 

antimicrobiana. Este composto, freqüentemente se refere como o peróxido de ácido 

acético, sendo um forte agente oxidante. O líquido concentrado do ácido peracético tem 

um forte odor pungente, é solúvel em água e usualmente contêm estabilizantes que 

afetados pela alta temperatura e contaminação com íons metálicos. Tipicamente a 

formulação comercial de ácido peracético (4 a 40%) pode conter ácido acético, peróxido 

de hidrogênio, ácido sulfúrico, ácido fosfórico e/ ou estabilizantes. Em comparação com o 

peróxido de hidrogênio, o ácido peracético tem maior potência antimicrobiana, sendo 

efetivo a baixas temperaturas e baixas concentrações, não é reativo com catalase ou 

peroxidade, e é mais estável e efetivo bactericida na presença de material orgânico. (FMC 

CORP, 1981). 

A eficiência microbiológica do ácido peracético foi primeiramente reportada por 

Freer e Novy em 1902. Os autores exibiram excelentes resultados bactericida e fungicida 

utilizando ácido peracético. 

Os ingredientes deste produto se decompõem em água, oxigênio e ácido acético. 

Estes produtos não são tóxicos quando introduzidos em alimentos ou no ambiente e não 

afetam o gosto em sistemas de tratamentos abaixo das condições típicas (DAVIDSON e 

BRANEN 1972). 

O preciso mecanismo da atividade antimicrobiana do ácido peracético é ainda 

investigada. O ácido peracético pode ter muitos outros materiais oxidantes. De acordo 

com Greenspan (1955), o ácido peracético não é afetado pela enzima catalase.  
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Davis et al  (1980) verificaram que ácido peracético mata um microrganismo pela 

ruptura de grupos sulfidrila  e ligações dissulfeto de proteínas e enzimas pelo seu poder 

de oxidação. Também, foi sugerido que o sanitizante rompe a parede da célula bacteriana 

pela reação com proteínas, rompendo as funções quimiosmóticas da membrana 

(FRASER, 1987). 

Pavlova e Kulikovskii (1978), em seus estudos com ácido peracético demonstrou 

que a alta atividade bactericida e esporocida foi causada  pela ruptura da permeabilidade 

de células bacterianas. 

Baldry e Frase (1988) mostraram que as propriedades esporocida do ácido 

peracético estão relacionadas com a desnaturação de proteínas. 

A destruição de células bacterianas pelo ácido peracético pode ser agrupada em 3 

diferentes mecanismos, como a desnaturação de proteínas da célula e interrupção do 

transporte celular, a inativação de enzimas essenciais para o metabolismo da célula e a 

ruptura das membranas celulares e quebra da sua permeabilidade. 

De acordo com Dychdala 1988, o ácido peracético é um dos mais efetivos agentes 

antimicrobianos que controla uma grande variedade de microrganismos, incluindo 

bactéria, fungos, vírus e esporos microbianos. 

Holah (1990) avaliou 12 sanitizantes utilizados em superfícies usando biofilme 

bacteriano desenvolvido em aço inox. Os autores concluíram que o ácido peracético foi o 

mais efetivo dos compostos testados. 

De acordo com Bragulla e Lintner (1986), o ácido peracético é altamente eficaz 

para sanitizar membranas, pois passam facilmente através da membrana e são 

compatíveis com muitos materiais de membrana e se algum resíduo permanecer no 

equipamento não afetará o sabor no produto a ser processado. 

 Briñez et al (2006) avaliaram a eficiência da combinação de ácido peracético com 

peróxido de hidrogênio (Oxônia ativa, Ecolab) em Staphylococcus ssp, Listeria ssp e 

Escherichia coli utilizando teste de suspensão do padrão europeu UNE-EN-1276 com 

tempos de contato de 10, 20 e 30 minutos e concentrações de 0,05 – 0,4%. Em 

concentrações acima de 0,1%, o sanitizante apresentou >5 log UFC/mL de redução de 

todos os microrganismos em todos os tempos de contatos testados. 

 Souza e Daniel (2004) testaram a eficiência do ácido peracético na desinfecção de 

água e observaram efetiva inativação dos microrganismos com ácido peracético 5,0 mg/L 

com 15 minutos de contato (Escherichia coli teve redução > 6 logs).  
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A atividade germicida do ácido peracético é influenciada pela concentração em 

que é utilizado, o período de tempo de contato, a temperatura, e o pH são de importância 

significante. Outros fatores podem ser considerados para a atividade do ácido peracético, 

e estes incluem o efeito da contaminação de material orgânico e o efeito da água dura.  

Krzywicka (1971), em seu trabalho com organismos formadores de esporos, 

mostrou que Bacillus cereus foi eliminado em 3 minutos quando expostos em 0,3% de 

solução ácido peracético, mas 90 minutos foram requeridos para o mesmo efeito com 

0,01%. 

O ácido peracético tem grande atividade antimicrobiana em ambientes ácidos.  Foi 

testado a 0,01% com E. coli em 500 ppm de água dura em diferentes valores de pH de 

3,5 a 7,0 e produzidos ótimos resultados como 99,999% de morte com 30 segundos em 

todos os níveis de pH (DYCHDALA e  KOROMA,  1986). 

Baldry, 1983 testou a atividade esporocida em que um grande números de 

esporos não são completamente destruídos depois de 1h de contato a temperatura 

ambiente, a 85ºC o tempo de morte pode ser reduzido para 5 minutos. 

Dychdala 1988, avaliou a atividade bactericida do ácido peracético 0,2% à 5ºC, 

segundo método de teste, AOAC, 13th ed,.4.023-4.032 (1980) para Escherichia coli ATCC 

11229 e Staphylococcus aureus ATCC 6538 e verificou que 100% dos microrganismos 

foram eliminados em 30 e 60 segundos de exposição. 

A matéria orgânica também influencia a atividade bactericida. O efeito do ácido 

peracético sobre Mycobacterium bovis foi evidenciado com 0,0125% em 10-20 minutos, 

mas na presença de fezes bovinas a concentração de produto foi aumentada para 0,05% 

para a mesma destruição destes microrganismos (PAVLAS, 1967). 
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3 OBJETIVOS 
 

 
 

O objetivo geral do presente estudo consistiu na avaliação da formação de biofilme 

microbiano em membranas de poliamida e polietersulfona, geralmente utilizadas no 

processo de filtração de água na indústria de alimentos e seu controle por sanitizantes 

como ácido peracético e água quente. 

 

Destacam-se os seguintes objetivos específicos:  

 

• Avaliar a compatibilidade química do agente sanitizante químico com as 

membranas de poliamida e polietersulfona; 

• Avaliar o perfil da formação de biofilme de Escherichia coli e Pseudomonas 

aeruginosa na superfície das membranas filtrantes; 

• Avaliar a ação dos agentes sanitizantes frente aos biofilmes formados nas 

superfícies das membranas. 
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4   MATERIAIS E MÉTODOS 
 

Os experimentos foram realizados no laboratório de tecnologia de filtração da 3M 

do Brasil e no laboratório de Microscopia Eletrônica do Departamento de Biologia Celular 

do Instituto de Biologia, da Universidade Estadual de Campinas. 

 
4.1  Materiais 
 
4.1.1  Membranas filtrantes utilizadas 
 
 As membranas filtrantes utilizadas foram membranas do fabricante 3M do Brasil, 

de material polimérico poliamida e polietersulfona com porosidade de 0,45 �m e 47 mm 

de diâmetro, com área disponível de filtração de 0,0013 m2. As membranas foram 

previamente esterilizadas em autoclave à 121ºC durante 30 minutos no ciclo com 

exaustão lenta. A especificação das membranas está descrita na Tabela 2: 

 

Tabela 2: Especificação das  membranas 

Nome do filtro de 

membrana 
Fabricante 

Material polimérico 

da membrana 
Porosidade  (µm) 

BevASSURE II 3M Nylon 66 0,45 

BevASSURE PES 3M Polietersulfona 0,45 

Fonte: 3M, catálogos dos elementos filtrantes. 

 
4.1.2 – Agentes sanitizantes  
 

 Foram utilizados neste trabalho solução de ácido peracético 0,1% (v/v) e 0,2%  

(v/v) a partir do produto químico comercial DIVOSAN FORTE (Jonhson Diversey) e água 

quente à 85ºC. O Divosan forte é uma solução estabilizada de ácido peracético a 15 - 

30%, peróxido de hidrogênio a 15 – 30% e ácido acético de 15-30%. As soluções foram 

preparadas com água destilada estéril à temperatura ambiente. Esta concentração foi 

baseada em testes realizados por Dychdala, 1988 (100% de eficiência na morte de 

Escherichia coli ATCC 11229 à 5ºC pelo método AOAC, 13th ed,.4.023-4.032, 1980) e 

segundo recomendações do fabricante (para sistemas CIP 0,1-0,3% de processos 

alimentícios). Para água quente à 85ºC foi utilizada água destilada estéril aquecida à 85ºC 

em banho Maria. (HANDBOOK OF FOOD SCIENCE, TECHNOLOGY AND 

ENGINEERING, 1972). 
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4.1.3  Microrganismos 

 

Os microrganismos utilizados neste trabalho foram Escherichia coli ATCC 11229, 

pois é um microrganismo recomendado pela Portaria 15, da ANVISA 1988 (Agência 

Nacional de Vigilância Sanitária, 1988) para avaliação da ação antimicrobiana de 

sanitizantes para a indústria alimentícia e um dos microrganismos de controle da 

qualidade microbiológica da água mineral, segundo Resolução RDC 275/2005, da Anvisa 

e devido ao estudos realizados onde este microrganismo tem grande presença nas águas 

minerais engarrafadas e em poços e Pseudomonas aeruginosa ATCC 14502, que é 

também um dos microrganismos de controle da qualidade microbiológica da água mineral. 

 
 

4.2  Métodos 

 

4.2.1  Compatibilidade das membranas com a solução de ácido peracético a 2% 

 

 Para avaliar a compatibilidade química das membranas com a solução química 

foram realizados 3 testes na seguinte seqüência: 1) determinação do volume de água 

para enxágüe das membranas; 2) avaliação da compatililidade química através do teste 

de integridade; 3) teste de integridade “ponto de bolha”. Os testes foram realizados em 

duplicada para a membrana de poliamida e polietersulfona. 

 

4.2.1.1 Determinação do volume de água para enxágüe das membranas 

 

Estes testes foram realizados para determinar a quantidade de água de enxágüe 

necessária para neutralizar o residual da solução de ácido peracético  após processos de 

sanitização. Duas membranas de polietersulfona e poliamida, após o contato de 15 

minutos, 30 minutos e 168 horas com o ácido peracético, foram submetidas ao enxágüe 

com água destilada, através do bombeamento e escoamento através das membranas. 

A cada 100 mL de passagem de água foram mensurados o pH e a condutividade 

da água de saída do filtro. Estes parâmetros serviram como base para  avaliar o volume 

de água necessária para eliminar o resíduo da solução química das membranas. Segundo 

especificação do fabricante, a vazão de água a ser utilizada na membrana de poliamida 

(BevASSURE II) é de 7 mL/min e para polietersulfona (BevASSURES PES) é de 33 
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mL/min. Foi utilizada uma bomba peristáltica com deslocamento positivo, que mantinha a 

vazão constante. 

 

4.2.1.2  Compatibilidade das membranas com solução de ácido peracético 0,2 % 

 

As membranas foram submetidas ao contato com o agente sanitizante durante 168 

horas, de acordo com a Norma American Society for Testing and Materials (ASTM),  D 

543 – 06, através da exposição estática na concentração de 0,2% à temperatura 

ambiente. A cada 24 horas de exposição ao agente sanitizante as membranas eram 

enxaguadas (passagem de água através da membrana por filtração e alimentação por 

bomba de deslocamento positivo) com água destilada e em seguida foi realizado o teste 

de integridade de “ponto de bolha”, de acordo com a Norma American Society for Testing 

and Materials (ASTM) 316-03 para verificar se houve ataque químico, ou seja, danificação 

do poro da membrana.  Os testes foram realizados em duplicata. 

 

4.2.1.3   Teste de integridade ponto de bolha 

 

O teste foi realizado manualmente pela alimentação de gás no sistema (ar 

comprimido filtrado) no lado superior  da membrana (Figura 7). A pressão era 

vagarosamente aumentada, na proporção de 2 psi/ seg, e, assim que se observava o 

início do borbulhamento constante na saída do filtro (visualização através de uma 

mangueira conectada na saída do sistema e imersa em um béquer com água) parava-se 

a pressurização e registrava-se a pressão para comparação com o valor especificado pelo 

fabricante. Para considerar uma membrana como integra, é necessário que o valor 

registrado no manômetro, quando há borbulhamento constante, atinja valor acima do 

estabelecido pelo fabricante (PDA, 1998). Os testes foram realizados em duplicata. 

De acordo com o fabricante, a pressão do ponto de bolha para membranas de 

poliamida BevASSURE II e polietersulfona BevASSURE PES é ≥24 psi. 
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Figura 7: Esquema de montagem dos equipamentos para o teste de integridade. 

Fonte: PDA Journal of pharmaceutical Science and technology, 1998. 

 

4.3  Avaliação da adesão e formação de biofilmes em membranas 

 

4.3.1 Obtenção do inoculo 

 

A solução de desafio de Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa foi preparada 

a partir de água mineral sem gás previamente esterilizada à 121ºC por 15 minutos em 

autoclave. 

A água mineral utilizada para os testes  foi  “Água Mineral Natural Prata” adquirida 

em comércio de Sorocaba. Na embalagem das amostras consta a seguinte classificação: 

Água mineral, fluoretada, radioativa na fonte; também consta os valores das seguintes 

características físico-químicas: pH a 25ºC de 6,29; temperatura da água na fonte de 

22,6ºC; condutividade elétrica a 25ºC de 100,4 µS/cm; resíduo de evaporação a 180ºC de 

65,85 mg/L; radioatividade na fonte a 20ºC e 760 mm de Hg de 24,72 maches. Na Tabela 

3 abaixo, segue a composição química da água em mg/L. Estes dados estão presentes 

na embalagem da amostra. 
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Tabela 3: Composição química da água mineral utilizada nos testes em mg/L. 

Elemento químico Concentração em mg/L 

Bicarbonato 44,26 

Sulfato 3,60 

Fluoreto 0,21 

Sódio 2,24 

Potássio 2,80 

Magnésio 4,09 

Cálcio 7,19 

Cloreto 0,81 

Nitrato 1,40 

Fonte: Embalagem da água mineral “Água Mineral Natural Prata” de 1,5 Litros. 

            

         O inoculo foi preparado a partir de  cepas (Escherichia coli ATCC 11229 e 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 14502) previamente liofilizadas e congeladas à -70ºC.  

         As células foram ressuspendidas através da remoção de uma perola da ampola com 

uma alça e em seguida rotacionada sobre a superfície do meio de cultura TSA (Trypic Soy 

Agar).  As placas foram incubadas à 35ºC para E. coli e 37ºC para Pseudomonas 

aeruginosa durante 24 horas. Em seguida,  as células de  E. coli da superfície do meio 

foram ressuspendidas em 100 mL de caldo TSB e incubadas à temperatura de 35º por 24 

horas. Após a incubação, as células foram visualizadas no microscópio para confirmação 

das características das cepas. No preparo do inóculo, foi adicionado 1 mL de cultura de 

E.coli  em um 1 litro de água peptonada a 1%. Esta suspensão permaneceu por 24 h à 

35ºC.  

         Para Pseudomonas aeruginosa, as células foram ressuspendidas em 9 mL de 

solução tampão fosfato. Em seguida foi pipetado 1 mL em 1 litro de água peptonada a 

1%. Esta suspensão permaneceu por 24 horas à 35ºC.   

         Estes procedimentos produziram culturas com concentração de aproximadamente 

107 UFC/mL de ambos microrganismos. Para preparar uma solução desafio com 104 

UFC/mL, foi pipetado 1 mL das soluções de água peptonada em 1 litro de água mineral 

estéril.  

         A Figura 8 ilustra as etapas realizadas para a preparação das culturas.  Foram 

realizados testes para determinar o tamanho e o número de células/mL para todas as 

soluções de E. coli e P. aeruginosa (STANDARD METHODS 9215, 2004). Foi pipetada 
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uma amostra da cultura em uma lâmina de vidro para coloração de Gram de ambos 

microrganismos.  

           

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8: Etapas para a obtenção da cultura de Escherichia coli e Pseudomonas 

aeruginosa. 

 

4.3.2 – Técnica de coloração de Gram 

 

Para realização desta técnica, cada cultura de bactéria do meio TSA foi espalhada 

em uma lâmina (esfregaço) e seguida foi fixada com calor. A  técnica se inicia com a 

coloração violeta de cristal por 60 segundos com posterior lavagem. Em seguida o 

efregaço é submetido ao lugol por também 60 segundos e lavagem. Para descorar utiliza-

se álcool acetona durante 20 segundos e posterior lavagem. A última coloração é com 

safranina por 20 segundos e lavagem com água. Após esta última etapa a lâmina é seca 

e levada ao microscópio para observação. Os resultados são para Gram (+) com 

coloração roxo e Gram (–) com rosa. 

E. coli  -70ºC P.aeruginosa -70ºC 

Rotação das pérolas no meio de 
cultura - TSA 

Rotação das pérolas no meio de 
cultura - TSA 

Estufa 35ºC por 24h Estufa 37ºC por 24h 

Ressuspensão das células em 
100 mL de caldo TSB 

Agitar 

Estufa 35ºC por 24h 

Pipetar 1 mL do caldo em 1L de 
água peptonada 1% 

Agitar 

Estufa 35ºC por 24h 

Pipetar 1 mL da água peptonada em 1L 
de água mineral estéril = Solução 

desafio 104 UFC / mL 
Agitar 

Ressuspensão das células em 9 
mL de tampão fosfato 

Agitar 

Pipetar 1 mL em 1L de água 
peptonada 1% 

Agitar 

Estufa 35ºC por 24h 

Pipetar 1 mL da água peptonada 
em 1L de água mineral estéril = 
Solução desafio 104 UFC / mL 

Agitar 
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4.3.3 – Contato das células bacterianas com as membranas        

                         

 Foram utilizadas 12 membranas de 47 mm de para material polimérico.  As 

membranas de polietersulfona e poliamida foram cortadas em cupons de 1 cm x 1 cm. 

Foram gerados 60 cupons de polietersulfona e 60 cupons de poliamida para a realização 

dos testes com a Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa. 

 Em três frascos de aproximadamente 250 mL, contendo cada um 9 cupons de  

membrana de poliamida e em outros três frascos com 9 cupons de membrana de 

polietersulfona foram introduzidos 100 mL de suspensão do inóculo de cada 

microrganismo contendo aproximadamente 104 UFC/mL. A formação de biofimes foi 

avaliada por incubação às temperaturas de 5º, 25º e 35ºC e tempos de contato de 0, 24, 

48 e 72 horas, pela  quantificação das unidades formadoras de colônias/cm2.  A cada 

tempo e temperatura de contato três cupons foram retirados do inoculo para contagem 

padrão em placa. Os cupons do tempo zero serão aqueles que não foram imersos no 

inóculo, para controle da adesão. Todos os testes foram realizados em triplicata. 

As temperaturas utilizadas foram definidas em função da faixa de temperatura 

geralmente encontrada em processos de água mineral, considerando 5ºC, caso o 

elemento filtrante seja estocado em câmara fria, 25ºC considerada como temperatura 

ambiente e 35º como ambiente em locais de clima mais quente. Os tempos de contato 

foram definidos  em função do tempo de processo em que após um procedimento de 

filtração em uma planta de água mineral, a membrana ficaria sem utilização (sem realizar 

a filtração da água) por até 48 horas, até o início de uma nova filtração no dia seguinte, 

sem o processo de sanitização. 

A relação entre temperatura e tempo de contado foi avaliada de acordo com um 

modelo para otimização dos experimentos, delineamento experimental fatorial, conforme 

Tabela 4,  que identifica a importância de quão a temperatura afetará no tempo de 

contato para adesão do biofilme. 
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Tabela 4: Delineamento experimental para avaliação da formação de biofilmes por E. coli 

e P. aeruginosa em membranas poliméricas. 

Temperatura (ºC) 
Tempo (horas) 

24 48 72 

5 5ºC x 24h 5ºC x 48h 5ºC x 72h 

25 25ºC x 24h 25ºC x 48h 25ºC x 72h 

35 35ºC x 24h 35ºC x 48h 35ºC x 72h 

 

 A figura abaixo mostra todas as etapas que foram realizadas para mensurar a 

formação de biofilme nas membranas poliméricas. 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9: Fluxograma das etapas realizadas para a formação de biofilme. 

  

 

4.3.4 – Quantificação das células do biofilme formado nas membranas 

 

 Cada cupom retirado do inoculo foi transferido para 10 mL de solução de água  

peptonada 0,1% por um minuto, sem agitação para a eliminação de células não 

planctônicas. Em seguida, foi imerso em 5 mL da mesma solução e submetidos a vórtex 

por 2 minutos para remoção das células sésseis.  Em seguida foram realizadas diluições 

Solução de Escherichia coli Solução de Pseudomonas 
aeruginosa 

Membrana de 
Poliamida 

Membrana de 
Polietersulfona 

5ºC 25ºC 35ºC 

* Triplicata 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

5ºC 25ºC 35ºC 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

Membrana de 
Poliamida 

Membrana de 
Polietersulfona 

5ºC 25ºC 35ºC 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

5ºC 25ºC 35ºC 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 

24h* 

48h* 

72h* 
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para plaqueamento por profundidade em meio Trypic Soy Agar, seguido de incubação a 

35ºC por 24 horas. O mesmo procedimento foi realizado nos cupons sem a adição do 

inoculo no meio para controle.  

 

4.3.5 – Análise estatística dos resultados 

 

 Os resultados do log UFC/cm2 das bactérias aderidas nas membranas foram 

analisados estatisticamente utilizando-se o programa Minitab 14. A análise realizada foi 

ANOVA. 

 

4.3.6 – Teste para verificação do entupimento das membranas 

 

 Para cada microrganismo utilizou-se 4 membranas de 47 mm de diâmetro de 

poliamida e 4 membranas de polietersulfona. Foram utilizadas soluções de desafio da 

cultura de Escherichia coli  e Pseudomonas aeruginosa (104 UFC/mL). 

As membranas foram imersas nas soluções para os tempos de contato de 24h e 

72h e temperatura de 35ºC. Em cada tempo estabelecido foi retirada uma membrana de 

47 mm de diâmetro para verificar o grau de entupimento das mesmas pela quantidade de 

bactérias aderidas. Foi realizado um fluxo dinâmico de água microfiltrada pelas 

membranas. A vazão de água para cada membrana está na Tabela 5. A água utilizada 

para este teste foi previamente filtrada em filtro absoluto de 5 µm e membrana de 0,2 µm. 

Os testes foram realizados em duplicata. 

 

Tabela 5: Valores de vazão de água em mL/min nas membranas para perda de carga 

inicial de 2 psi. 

Membrana Vazão de água em mL/min para perda 

de carga inicial de 2 psi 

Polietersulfona 105 

Poliamida 26 

Fonte: 3M, catálogo dos elementos filtrantes. 

 

4.3.7 Avaliação visual da adesão e formação de biofilmes por microscopia 

eletrônica  
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Para visualização da adesão e formação de biofilme bacteriano, uma membrana 

(47 mm de diâmetro) de cada teste foi incubado de acordo com os tempos e temperaturas 

pré definidos e imersos em tampão fosfato 0,1M para rinsagem do meio de cultura e 

células planctônicas. A fixação foi realizada utilizando-se glutaraldeído 2% em solução de 

tampão fostato 0,2M, com imersão das membranas por 3 horas e posterior lavagem 

durante 5 minutos em solução tampão fosfato 0,2M. Em seguida as membranas foram 

mergulhadas em tetróxido de ósmio 2% durante 1 hora na geladeira e posterior lavagem 

com água destilada. Para desidratação utilizou-se álcool etílico PA em ordem crescente 

das concentrações de 30, 50, 70, 80, 95%, por 10 minutos de contato em cada 

concentração, e 100% em três repetições por 10 minutos cada, para retirada completa da 

água. As membranas foram cortadas em cupons de 1 cm2 e em seguida foram 

transferidos para cestas permeáveis e colocados no Secador de Ponto Crítico (“Critical 

Point Dryer”) Balzers CPD 030, com utilização de gás carbônico para retirada completa do 

álcool utilizado na etapa de desidratação. Após a secagem, os cupons foram levados ao 

Metalizador Balzers Sputter Coater SCD 050, e submetidos ao processo de metalização 

com fina camada de ouro por 180 segundos, com a finalidade de torná-los bons 

condutores elétricos, de forma a melhorar sua visualização. A superfície dos cupons foi 

observada no Microscópio Eletrônico de Varredura JEOL JSM – 5800 LV, em vários 

aumentos que poderiam variar de 800 a 8000 vezes (ROSADO, 2009). 

Para verificação da topografia da superfície, o procedimento de preparo das 

amostras teve início na etapa de metalização.                                                          

 

4.4  Avaliação da eficiência de sanitizantes 

 
Para cada concentração de sanitizante e tempo de contato foram utilizados 10 

cupons de 1cm2 de cada material da membrana. Os testes foram realizados com a 

Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa. Os cupons das membranas foram imersos, 

assepticamente, em recipientes de vidro, contendo 100 mL da suspensão de 

Pseudomonas aeruginosa e Escherichia coli para uma contagem final de 1x104 UFC/mL, 

e incubados a 35 ± 1 °C/ 24 ± 1h. Cada recipiente r ecebeu 10 cupons para análise e 1 

para controle, num total de 10 ensaios para cada sanitizante. O cupom de controle refere-

se aquele que não recebeu o sanitizante, e sua contagem foi utilizada para calcular o 

número de reduções decimais promovido pelos sanitizantes. Após este processo os 

cupons foram rinsados em água peptonada 0,1% para retirada de meio e células 
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planctônicas e imersos em 10 mL de cada solução sanitizante de divosan forte 0,1%, 

0,2% na temperatura de 25ºC e água à 85ºC nos tempos de contato de 10 e 20 minutos. 

Após o tempo de contato os cupons foram transferidos para 10 mL de solução 

neutralizante de tiosulfato de sódio a 1% por 10 minutos, para inativação da ação do 

sanitizante químico. Os cupons foram retirados da solução neutralizante, imersos em 5 

mL de solução peptonada 0,1% e submetidos a vórtex por dois minutos para remoção das 

células sésseis. Foram preparadas as diluições e plaqueamento por profundidade TSA,  

seguido de incubação a 35±1°C por 24 ± 1h (ROSADO, 2009). 
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5  Resultados e Discussão 

 

5.1 Avaliação da compatibilidade das membranas com solução de ácido peracético 

à 0,2% 

 

Os testes de compatibilidade foram realizados de acordo com as etapas do 

procedimento anteriormente descrito. Primeiramente foi determinado o volume de 

enxágüe das membranas após o contato com a solução sanitizante durante 168h. Os 

resultados encontram-se na Tabela 6. 

 

Tabela 6: Volume de água para enxágüe das membranas 

Amostra 

Volume de 

água após 

enxágüe 

(mL) 

pH da água 

após enxágue 

Volume de água 

após enxágue 

(mL) 

pH da água 

após enxágue 

Poliamida - A 50 5,5 150 7,2 

Poliamida - B 50 5,6 150 7,0 

Polietersulfona - A 50 5,5 150 7,0 

Polietersulfona - B 50 5,4 150 7,1 

 

De acordo com a tabela acima, o volume de água adotada para o enxágüe das 

membranas após o contato com a solução sanitizante na concentração de 0,2% foi de 

150 mL. 

O teste de compatibilidade foi realizado de acordo com a Norma ASTM D542-06 

para verificar a integridade das membranas. 

Foi observado que as membranas após 168 horas de contato com a solução 

sanitizante tiveram o valor do ponto de bolha semelhante ao valor inicial, antes do contato 

com a solução sanitizante. Foram consideradas integras após o teste, e, portanto 

compatíveis com a solução a ser utilizada.  
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Tabela 7: Teste de integridade nas membranas após contato com solução sanitizante 

Membrana Especificação 
Mínimo Ponto de 

Bolha inicial – antes 
do contato (psi) 

Ponto de Bolha 
após 168h de 
contato (psi) 

Poliamida 0,45 µm – A 

≥24 psi 

26 27 

Poliamida 0,45 µm – B 27 27 

Polietersulfona 0,45 µm - A 55 55 

Polietersulfona 0,45 µm  - B 57 56 

 

 

5.2  Estudo da formação de biofilme microbiano em membranas de filtração de água 

mineral 

 

5.2.1 Obtenção do inóculo  

 

De acordo com Encyclopedia of Public Health, 2002, a Escherichia coli apresenta-

se como bastonetes gram negativos de 1,0 à 1,5 µm de largura e 2,0 à 6,0 µm de 

comprimento.  

A Pseudomonas aeruginosa é caracterizada por bacilos gram negativos retos ou 

ligeiramente curtos com 0,5 à 1,0 µm de largura e 1,0 à 5,0 µm de comprimento (JORNAL 

INFORMATIVO CEFAR,  2009). 

As bactérias da cultura de Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa foram 

observadas no microscópio óptico apresentaram-se como gram negativas, com coloração 

rosa, e com tamanho de acordo com a literatura.                          

As  características de tamanho dimensional das bactérias justificam a utilização de 

membranas com porosidade de 0,45 µm. Esta porosidade interceptará mecanicamente as 

bactérias da solução de desafio para posterior análise. 

 

5.2.2  Desenvolvimento da população microbiana ao longo da formação dos 

biofilmes  

 

5.2.2.1  Escherichia coli 

 

 Na  Tabela 8 abaixo observa-se que o número de células de Escherichia coli 

aderidas  às superfícies das membranas quando expostas à temperatura de 5ºC foi maior 
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nas primeiras 24 horas de contato, ou seja, a temperatura de 5ºC praticamente estabilizou 

o crescimento da população deste microrganismo nas membranas. A quantidade de 

bactérias aderidas na membrana de poliamida não variou entre 24h e  72h de contato.  

 

Tabela 8: População de E. coli (UFC/cm2 ) aderidas aos cupons de membranas filtrantes. 

Temperatura (ºC) Tempo (horas) 
UFC/cm2 ± DP * 

Poliamida 

UFC/cm2  ± DP * 

Polietersulfona 

25 Zero - controle 0 ± 0,17 0 ± 0,17 

5 

24h 3,40 ± 0,49 4,00 ± 0,35 

48h 3,60 ± 0,16 3,50 ± 0,37 

72h 3,48 ± 0,26 2,91 ± 0,17 

25 

24h 5,0 ± 0,24 5,17 ± 0,24 

48h 5,6 ± 0,10 5,52 ± 0,11 

72h 5,88 ± 0,13 5,99 ± 0,06 

35 

24h 5,34 ± 0,26 5,48 ± 0,15 

48h 6,37 ± 0,15 5,98 ± 0,39 

72h 6,21 ± 0,15 6,26  0,13 

*Média de três amostras 

DP: Desvio padrão 

 

 Analisando o crescimento bacteriano na temperatura de 25ºC, como mostra a  

Tabela 8,  observa-se um aumento de células aderidas na membrana de poliamida de 5 

ciclos log para 5,88  após 72h e na membrana de polietersulfona este aumento foi de 5,17 

ciclos log para 5,99. O aumento médio na população de bactérias aderidas para as duas 

membranas após 72h de contato foi de aproximadamente 0,8 ciclos log em relação ao 

tempo de contato inicial adotado (24h). 

 Para a temperatura de 35ºC, a população  de bactérias aderidas nas duas 

membranas após 72h teve um crescimento médio de 0,93 ciclos log em relação às 

primeiras 24 horas de contato. Nota-se que a população de bactérias após 24h de contato 

foi maior em comparação às temperaturas de 5ºC e 25ºC.  O fato de haver um número 

maior de bactérias logo nas primeiras 24h de contato é devido à proximidade da 

temperatura ótima de crescimento desta bactéria, 35ºC (Encyclopedia of Public Health, 

2002). 
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 Na Figura 10, encontra-se o gráfico da população de E. coli presentes nas solução 

de desafio (água mineral) para as temperaturas de 5ºC, 25ºC e 35ºC nos tempos: inicial, 

momento de preparação da solução de desafio e após todos os tempos de incubação de 

24h, 48h e 72h.  

 Na temperatura de 5ºC a população de bactérias aumentou 1 ciclo log após 24h, 

de 4,47 para 5,47 ciclos log. Após 72h este valor reduziu  3,47 ciclos log. 

 Nas temperaturas de 25 e 35ºC a concentração aumentou para > 6 ciclos log em 

relação ao valor  inicial, mostrando o favorecimento do aumento de temperatura ao 

crescimento destes microrganismos.  

        

Figura 10: Representação comparativa da população  (log UFC/mL) de E. coli  em 

suspensões de   água mineral incubadas a  24, 48 e 72 horas e  temperaturas 

de 5º, 25º e 35ºC. 

 

De acordo com Brenner, Krieg e Stanley (2005), a Escherichia coli tem habilidade 

de crescer em  temperatura que variam de 15 a 45ºC, faixas ótimas de crescimento se 

estendendo de 21 á 37ºC. 

 
 
5.2.2.1.1  Análise de variância dos resultados de aderência com E. coli 

 

 Os resultados indicam que estão no apêndice A, mostram que o modelo adotado 

para a realização dos testes (delineamento experimental fatorial) foi significativo, pois o  p 

< 0,05. Como os dados de F calculado respectivamente para as membranas de poliamida 

e polietersulfona (29,61 e 25,25) foram maiores que o F tabelado (5,14), rejeita-se a 

hipótese nula, isto é, se aceita o  modelo como adequado. 
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Abaixo seguem os gráficos Boxplot com os dados da contagem (log UFC/cm2) de 

bactérias aderidas nas membranas de poliamida e polietersulfona nas respectivas 

temperaturas e tempos de contato do teste. Na  Figura 11 evidencia-se fortemente o 

aumento de células aderidas com o aumento da temperatura, mostrando que o maior 

número de células aderidas à membrana de poliamida (> 5,8 log UFC/cm2) para a maior 

temperatura (35ºC) de incubação. 

            

 Figura 11: Gráfico Boxplot da contagem (log UFC/cm2 ) de Escherichia coli aderidos às 

membranas de poliamida nas temperaturas de 5ºC, 25ºC e 35ºC. 

 

 Para a membrana de polietersulfona, na Figura 12, o aumento do número de 

células também foi evidenciado com o aumento da temperatura, atingindo valores  

superiores a 6 ciclos log UFC/cm2 para 35ºC.   

                                

Figura 12: Gráfico Boxplot da contagem (log UFC/cm2 ) de  Escherichia coli aderidos às 

membranas de polietersulfona nas temperaturas de 5ºC, 25ºC e 35ºC. 
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5.2.2.2   Pseudomonas aeruginosa 

 
      Para Pseudomonas aeruginosa, considerado um microrganismo psicotrófico, 

observa-se um leve decréscimo na população de células aderidas às membranas  na 

temperatura de 5ºC. Na  Tabela 9 abaixo, observa-se que o número de células de 

Pseudomonas aeruginosa aderida nas membranas à temperatura de 5ºC foi maior para 

as primeiras 24 horas de contato, ou seja, a temperatura de 5ºC praticamente estabilizou 

o crescimento da população deste microrganismo nas membranas.  

 

Tabela 9: População de Pseudomonas aeruginosa (UFC/cm2 ) aderidas aos cupons de 

membranas filtrantes 

Temperatura (ºC) Tempo (horas) 
UFC/cm2* ± DP * 

Poliamida 

UFC/cm2*  ± DP * 

Polietersulfona 

25 Zero - controle 0 ± 0,28 0 ± 0,00 

5 

24h 3,49 ± 0,25 3,41 ± 0,75 

48h 2,80 ± 0,47 2,69 ± 0,06 

72h 2,55 ± 0,17 2,18 ± 0,25 

25 

24h 4,0 ± 0,24 4,24 ± 0,22 

48h 4,34 ± 0,08 4,24 ± 0,13 

72h 5,42 ± 0,06 6,25 ± 0,58 

35 

24h 4,25 ± 0,23 3,95 ± 0,25 

48h 4,38 ± 0,12 4,56 ± 0,10 

72h 5,81 ± 0,07 4,88  0,22 

*Média de três amostras 

DP: Desvio padrão 

 

Nos testes à 25ºC, como mostra a Tabela 9, a população  de microrganismos  

aumentou aproximadamente 1 ciclo log de 24h a 72h de contato, chegando a 5,42 ciclos 

log na membrana de poliamida e 6,25 ciclos log nas membranas de polietersulfona.   

 Observa-se que a população de bactérias também teve um significativo aumento 

após 72h de contato, ficando em aproximadamente com uma média de 5,3 ciclos log de 

bactérias aderidas por cm2.  

 À temperatura de 35ºC e após 72h de contato, o número de bactérias aderidas na 

membrana de poliamida teve aumento de 1,56 ciclos log e na membrana de poliamida de 

0,93 ciclo log em relação ao tempo de 24h. 
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 As soluções de desafio com Pseudomonas aeruginosa também tiveram um 

aumento considerado nas temperaturas de 25 e 35ºC. A concentração inicial foi de 4,6 

ciclos log UFC/mL, chegando até 6,42 ciclos log à 25ºC e 6,56  à 35ºC ciclos log após 72h 

de exposição em ambas as temperaturas. 

      

Figura 13: Representação comparativa da população  (logUFC/mL) de P.aeruginosa  em 

suspensões de água mineral incubadas a  24, 48 e 72 horas e  temperaturas 

de 5º, 25º e 35ºC. 

 

 A figura acima mostra que após 72h ainda há presença de um grande número de 

células de Pseudomonas aeruginosa na amostra de água mineral.  

 A permanência de células de Pseudomonas aeruginosa em amostras de água 

mineral foi observado por Iwersel et al (2009), logo após 180 dias de estocagem das 

amostras. Foram observadas amostras onde a quantidade de microrganismos foi reduzida 

em relação ao número inicial e amostras em que aumentaram após 6 meses de 

estocagem.  

Tamagnini e González (1997), observaram a predominância de Pseudomonas 

aeruginosa em relação a microbiota aeróbia em amostras de água mineral após 30 dias 

de estocagem. 

Legnani, et AL (1999), durante 5 anos de estudo, observaram que amostras de 

água mineral com TDS de 72,5 mg/L e 382 mg/L e TOC de 0,17 mg/L e 0,35 mg/L e com 

aproximadamente 2 log UFC/mL de Pseudomonas aeruginosa, apresentaram aumento na 

concentração do microrganismo em até 3 dias de armazenamento, mantendo a 

concentração média de aproximadamente 70 dias. Foi observado que após 70 dias a 
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população tinha redução  para a água de menor TOC e após 100 dias para água com 

maior valor  de TOC.  

 

5.2.2.2.1 Análise de variância dos resultados de aderência com Pseudomonas 

aeruginosa 

 

  
Os valores das análises de variância apresentadas no apêndice B  indicaram que 

o modelo adotado para a realização dos testes (delineamento experimental fatorial) foi 

significativo, pois o  p < 0,05. Como os dados de F calculado respectivamente para as 

membranas de poliamida e polietersulfona (6,07 e 5,95) foram maiores que o F tabelado 

(5,14), rejeita-se a hipótese nula, isto é, se aceita o  modelo como adequado. 

 Abaixo seguem os gráficos Boxplot com os dados da contagem (log UFC/cm2) de 

bactérias aderidas nas membranas de poliamida e polietersulfona nas respectivas 

temperaturas e tempos de contato do teste. A Figura 14 evidencia fortemente o aumento 

da população de células aderidas com o aumento da temperatura, aonde  o número de 

células aderidas à membrana de poliamida atinge valores  >5ciclos log UFC/cm2  para a 

maior temperatura (35ºC).   

                             

 Figura 14: Gráfico Boxplot da contagem (logUFC/cm2 ) de  Pseudomonas aeruginosa 

aderidos às membranas de poliamida nas temperaturas de 5ºC, 25ºC e 35ºC. 

 

Para a membrana de polietersulfona, na Figura 15, o aumento do número de 

células também foi evidenciado, porém o maior aumento aconteceu na temperatura de 

25ºC, sendo aproximadamente > 6 log UFC/cm2. 



  40

                              

Figura 15: Gráfico Boxplot dacontagem  (Log UFC/cm2 ) de Pseudomonas aeruginosa 

aderidos às membranas de polietersulfona nas temperaturas de 5ºC, 25ºC e 

35ºC. 

 

5.4 Teste para verificação do entupimento das membranas 

 

 Os testes realizados com as membranas após o contato durante 24h e 72h com 

solução de Escherichia coli à 35ºC não mostraram o entupimento dos poros da 

membrana, porém houve um aumento no diferencial de pressão das mesmas somente 

após 72 horas de contato, estando em aproximadamente 5,5 psi para a poliamida e 5,0 

psi para a polietersulfona. Estes dados estão evidenciados na Tabela 10  abaixo.  

 

Tabela 10: Diferencial de pressão das membranas após contato com suspensão a de E.  

coli  durante 24h  e 72h de contato à 35ºC. 

Condição 

(horas) 

 
*Membrana PA  (13 cm2)  

Vazão de 30 mL/min 

*Membrana PES (13 cm2) 

Vazão de 100 mL/min 

Tempo (min) Diferencial de pressão (psi) 

24 

0 1,5 1,3 

5 2,0 2,0 

10 2,0 2,0 

72 

0 1,5 1,5 

5 5,0 4,8 

10 5,5 5,0 
a suspensão a 6 x 104 UFC/mL 

*Os resultados representam a média de duas repetições. 
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         Os testes realizados com as membranas após o contato durante 24h e 72h com 

solução de Pseudomonas aeruginosa à 35ºC não mostraram o entupimento dos poros da 

membrana, porém houve um aumento no diferencial de pressão das mesmas somente 

após 72 horas de contato, estando em aproximadamente 5,7 psi para a poliamida e 5,0 

psi para a polietersulfona. Estes dados estão evidenciados na Tabela 11. 

 

Tabela 11: Diferencial de pressão das membranas após contato com suspensãoa de 

Pseudomonas aeruginosa  durante 24h e 72h de contato à 35ºC. 

Condição 

(horas) 

 
*Membrana PA  (13 cm2)  

Vazão de 30 mL/min 

*Membrana PES (13 cm2) 

Vazão de 100 mL/min 

Tempo (min) Diferencial de pressão (psi) 

24 

0 1,3 1,4 

5 1,8 2,0 

10 1,9 2,0 

72 

0 1,5 1,4 

5 5,3 4,9 

10 5,7 5,0 

a suspensão de cultura a 6 x 104 UFC/mL 

*Os resultados representam a média de duas repetições. 

  

Os diferenciais de pressão observados nas membranas das tabelas acima não são 

significativos para considerar o entupimento da membrana. Segundo Habert et al, (2006), 

o mecanismo de gradiente utilizado para a microfiltração é a força motriz de pressão, que 

varia de 0,5 à 3 atm (ou 44 psi). Para o entupimento dos poros, à vazão constante,  

considera-se que o diferencial de pressão deve estar em aproximadamente 35 psi. 

 

5.5  Avaliação visual da formação de biofilmes por microscopia eletrônica de 

varredura 

 

 A microscopia de varredura foi realizada nas membranas sem o contato com a 

cultura de bactérias, chamada de branco e nas membranas em contato com as bactérias 

em análise nos tempos de 24h e 72h de contato na temperatura de 35ºC, condições estas 

que proporcionaram o  maior crescimento da população microbiana. 
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5.5.1  Análise da formação de biofilmes por  Escherichia coli 

  

 A análise das membranas submetidas à  microscopia eletrônica evidenciou  que  o 

aumento do tempo de contato, dependendo da temperatura de incubação, promoveu um 

aumento da população de bactérias na superfície das membranas.  

 As imagens das Figuras 16 e 17 representam as membranas que não estiveram 

em contato (controle) com as suspensões de microrganismos.  

A membrana de polietersulfona da Figura 16 apresenta-se com poros maiores que 

0,45 µm na superfície, característica esta devido a assimetria desta membrana, aonde o 

tamanho dos poros se reduz no sentido da superfície para o interior da mesma. São 

chamadas também de multi zonas onde há o aumento do fluxo de fluído e maiores 

volumes filtrados. 

 

                   

   Figura 16:  Membrana de polietersulfona (branco) com aumento de 3000x. 

  

1 B 
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Figura 17: Membrana de poliamida (branco) com aumento de 3000x 

 

Segundo Strathmann (1990), a maioria das membranas usadas em processos de 

separação em grande escala são estruturas assimétricas, nas quais as duas propriedades 

básicas requeridas para qualquer membrana, altas taxas de transporte de massa para 

certos componentes e boa resistência mecânica, são fisicamente separadas. 

Estas membranas consistem de um número de camadas, cada uma com 

diferentes estruturas e permeabilidades. Uma típica membrana assimétrica tem uma 

densa relatividade. As propriedades de separação são determinadas pela camada 

superficial e a resistência para transferência de massa  é determinada pela camada mais 

fina, com poros menores. (MEMBRANE TYPES, 2011). 

Na Figura 18 observa-se que há alguns pontos brancos, característicos de 

exopolisacarídeos, mas não foi evidenciado um grande número de células de E. coli na 

superfície da membrana.  
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Figura 18:  Membrana de polietersulfona com Escherichia coli (após 24h de contato) com 

aumento de 3000x. 

 

            

Figura 19:  Membrana de poliamida com Escherichia coli (após 24h de contato) com 

aumento de 3000x. 

  

E. coli 

E. coli 
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Na Figura 20 é mostrado que na superfície da membrana de poliamida há alguns 

microrganismos, mas não chega a bloquear os poros da membrana, como visto também 

no teste de entupimento das membranas. 

 

                          

Figura 20:  Membrana de polietersulfona com Escherichia coli (após 72h) com aumento 

de 3000x. 

 

 Os microrganismos da Figura 20 estão evidenciados entre as camadas da 

membrana de polietersulfona, devido à característica de assimetria. No entanto esta figura 

mostra que há um número maior de microrganismos em relação ao tempo de contato de 

24h.  

E. coli 
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Figura 21:  Membrana de poliamida com Escherichia coli (após 72h) com aumento de 

3000x. 

 

 Na Figura 21 observa-se que a membrana de poliamida  (após 72h de contato 

com a solução de Escherichia coli)  encontra-se com um número de microrganismos 

superior a membrana de poliamida após 24h de contato. Encontra-se também uma 

camada branca, Estes dados são evidenciados também na contagem dos microrganismos 

aderidos aos cupons por contagem padrão em placas de TSA (Trypic Soy Agar). 

 

5.5.2 Análise formação de biofilmes  por Pseudomonas aeruginosa 

 

As membranas com contaminação de Pseudomonas aeruginosa tiveram 

praticamente a mesma característica das membranas com Escherichia coli. A quantidade 

de microrganismos foi aumentando de acordo com o tempo de contato com a solução de 

células microbianas. 

E. coli 

Camada 
Branca 
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Figura 22:  Membrana de polietersulfona com Pseudomonas aeruginosa (após 24h de 

contato) com aumento de 3000x. 

 

                        

Figura 23:  Membrana de poliamida com Pseudomonas aeruginosa (após 24h de contato) 

com aumento de 3000x. 

 

Pseudomonas 

Pseudomonas 
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Figura 24:  Membrana de polietersulfona com Pseudomonas aeruginosa (após 72h de 

contato) com aumento de 3000x. 

 

                        

Figura 25:  Membrana de poliamida com Pseudomonas aeruginosa (após 72h de contato) 

com aumento de 3000x. 

 

Pseudomonas 

Pseudomonas Camada 
Branca 
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A membrana de poliamida com Pseudomonas aeruginosa, após 72h de contato foi 

a membrana que visualmente obteve maior concentração de microrganismos na sua 

superfície.  

 

5.6 Avaliação da eficiência de Sanitizantes 

 

5.6.1 Sanitização das membranas filtrantes após contato com suspensão de E. coli 

 

Os resultados da população de E. coli presente em cada cupom controle antes de 

serem submetidos a sanitização por agentes sanitizantes são apresentados na Tabela 12 

.  A média da contagem nos cupons situou-se próxima de 4 Log UFC/cm2, valor este que 

foi utilizado como referência para o cálculo dos valores de redução decimal da contagem 

por efeito dos diferentes processos de sanitização. Foram analisadas amostras em 

duplicata dos cupons após contato com a cultura de bactérias para determinar o número 

de log UFC/cm2 para a realização do cálculo da redução dos microrganismos após o 

contato com as soluções sanitizantes. Os resultados apresentam a média de 2 testes.       

 

Tabela 12:  Contagem de Escherichia coli nos cupons (branco / controle) antes da      

ação da solução sanitizante 0,1% e 0,2% e água à 85ºC. 

Solução / membrana Log UFC/cm2 Desvio padrão 

Solução peracético 0,1% - PA* 4,77 0,65 

Solução peracético 0,1% - PES** 4,95 0,98 

Solução peracético 0,2% - PA* 4,95 0,55 

Solução peracético 0,2% - PES** 4,69 0,62 

Água à 85°C – PA* 4,69 0,80 

Água à 85°C – PES** 4,84 0,74 

*PA: Poliamida 

**PES: Polietersulfona 

 

De acordo com a Tabela 13 a menor redução de microrganismos observada foi de 

3,59 log UFC/cm2  para a membrana de poliamida e 3,77 ciclos log para a membrana de 

polietersulfona. A variação entre a membrana de poliamida foi de 1,18 ciclos log e para a 

membrana de polietersulfona foi de 0,58 ciclo log. 
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Tabela 13: Redução da contagem (Log UFC/cm2 ) de Escherichia coli em nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a solução de 

ácido perácetico  na concentração de 0,1% durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,77 1,00 3,77 4,95 1,18 3,77 

2 4,77 0,30 4,47 4,95 0,48 4,47 

3 4,77 1,18 3,59 4,95 1,15 3,8 

4 4,77 0,85 3,92 4,95 1,04 3,91 

5 4,77 0,48 4,29 4,95 0,95 4,00 

6 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,60 4,35 

7 4,77 0,85 3,92 4,95 0,90 4,05 

8 4,77 <0,3 4,77 4,95 1,11 3,84 

9 4,77 0,70 4,07 4,95 0,95 4,00 

10 4,77 0,95 3,82 4,95 0,95 4,00 

  

 Com a solução sanitizante 0,1% durante 20 minutos de contato, a redução  foi 

maior em relação ao tempo de contato de 10 minutos. A redução para as duas 

membranas esteve acima de 4 ciclos log UFC/cm2. Dados apresentados na Tabela 14. 

 

Tabela 14: Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de membrana de 

poliamida e polietersulfona após contato com a solução de ácido peracético 

na concentração de 0,1% durante 20 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,77 <0,3 4,77 4,95 <0,3 4,95 

2 4,77 <0,3 4,77 4,95 <0,3 4,95 

3 4,77 0,48 4,29 4,95 <0,3 4,95 

4 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,70 4,25 

5 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,78 4,17 

6 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,48 4,47 
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Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

7 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,30 4,65 

8 4,77 0,30 4,47 4,95 <0,3 4,95 

9 4,77 0,70 4,07 4,95 <0,3 4,95 

10 4,77 0,60 4,17 4,95 0,48 4,47 

 

 A sanitização dos cupons com solução sanitizante 0,2% foi mais eficiente na 

redução dos microrganismos. Os dois tempos de contato utilizados foram eficientes, 

chegando a reduzir > 4 ciclos Log para poliamida e em 80% das membranas de 

polietersulfona. Estes dados mostram que duplicando a concentração do sanitizante, no 

tempo de 10 minutos, a eficiência também é aumentada. Os resultados estão 

apresentados nas Tabelas 15 e 16. 

 

Tabela 15: Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de membrana de 

poliamida e polietersulfona após contato com a solução sanitizante de ácido 

peracético na concentração de 0,2% durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,95 <0,3 4,95 4,69 0,78 3,91 

2 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

3 4,95 0,30 4,65 4,69 <0,3 4,69 

4 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

5 4,95 <0,3 4,95 4,69 0,48 4,21 

6 4,95 <0,3 4,95 4,69 0,70 3,99 

7 4,95 0,70 4,25 4,69 <0,3 4,69 

8 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

9 4,95 0,78 4,17 4,69 <0,3 4,69 

10 4,95 0,30 4,65 4,69 0,30 4,39 
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Tabela 16: Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de membrana de 

poliamida e polietersulfona após contato com a solução sanitizante de ácido 

peracético na concentração de 0,2% durante 20 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

2 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

3 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

4 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

5 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

6 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

7 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

8 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

9 4,95 0,30 4,65 4,69 0,48 4,21 

10 4,95 <0,3 4,95 4,69 <0,3 4,69 

 

 As análises realizadas com a água na temperatura de 85ºC tiveram ótimos 

resultados para sanitização das membranas em ambos tempo de contato. Para o tempo 

de contato de 10 minutos, 60% das amostras de poliamida e polietersulfona a redução 

decimal foi > 4 log UFC/cm2, reduzindo todo o número de microrganismos presente nos 

cupons. No tempo de contato de 20 minutos (Tabela 17)  a redução foi maior, 

considerando que 90% das amostras tiveram 100% de eficiência para a remoção dos 

microrganismos. 

 

 

Tabela 17: Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de membrana de 

poliamida e polietersulfona após contato com água na temperatura de 85ºC 

durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

2 4,69 <0,3 4,69 4,84 0,03 4,81 
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Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

3 4,69 0,48 4,21 4,84 0,48 4,36 

4 4,69 0,70 3,99 4,84 <0,3 4,84 

5 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

6 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

7 4,69 0,48 4,21 4,84 <0,3 4,84 

8 4,69 <0,3 4,69 4,84 0,48 4,36 

9 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

10 4,69 0,30 4,39 4,84 0,70 4,14 

 

 

Tabela 18: Redução de Escherichia coli em Log UFC/cm2 nos cupons de membrana de 

poliamida e polietersulfona após contato com água na temperatura de 85ºC 

durante 20 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,69 0,3 4,39 4,84 <0,3 4,84 

2 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

3 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

4 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

5 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

6 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

7 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

8 4,69 <0,3 4,69 4,84 0,48 4,36 

9 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

10 4,69 <0,3 4,69 4,84 <0,3 4,84 

 

 De acordo com a  Figura 25 e 26, a quantidade de cupons de polietersulfona e 

poliamida com maior redução decimal foi apresentada para a concentração de 0,2% do 

ácido peracético  em ambos tempos de contato (10 min e 20 min) e com  água à 

temperatura de 85ºC também nos dois tempos de contato. 
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Figura 26: Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da bactéria 

Escherichia coli em membranas de poliamida após ação dos sanitizantes. 

  

 

Figura 27: Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da bactéria 

Escherichia coli em membranas de polietersulfona após ação dos 

sanitizantes. 

 

5.6.2 Sanitização das membranas filtrantes após contato com suspensão de 

Pseudomonas aeruginosa 

 

Foram analisadas amostras em duplicata dos cupons após contato com a cultura 

de bactérias para determinar o número de log UFC/cm2 para a realização do cálculo da 

redução dos microrganismos após o contato com as soluções sanitizantes. Os resultados 

apresentam a média de 2 testes. Tabela 19. 
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Tabela 19: Contagem de Pseudomonas aeruginosa nos cupons (branco) antes da ação 

do Ácido Peracético 0,1% e 0,2% e água à 85ºC.  

Solução / membrana Log UFC/cm2 Desvio padrão 

Solução peracético 0,1% - PA* 4,77 0,65 

Solução peracético 0,1% - PES** 4,845 0,92 

Solução peracético 0,2% - PA* 4,3 0,42 

Solução peracético 0,2% - PES** 4,69 0,62 

Água à 85°C – PA* 4,905 1,11 

Água à 85°C – PES** 4,775 0,74 

*PA: Poliamida 

**PES: Polietersulfona 

A Tabela 19 mostra que o número de Pseudomonas aeruginosa aderidas às 

membranas de polietersulfona e poliamida está entre 4,3 log e 4,90 log, variação de 0,60 

log. Estes valores foram considerados para o cálculo da redução decimal dos 

microrganismos. 

 

Tabela 20: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a solução 

sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,1% durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,77 0,95 3,82 4,95 1,18 3,77 

2 4,77 1,08 3,69 4,95 0,48 4,47 

3 4,77 1,18 3,59 4,95 1,15 3,8 

4 4,77 0,48 4,29 4,95 1,04 3,91 

5 4,77 0,70 4,07 4,95 0,95 4 

6 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,60 4,35 

7 4,77 0,5 4,27 4,95 0,90 4,05 

8 4,77 0,60 4,17 4,95 1,11 3,84 

9 4,77 0,95 3,82 4,95 0,95 4 

10 4,77 1,04 3,73 4,95 0,95 4 

 



  56

De acordo com a Tabela 20 a menor redução de microrganismos observada foi de 

3,59 ciclos log UFC/cm2  para a membrana de poliamida e 3,77 ciclos log para a 

membrana de polietersulfona. A variação entre a membrana de poliamida foi de 1,18 

ciclos log e para a membrana de polietersulfona foi de 0,58 log. 

 Com a solução sanitizante 0,1% durante 20 minutos de contato, a redução do Log 

foi maior em relação ao tempo de contato de 10 minutos. 90% dos cupons tiveram 

reduções acima de 4 log UFC/cm2. Dados apresentados na Tabela 21. 

 

Tabela 21: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a solução 

sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,1% durante 20 minutos.  

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,77 <0,3 4,77 4,95 <0,3 4,95 

2 4,77 <0,3 4,77 4,95 <0,3 4,95 

3 4,77 0,70 4,07 4,95 0,30 4,65 

4 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,70 4,25 

5 4,77 0,30 4,47 4,95 0,48 4,47 

6 4,77 <0,3 4,77 4,95 0,95 4 

7 4,77 <0,3 4,77 4,95 <0,3 4,95 

8 4,77 0,48 4,29 4,95 <0,3 4,95 

9 4,77 0,70 4,07 4,95 0,85 4,1 

10 4,77 0,95 3,82 4,95 1,04 3,91 

 

A sanitização dos cupons com solução sanitizante 0,2% foi mais eficiente na 

redução dos microrganismos. Os dois tempos de contato utilizados foram eficientes, 

chegando a reduzir > 4 ciclos Log para poliamida e em 100% das membranas de 

polietersulfona. Estes dados mostram que duplicando a concentração do sanitizante, no 

tempo de 10 minutos, a eficiência também é aumentada. Os resultados estão 

apresentados nas Tabelas 22 e 23. 
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Tabela 22: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de            

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a solução 

sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,2% durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,3 0,30 4 4,69 <0,3 4,69 

2 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

3 4,3 <0,3 4,3 4,69 0,30 4,39 

4 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

5 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

6 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

7 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

8 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

9 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

10 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

 

Tabela 23: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com a solução 

sanitizante de ácido peracético na concentração de 0,2% durante 20 

minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

2 4,3 0,48 3,82 4,69 <0,3 4,69 

3 4,3 <0,3 4,3 4,69 0,30 4,09 

4 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

5 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

6 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 

7 4,3 0,48 3,82 4,69 <0,3 4,69 

8 4,3 0,85 3,45 4,69 <0,3 4,69 

9 4,3 0,60 3,7 4,69 <0,3 4,69 

10 4,3 <0,3 4,3 4,69 <0,3 4,69 
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As análises realizadas com a água na temperatura de 85ºC tiveram ótimos 

resultados para sanitização das membranas em ambos tempo de contato. Para o tempo 

de contato de 10 minutos, 100% das amostras de poliamida e polietersulfona a redução 

decimal foi > 4 log UFC/cm2, reduzindo todo o número de microrganismos presente nos 

cupons. No tempo de contato de 20 minutos (Tabela 24)  a redução foi similar, onde 

também todas as amostras tiveram 100% de eficiência para a remoção dos 

microrganismos. 

 

Tabela 24: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com água na 

temperatura de 85ºC durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

2 4,9 <0,3 4,9 4,77 0,30 4,47 

3 4,9 0,30 4,6 4,77 <0,3 4,77 

4 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

5 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

6 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

7 4,9 0,48 4,42 4,77 0,48 4,29 

8 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

9 4,9 <0,3 4,9 4,77 0,48 4,29 

10 4,9 0,48 4,42 4,77 0,30 4,47 

 

Tabela 25: Redução de Pseudomonas aeruginosa em Log UFC/cm2 nos cupons de 

membrana de poliamida e polietersulfona após contato com água na 

temperatura de 85ºC durante 10 minutos. 

 Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização  
Redução  

1 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

2 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 
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Membrana Poliamida Membrana Polietersulfona 

Cupom 
Controle 

 

Após 

sanitização 
Redução  

Controle 

 

Após 

sanitização 
Redução  

3 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

4 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

5 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

6 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

7 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

8 4,9 0,30 4,6 4,77 <0,3 4,77 

9 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

10 4,9 <0,3 4,9 4,77 <0,3 4,77 

 

De acordo com a  Figura 28 e 29, a quantidade de cupons de polietersulfona e 

poliamida com maior redução decimal foi apresentada para a concentração de 0,2% do 

sanitizante em ambos tempo de contato (10 minutos e 20 minutos) e na água à 

temperatura de 85ºC também nos dois tempos de contato. 

 

 

Figura 28: Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da bactéria 

Pseudomonas aeruginosa em membranas de poliamida após ação dos 

sanitizantes. 
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Figura 29: Número de cupons x número de redução de ciclos log/cm2 da bactéria 

Pseudomonas aeruginosa em membranas de polietersulfona após ação dos 

sanitizantes. 

 

 Os resultados apresentados utilizando água à 85ºC para sanitizar as membranas 

contaminadas com Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa estão de acordo com os 

estudos de Chmielewski e Frank (2006), onde biofilme de Listeria monocytogenes 3990 

aderido em superfície de borracha foram eliminados após contato com calor à 80ºC 

durante 15 minutos. A concentração inicial de biofilme era de 6.88 Log. 
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e poliamida. A água à temperatura de 85ºC e a solução sanitizante 0,2% em ambos 

tempo de contato (10 minutos e 20 minutos) foram o que apresentaram maior redução 

decimal dos microrganismos aderidos às membranas. 
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6 CONCLUSÕES 

 

 As bactérias Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa mostraram-se capazes 

de formar biofilmes sobre as membranas de polietersulfona e poliamida nas 

diferentes temperaturas de contato (5ºC, 25ºC e 35ºC) e tempos de contato (24h, 

48h e 72h) favorecidas pelo aumento da temperatura. Este fato mostra que a 

temperatura e o tempo são um grande aliado para o aumento de células destes 

microrganismos nas membranas poliméricas. A temperatura de 5ºC foi o 

parâmetro que mais influenciou na redução da velocidade de proliferação das 

células. É importante destacar, devido aos resultados apresentados,  que em 

processos industriais o mais adequado é estocar as membranas filtrantes em 

câmara fria, caso não tenha realizado a sanitização, até a próxima utilização no 

processo a fim de controlar o crescimento das células microbianas. 

 

 As membranas filtrantes não apresentaram entupimento após o contato por 72h 

com a cultura de Escherichia coli e Pseudomonas aeruginosa. Este fato mostra 

que o contato das membranas com a solução de cultura das bactérias não 

provocou o entupimento das membranas e sim um leve aumento no diferencial de 

pressão das mesmas, aumentando aproximadamente 3 psi em cada membrana. 

Talvez uma quantidade superior de bactérias poderia provocar o entupimento do 

meio filtrante, através da filtração de um fluído com maior carga microbiana ou da 

exposição à este mesmo fluído. 

 

 Na análise microscópica das membranas de poliamida e polietersulfona foi 

possível observar que os microrganismos estão em maior número de acordo com 

o aumento do tempo (72h de contato), no entanto ainda é evidenciado poros livres, 

o que também é mostrado na análise para verificar o de entupimento das 

membranas  

 

 Os sanitizantes utilizados ofereceram grande eficiência na redução das bactérias 

aderidas nas membranas. A contração do sanitizante químico mais efetivo foi 0,2% 

para 10 e 20 minutos de contato, onde cerca de 80% dos cupons tiveram redução 

de > 4 log UFC/mL. A água na temperatura de 85ºC em ambos os tempos de 

contato (10 minutos e 20 minutos)  também ofereceu grande eficiência na redução 
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logarítmica dos microrganismos, onde 100% dos cupons apresentaram redução > 

4 Log UFC/cm2. 
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Apêndice A 

 

Análise de variância dos resultados de aderência com E. coli 

 

 As Tabelas A1 e A2 apresentam a análise de variância dos valores de Log 

UFC/cm2 de células de Escherichia coli aderidas às membranas de poliamida e 

polietersulfona.  A análise foi realizada para as temperaturas de 5, 25 e 35ºC e tempos de 

contato de 24, 48 e 72h através do programa Minitab 14. 

  

Tabela A1: Análise ANOVA para Escherichia coli em membranas de poliamida. 
Fator de 

Variação 

Grau de 

liberdade 

Soma dos 

quadrados 

Quadrado 

médio 
F calculado p- valor 

Temperatura 2 10,402 5,201 29,61 0,001 

Erro 6 1,054 0,176   

Total 8 11,456    

F tabelado: 5,14 
R2 = 0,90 
R2 ajustado = 0,87 
 
 
 
Tabela A2: Análise ANOVA para Escherichia coli em membranas de polietersulfona. 

Fator de 

Variação 

Grau de 

liberdade 

Soma dos 

quadrados 

Quadrado 

médio 
F calculado p- valor 

Temperatura 2 10,410 5,205 25,25 0,001 

Erro 6 1,237 0,206   

Total 8 11,647    

F tabelado: 5,14 
R2 = 0,89 
R2 ajustado = 0,85 
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Apêndice B 

 

Análise de variância dos resultados de aderência com Pseudomonas aeruginosa 

 

 As Tabelas B1 e B2 apresentam a análise de variância da população (log 

UFC/cm2) de Pseudomonas aeruginosa aderidas às membranas de poliamida e 

polietersulfona.  A análise foi realizada para as temperaturas de 5, 25 e 35ºC e tempos de 

contato de 24, 48 e 72h. 

 

Tabela B1: Análise ANOVA para Pseudomonas aeruginosa em membranas de poliamida. 

Fator de 

Variação 

Grau de 

liberdade 

Soma dos 

quadrados 

Quadrado 

médio 
F calculado p- valor 

Temperatura  2  6,237 3,119 6,07 0,036 

Erro 6 3,082 0,514   

Total 8 9,319    

F tabelado: 5,14 
R2 = 0,66 
R2 ajustado = 0,55 
 

 
Tabela B2: Análise ANOVA para Pseudomonas aeruginosa em membranas de 

polietersulfona. 

Fator de 

Variação 

Grau de 

liberdade 

Soma dos 

quadrados 

Quadrado 

médio 
F calculado p- valor 

Temperatura 2 7,737 3,868 5,95 0,038 

Erro 6 3,899 0,650   

Total 8 11,636    

F tabelado: 5,14 
R2 = 0,66 
R2 ajustado = 0,55 

 


