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RESUMO 

 

DA COSTA, T. R. Estudos de Biofilmes Microbianos em Membranas de Osmose Reversa 

2016. 161 f. Tese (Doutorado em Microbiologia) – Instituto de Ciências Biomédicas, 

Universidade de São Paulo, São Paulo, 2016. 

 

Sistemas de membranas filtrantes, principalmente os de osmose reversa, estão sendo cada 

vez mais utilizados em diversos seguimentos de empresas (farmacêutica, tratamento de água, 

alimentícia e química), devido à diminuição do preço dos elementos filtrantes e da alta qualidade 

do produto obtido. O biofouling corresponde a um tipo de fouling inevitável, caracterizado pelo 

crescimento de microrganismos na superfície das membranas e liberação de EPS pelos mesmos; 

por isso, um melhor conhecimento sobre estas estruturas é necessário. O presente trabalho teve 

como objetivo caracterizar o biofouling em diferentes membranas de osmose reversa colmatadas 

de diferentes indústrias pela técnica da autópsia e comparar com resultados obtidos com 

biofilmes de cultura pura formados em membranas de osmose reversa; além de verificar a 

influência de biofilmes na deposição de sais e ação de compostos químicos utilizados na limpeza 

química de membranas nos mesmos. A autópsia dos elementos colmatados mostrou uma grande 

quantidade de células viáveis porém, com concentrações de carboidratos muito baixas; 

diferentemente do que ocorreu quando biofilmes de cultura pura isolados destas membranas 

foram analisados, apresentando correlações fortes entre quantidade de células viáveis e 

macromoléculas como proteínas e, principalmente, carboidratos. Com relação à influência dos 

biofilmes na deposição de sais, dois dos quatro biofilmes de cultura pura apresentaram 

incorporação de bário em sua estrutura (revelado por análises de fluorescência de raios X), esta 

incorporação, provavelmente, ocorreu por troca iônica e não pela deposição de sulfato de bário. 

Compostos como hidróxido de sódio (pH = 12) e ácido clorídrico (pH = 2) apresentaram bons 

resultados na diminuição de células viáveis porém, a recuperação dos microrganismos foi menor 

com a utilização do ácido. Os compostos EDTA e SDS não foram eficazes na diminuição de 

viáveis.  

 

 

 

 

Palavras-chave: Biofouling. Osmose Reversa. Autópsia de Membranas. Limpeza Química de 

Membranas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT 

 

DA COSTA, T. R . Biofilms Microbial studies in Reverse Osmosis Membranes. 2016. 161 p. 

Ph.D. Thesis (Microbiology) – Instituto de Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo, 

São Paulo, 2016. 

 

Systems of filter membranes, especially reverse osmosis, are being increasingly used in 

various segments of companies (pharmaceutical, water treatment, food and chemical industries) 

due to the decrease in the price of the filter elements and high quality of the product. The 

biofouling corresponds to a type of inevitable fouling characterized by growth of microorganisms 

on the surface of the membrane and release of EPS by them; so a better understanding of these 

structures is necessary. This study aimed to characterize the biofouling in different reverse 

osmosis membranes addressed from different industries by the technique of autopsy and 

compared with results obtained with pure culture biofilms in reverse osmosis membranes; and to 

verify the influence of biofilms in the deposition of salts and action of chemical compounds used 

in chemical cleaning of membranes in them. The autopsy of clogged elements showed a lot of 

viable cells but with very low carbohydrate concentrations; unlike what occurred when biofilms 

isolated pure culture of these membranes were analyzed, showing strong correlation between 

number of viable cells and macromolecules such as proteins and especially carbohydrates. 

Regarding the influence of biofilms in the deposition of salts, two of the four pure culture 

biofilms showed barium incorporation in its structure (revealed by fluorescence analysis X-ray), 

this merger probably occurred by ion exchange and not by deposition barium sulfate. Compounds 

such as sodium hydroxide (pH = 12) and hydrochloric acid (pH = 2) showed good results in the 

decrease of viable cells however, the recovery of microorganisms was lower with use of the acid. 

EDTA and SDS compounds were not effective in reducing viable. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 MEMBRANAS FILTRANTES 

 O processo de filtração por membranas é um processo em que a membrana é usada como 

uma barreira física seletiva para separar compostos, aplicando-se uma força dirigida através da 

membrana. Em um sistema de membranas, a corrente de água da alimentação é separada em 

duas, o produto ou permeado, contendo solutos que passaram através da membrana, e o 

concentrado, contendo solutos e partículas rejeitadas pela mesma (MALLEVIALLE; 

ODENDAAL; WIESNER, 1996). 

 A história recente das membranas filtrantes começou 250 anos atrás com o clérigo francês 

Abbe Nollet, quando ele observou o transporte de água através da bexiga de porco que cobria um 

jarro contendo vinho (LONSDALE, 1982). Cem anos mais tarde, em 1867, Moritz Traube 

preparou a primeira membrana artificial (TRAUBE, 1867). Em 1950, Hassler introduziu o 

primeiro conceito de dessalinização por membranas (GLATER, 1998). No final de 1950, a base 

para a osmose reversa atual foi estabelecida por pesquisas com membranas de acetato de celulose 

feitas por Reid e Breton (1959) e Loeb e Sourirajan (1960,1963). Reid e Breton foram os 

primeiros a demonstrar que filmes de acetato de celulose poderiam produzir água potável a partir 

de soluções salinas. Loeb e Sourirajan (1963) inventaram as membranas assimétricas de acetato 

de celulose com alta rejeição de sais e bom fluxo de água, tornando prática a dessalinização por 

membranas. O primeiro elemento em espiral foi desenvolvido pela empresa General Atomics em 

1963. Em 1970, membranas de filme fino, onde uma camada ultrafina separadora de poliamida 

foi depositada sobre um suporte de membrana de ultrafiltração foram desenvolvidas, 

proporcionando um maior fluxo de água, maior rejeição de sais e com pressão de alimentação 

bem inferior a de membranas de acetato de celulose (BODDEKER, 1995). 

 Sistemas de membranas podem ser classificados considerando os seguintes parâmetros: 

força motriz, mecanismo de separação e propriedades de rejeição. No caso de processos de 

membranas por pressão, a força motriz é a diferença de pressão através da membrana. Exemplos 

de processos de separação por membranas que utilizam a pressão como força motriz incluem: 

microfiltração, ultrafiltração, nanofiltração e osmose reversa. Uma subclassificação, geralmente 

adotada na prática, classifica as membranas de microfiltração e ultrafiltração como processos de 

separação de baixa pressão, e membranas de nanofiltração e osmose reversa como processos de 

separação de alta pressão. Microfiltração separa partículas com tamanhos de 0,1 – 0,5 

micrômetros e ultrafiltração separa partículas de 0,005 – 0,05 micrômetros. Membranas de 

nanofiltração são utilizadas para a retenção de íons bivalentes, compostos orgânicos e 

inorgânicos com peso molecular maior do que cerca de 200 D. Membranas de osmose reversa 
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retêm íons monovalentes (99% de retenção) e constituem as membranas clássicas de 

dessalinização. Osmose reversa e nanofiltração são processos de separação por membranas em 

que a membrana densa permite a difusão do solvente e do soluto. Sais, compostos de baixo peso 

molecular e partículas são rejeitados fisicamente ou por exclusão de carga na superfície da 

membrana, resultando na separação destes compostos da água (LI, 1990). 

 

1.2 OSMOSE REVERSA 

 Osmose reversa é um processo que utiliza membranas semipermeáveis que rejeitam 

constituintes dissolvidos presentes na água de alimentação. Esta rejeição ocorre devido à 

exclusão por tamanho, exclusão por carga e interações físico-químicas entre soluto, solvente e 

membrana (RADJENOVIC et al., 2008). A eficiência do processo depende de parâmetros 

operacionais, propriedades da membrana e da água de alimentação. Os tipos de módulos mais 

comercializados são os com configuração em espiral e fibra oca; estes últimos, possuem uma 

maior área de membrana e uma maior produção de permeado, mas são mais propensos à 

formação de fouling (MALAEB e AYOUB, 2011). 

 A água de alimentação entra sob pressão nos elementos de membrana, gerando duas 

correntes: o permeado, que representa o fluxo de água que atravessou/permeou as membranas, 

representando a água purificada; e o concentrado, que representa o fluxo de água com materiais 

rejeitados pelas mesmas (Figura 1). Estas membranas possuem a capacidade de reter íons 

monovalentes e permitem a passagem de moléculas de água. Os materiais mais comuns utilizados 

na fabricação das membranas são: acetato de celulose, poliamidas e outros polímeros (GARUD 

et al., 2011). Osmose reversa é um processo baseado em tecnologias de membranas utilizadas 

para a dessalinização. A utilização destas membranas na dessalinização da água do mar e reuso 

de águas são consideradas soluções promissoras para aumentar a disponibilidade de água para 

consumo (LEE et al., 2010). 
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Figura 1 - Geração de duas correntes a partir da água de alimentação. 

 Fonte: Adaptado de Vrouwenvelder (2009). 

 

 

1.2.1 Osmose Reversa: Utilização e Vantagens 

 O processo de osmose reversa é utilizado nas mais diversas atividades como: no 

tratamento de águas residuárias municipais (remoção de sólidos dissolvidos), na remoção de 

orgânicos e poluentes orgânicos de águas residuárias, na separação e concentração (recuperação) 

de diversos solutos e no tratamento de efluentes de diversos setores industriais (químico, 

petroquímico, eletroquímico, alimentos, papéis) (SANTOYO et al., 2004). 

 Sistemas de osmose reversa também estão sendo utilizados para a remoção de matéria 

orgânica como: aditivos plásticos, pesticidas, compostos farmacêuticos, benzeno e tolueno. (XU 

et. al., 2005). 

 As principais vantagens na utilização desses sistemas são: facilidade de operação e 

manutenção, poluentes inorgânicos e orgânicos podem ser removidos simultaneamente, utilizam 

menos energia, quando comparados com outras tecnologias (3-9,4 Kwh/m3 de produto), 

normalmente operam na temperatura ambiente, reduzindo problemas de incrustação e corrosão, 

a estrutura modular deste processo aumenta a flexibilidade na construção das plantas, além da 

possibilidade do funcionamento em conjunto com outros processos (oxidação, adsorção, 

tratamentos biológicos e outros) para produzir, por exemplo, águas de reuso (GARUD et al., 

2011). 
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1.2.2 Elementos de Membrana de Osmose Reversa de Configuração Espiral 

1.2.2.1 Estrutura e Materiais para Fabricação de Membranas 

 Em princípio, qualquer material que permita a síntese de filmes com porosidade 

controlada pode ser utilizado para a fabricação de membranas. Na prática, entretanto, o mercado 

de saneamento básico é dominado por membranas fabricadas com polímeros orgânicos. O alto 

custo de fabricação ainda restringe o uso de membranas inorgânicas (cerâmicas de óxidos de 

zircônio, alumínio ou titânio, aço inoxidável) a nicho de mercado que envolve tratamento de 

soluções agressivas (pH muito baixo ou muito alto, soluções oxidantes), de altas temperaturas ou 

de alto valor agregado (SCHNEIDER; TSUTIYA,2001). 

 As membranas produzidas e utilizadas atualmente são as chamadas membranas de 

terceira geração ou membranas compostas. Estas membranas consistem em uma camada fina de 

polímero depositada em um ou mais suportes porosos (o polímero destes suportes porosos é 

quase sempre diferente do polímero da membrana). A figura 2 mostra um esquema deste tipo de 

membrana. A fina camada, que corresponde à membrana, determina o fluxo e as características 

de separação, os polímeros abaixo da membrana servem apenas como um suporte mecânico, não 

afetando as propriedades de transporte da mesma. O polímero que forma a membrana é 

extremamente fino (0,2 µm ou menos), permitindo um alto fluxo de água (BAKER, 1990). 
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Figura 2 - Representação de uma folha de membrana assimétrica de osmose reversa. A membrana em  

 si representa apenas 1% da espessura do suporte poroso. 

 Fonte: Adaptado de Bergman (2007). 

 

 

 Nos elementos de membrana de configuração espiral, folhas de membranas são enroladas 

em volta de um tubo perfurado denominado coletor de permeado (Figura 3). Para que este sistema 

seja funcional é necessário garantir a alimentação contínua com água sob pressões que podem 

atingir até 90 bar na dessalinização de água do mar, a remoção contínua do permeado e a 

separação dos canais de alimentação, onde circula água bruta, do canal de permeado, por onde 

escoa a água filtrada na pressão atmosférica. 
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Figura 3 -  Módulo de membrana em espiral. Fonte: Adaptado de Wagner (2001). 

 

 Para maximizar a quantidade área de membrana por volume, as folhas planas de 

membrana de osmose são acondicionadas em pacotes. Cada pacote consiste de duas folhas de 

membranas separadas por um espaçador de permeado, sendo que o verso da membrana fica em 

contato com o espaçador. Para garantir a estanqueidade do canal de permeado, as membranas são 

coladas nos três vértices formando um envelope; o vértice que não foi colado é conectado ao 

tubo coletor, de forma que o permeado possa escoar para o tubo (Figura 4). Um elemento de 

membrana contém um grande número destes envelopes, que são separados entre si pelo 

espaçador de alimentação. O espaçador de alimentação é uma tela bem mais aberta do que o 

espaçador de permeado, e tem como função, manter o canal de alimentação aberto no elemento 

e gerar turbulência e mistura, aumentando o transporte de massa próximo da superfície da 

membrana, removendo os compostos rejeitados pela mesma (Figura 5). O escoamento da água 

de alimentação, do permeado e do concentrado em um envelope de membrana é mostrado na 

figura 6. 
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Figura 4 -  Elemento aberto de osmose reversa mostrando um envelope de membrana. As setas  

 vermelhas indicam os vértices que foram colados e a seta preta, indica o vértice que  não 

 foi colado e está em conexão com o canal de permeado. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5 -  Elemento de osmose reversa fechado (A) e após abertura do elemento em (B). A coloração 

 escura dos envelopes de membrana se deve ao acúmulo de depósitos em suas superfícies 

(fouling). O espaçador de alimentação (C) localiza-se entre os envelopes de  membrana 

gerando turbulência e mistura. O espaçador de permeado (D) é uma tela muito fina que se 

localiza dentro de cada envelope de membrana. 
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Figura 6 -  Esquema do fluxo de água da alimentação, do permeado e do concentrado em um envelope 

 de membrana. O fluxo de água de alimentação dentro de um elemento é tangencial à 

 membrana. O permeado se difunde pela membrana e escoa dentro do envelope para o 

 coletor de permeado (setas escuras). 

 Fonte: Schwinge et al., 2004. 

 

 

1.2.2.2Descrição de um Processo de Osmose Reversa 

 Plantas com elementos de membranas de osmose reversa na configuração espiral, 

frequentemente, utilizam vários estágios de processo. O número de elementos utilizados é uma 

função da produção desejada. Estas plantas podem ser configuradas em uma variedade de 

arranjos de um único passo, ou vários arranjos, com recirculação de permeado (MULDER, 1996). 

 A escolha entre as várias configurações depende do critério utilizado pelo comprador, 

assim como a eficiência de separação requerida, o tipo e volume do fluído a ser processado e do 

tamanho da planta (MACINTOSH, 2002). 

 Os elementos de membranas são combinados em série dentro dos vasos de pressão, e 

estes, são dispostos em paralelo para formar um estágio (Figura 7). Estes estágios são 

combinados em série para formar arranjos. Dependendo do tamanho da planta e da produção 

desejada, existem três configurações principais de arranjos de osmose reversa (SCHWINGE et 

al., 2004). A figura 8 mostra os três principais arranjos de osmose reversa. O arranjo 8(a) é 

realizado conectando vários vasos de pressão em série. Esta configuração é limitada pelo 

potencial de formação de fouling devido ao grande fluxo de água da alimentação e pela bomba 

de pressão que limita o tamanho dos vasos. Como a pressão de alimentação fornecida pela bomba 

é igual em todos os vasos (na realidade ela é um pouco menor nos vasos subseqüentes, devido à 

perda de carga nos canais de alimentação), a força-motriz da filtração diminui nos vasos 

subseqüentes devido ao aumento progressivo da pressão osmótica do concentrado, causando uma 

redução da taxa de transferência de massa e aumento na formação de fouling (FAZILET, 2000). 
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Arranjos em paralelo como mostrado na figura 8(b), consistem em um número de vasos de 

pressão em paralelo e são capazes de acomodar um maior número de elementos. O comprimento 

total dos vasos de pressão é limitado no arranjo em série. Quando o fluxo da alimentação é 

reduzido significativamente ao longo dos vasos de pressão, devido à permeação, a configuração 

do arranjo cônico, como é mostrada na figura 8(c) é utilizada. Esta é uma melhor opção de 

projeto, pois permite uma redução da área transversal ao longo do comprimento do vaso de 

pressão proporcional à redução da taxa de fluxo. Este arranjo é, às vezes, chamado de “árvore de 

natal” (MULDER, 1996). Apesar de mais capaz de lidar com fluxos de alimentação reduzidos, o 

arranjo cônico pode requerer altas pressões antes do primeiro estágio. O aumento da 

concentração pode também reduzir a pressão a níveis muito baixos; nestes casos, bombas inter 

estágios, como mostrado na figura 8(d), são usadas para aumentar a pressão e assim melhorar a 

transferência de massa (SCHWINGE et al.,2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7 -  Unidades básicas que integram um sistema de osmose reversa. 
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Figura 8 -  Diferentes arranjos de sistemas de osmose reversa: (a) arranjo em série, (b) arranjo  em 

 paralelo, (c) arranjo cônico e (d) arranjo cônico com bombas entre os estágios. 

 Fonte: Macintosh (2002). 

 

 

1.3 CONCENTRAÇÃO POLARIZAÇÃO 

 A formação de depósitos é suportada pela concentração polarização da corrente de 

alimentação diretamente na superfície da membrana. Uma vez que a solução passa através de 

uma membrana seletiva que separa componentes da solução, a concentração dos compostos 

separados começa a aumentar na superfície da membrana. Este fenômeno não ocorre apenas em 

membranas de osmose reversa, mas também, em outros tipos de membranas. A figura 9 mostra 

o princípio da concentração polarização em uma membrana com fluxo tangencial, como em 

membranas de osmose reversa. A figura mostra que a concentração aumenta até a uma certa 

distância (rB) chamada ‘boundary layer’.  
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Figura 9 - Perfil da concentração de sais dissolvidos e sólidos suspensos da água de alimentação (CF) 

 para a superfície da membrana (CM). 

 

A espessura da camada de concentração polarização é altamente dependente da turbulência da 

corrente de alimentação. Quanto mais turbulência ocorrer no fluxo de alimentação, mais fina será 

a camada. Este fenômeno é um estágio preliminar para ocorrência do fouling e incrustação, 

devendo ser controlado. Um controle efetivo é a turbulência do fluxo de alimentação criada pela 

alta velocidade do fluxo e um espaçador com design apropriado. Um alto fluxo de permeado 

aumenta a camada de concentração polarização; o fluxo ou a pressão aplicada, não deve exceder 

a um valor limite, enquanto que a velocidade do fluxo da corrente de alimentação, não deve ser 

inferior a um certo limite. O fenômeno ilustrado na figura 9 também diminui a rejeição de sais e 

o fluxo de permeado, devido à concentração existente, assim como, uma maior pressão osmótica 

na superfície da membrana do que na solução de alimentação (KOLK  et al., 2013). 

 A concentração polarização não inclui a formação de tortas de filtro, de camadas de gel, 

de sais precipitados ou de biofilmes microbianos, que são conseqüências da formação da camada 

de concentração polarização (SCHNEIDER; TSUTIYA, 2001). 

 O fenômeno da concentração polarização é indesejável por três razões: primeiro, a 

pressão osmótica perto da superfície da membrana aumenta, sendo necessário um aumento de 

pressão para manter o fluxo de permeado; segundo, com este fenômeno, ocorre um aumento da 
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concentração do soluto no permeado e, terceiro, ocorre um aumento na probabilidade de 

formação de fouling.  

 O fenômeno concentração polarização não é considerado como fouling, pois embora seja 

responsável pelo declínio do fluxo de permeado, uma vez cessado o processo de filtração, o 

fenômeno desaparece (SHIRAZI et al., 2010). 

 

1.4 FOULING DE MEMBRANAS 

 O maior problema em processos de osmose reversa é o rápido declínio do fluxo de 

permeado com o tempo, devido ao fouling de membranas.  

 A operação de sistemas de membranas pode ocorrer com fluxo constante de permeado 

com pressão transmembrana variável (TMP) ou, com TMP constante e fluxo de permeado 

variável. As membranas utilizadas no tratamento de água e reuso são categorizadas em: 

membranas de baixa pressão (microfiltração e ultrafiltração operadas com pressões geralmente 

inferiores a 100 – 200 kPa) e de altas pressões (nanofiltração e osmose reversa operadas com 

pressão superior a 200 kPa) (GUO et al., 2012). 

 O fouling de membranas se manifesta como um aumento da TMP para manter um fluxo 

de permeado determinado ou, como uma queda do fluxo, quando o sistema é operado a pressão 

constante. São classificados como fouling reversível ou irreversível e, esta classificação, 

dependerá do modo de operação e limpeza dos sistemas de membranas. Fouling reversível ocorre 

devido à formação da camada de torta de materiais rejeitados pela superfície das membranas. A 

recuperação do fluxo de permeado nesses casos ocorre por retrolavagem, nos sistemas de 

microfiltração e ultrafiltração, e limpeza química, em sistemas de nanofiltração e osmose reversa. 

Fouling irreversível caracteriza-se por mecanismos de quimiossorção e obstrução dos poros e o 

fluxo de permeado não é recuperado por retrolavagem e limpeza química. Neste caso, as 

membranas precisam ser tratadas extensivamente com produtos de limpeza química ou devem 

ser substituídas por novos elementos (GUO et al., 2012). 

 A formação do fouling é causada por uma complexa interação física e química entre seus 

vários constituintes e entre estes e a superfície das membranas. O transporte de massa pode 

conduzir a adesão, acumulação ou adsorção de materiais nas membranas e/ou dentro dos poros 

das mesmas. De acordo com Li e Elimelech (2004), o fouling de membranas e suas características 

são determinados pela composição da água de alimentação, a concentração dos principais 

constituintes, a química da água (pH, força iônica, e concentração de cátions divalentes), 

propriedades da membrana (morfologia da superfície, hidrofobicidade, carga e tamanhos de 

moléculas retidas), temperatura, modo de operação e condições hidrodinâmicas (fluxo inicial de 
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permeado e velocidade de escoamento). Por isso, qualquer fator que possa mudar as 

características hidrodinâmicas da membrana e as características químicas da água de alimentação 

poderá afetar toda a performance da membrana (ZHOU; SMITH, 2002). Consequentemente, os 

efeitos químicos e físicos irão controlar o grau de deposição, assim como, irão determinar a 

severidade do fouling e qual estratégia será efetiva no seu controle (PEARCE, 2007). 

Normalmente, o fouling pode ser classificado em quatro categorias: particulado, orgânico, 

inorgânico e microbiológico (biofouling). A tabela 1 mostra os tipos de fouling e suas 

conseqüências em sistemas de osmose reversa. 
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Tabela 1 - Tipos e características de fouling e consequencias destes em sistemas de osmose reversa. 

 Fonte: Adaptado de PEÑA, et al., 2013. 

Tipo de Fouling Composição Química Características Problemas 

Biofilme/Matéria 

Orgânica 

Derivados de 

proteínas/carboidratos. 

Grande quantidade de 

microrganismos. 

Viscoso. Aumenta a ∆P e 

passagem de sais, 

diminui o fluxo de 

permeado. Mais 

freqüente nos 

primeiros elementos. 

 

Material coloidal Mais de 90% 

(aluminossilicatos) 

Conglomerado de 

pequenas partículas. 

Aumenta a ∆P e 

diminui o fluxo de 

permeado. 

Gradualmente, afeta 

todas as membranas 

do vaso começando 

pelos primeiros. 

Deficiência no pré-

tratamento. 

 

Inorgânico Carbonato de cálcio, 

fosfato de cálcio, 

sulfato de cálcio, 

sulfato de bário e sílica* 

 

Formas cristalinas 

exceto para sílica, 

que é amorfa. 

Diminuição da 

rejeição de sais e do 

fluxo de permeado. 

Geralmente afetam 

os últimos elementos 

do vaso. 

 

Metais Ferro, alumínio, 

manganês 

Depósito amorfo. Diminuição do fluxo. 

Deficiência no pré-

tratamento. 

* Sílica foi incluída no grupo dos inorgânicos, devido à dificuldade em se distinguir sílica coloidal e sílica 

precipitada. 
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2 OBJETIVO DA TESE  

 O objetivo central desta tese é a análise do fouling de membranas de osmose reversa 

(utilizando a técnica da autópsia, com o intuito de verificar a causa da colmatação de diferentes 

elementos utilizados em setores industriais diversificados e, por meio disso, testar diferentes 

produtos químicos como: ácidos, bases, surfactantes e agentes quelantes, individualmente e 

combinados, em diferentes tempos, para a verificação da remoção do fouling nestas membranas) 

e, análise do biofouling formado nestas membranas (comparação das estruturas dos biofilmes 

formados em sistemas reais de osmose reversa com biofilmes de cultura pura formados em 

células de fluxo de bancada, verificar se existe alguma relação do biofilme formado na superfície 

das membranas na deposição de sais e analisar a ação de produtos químicos utilizados na limpeza 

química de membranas (ácidos, bases, surfactantes e agentes quelantes) nas bactérias contidas 

no biofilme). 

 Este projeto é relevante, pois: 

(a) uma das principais características de biofilmes microbianos é a presença de uma substância 

extracelular polimérica constituída, principalmente, por carboidratos. Grande parte do 

conhecimento sobre a estrutura dos biofilmes advém da formação destas estruturas 

utilizando culturas puras em um ambiente controlado; diferente do que ocorre, por exemplo, 

em sistemas reais de osmose reversa, no qual diferentes tipos de microrganismos, compostos 

orgânicos e inorgânicos estão presentes. 

(b) praticamente não há pesquisas executadas com rigor científico de limpeza química de 

membranas de osmose reversa oriundas de plantas em operação comercial (real). Pesquisas 

acadêmicas de formação de camadas de fouling ou de limpeza destas camadas geralmente 

são executadas com sistemas onde a natureza dos elementos depositados na superfície da 

membrana é conhecida, onde a diversidade destes componentes é limitada e os depósitos são 

formados após tempos relativamente curtos de exposição. Em sistemas reais, as membranas 

são colmatadas por uma diversidade muito grande de compostos bióticos e abióticos, 

depositados em intervalos de tempos muito maiores (vários meses a vários anos);  

(c) outro aspecto importante que será estudado no projeto é o papel do biofilme microbiano 

formado na superfície das membranas na deposição de sais. Esta estrutura biológica 

geralmente é considerada no aspecto de colmatação biológica, mas não de colmatação 

química. 
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3.1 CAPÍTULO 1: UTILIZAÇÃO DE MÉTODOS ANALÍTICOS TRADICIONAIS NA 

ANÁLISE DE FOULING 

 

3.1.1 Introdução 

 Problemas operacionais em sistemas de osmose reversa utilizados no tratamento de água 

podem ser causados por uma variedade de tipos de fouling: particulado, orgânico, inorgânico e 

biofouling. A ocorrência de fouling em membranas de osmose reversa conduzirá a gastos 

operacionais incluindo: maior gasto de energia elétrica, aumento na frequência de limpezas 

químicas e redução da vida útil das membranas. Uma caracterização adequada do fouling resulta 

em um controle efetivo do mesmo (PONTIÉ et al., 2005). 

 A autópsia de membranas é a técnica mais utilizada para verificar a causa da colmatação 

do elemento filtrante. Diversas ferramentas analíticas são utilizadas em uma autópsia de 

membranas para caracterização do fouling presente (fluorescência de raios X, difração de raios 

X, ângulo de contato, infravermelho, microscopia eletrônica, permeabilidade hidráulica, SDI, 

entre outros).  

 Dudley et. al (2003) utilizou a calcinação para quantificação de orgânicos e a microscopia 

eletrônica para verificar e identificar a presença de algas, fungos e bactérias presentes em 

depósitos de membranas de osmose reversa. Butt et. al., (1997) utilizou técnicas como: 

microscopia eletrônica, fluorescência de raios X e difração de raios X na autópsia de membranas 

de osmose reversa. Carnahan (2000) realizou a autópsia de três membranas de osmose reversa 

que, visualmente, mostraram sinais de colmatação por biofouling. A utilização da microscopia 

eletrônica não só confirmou a presença de biofilmes, como também, evidenciou a precipitação 

química na superfície destas membranas. 

 Geralmente, a análise de depósitos sobre membranas de osmose reversa envolve a 

utilização de equipamentos analíticos caros como, por exemplo: fluorescência de raios X, 

difração de raios X e microscopia eletrônica. Alguns métodos analíticos tradicionais poderiam 

auxiliar na análise de fouling na ausência de equipamentos mais sofisticados. 

 

3.1.2 Objetivos 

 Verificar se métodos tradicionais de quantificação como titulação (quantificação de 

magnésio e cálcio) e espectrofotometria (quantificação de sílica e ferro total) são adequados para 

amostras de fouling em membranas de osmose reversa. 
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3.1.3 Materiais e Métodos 

3.1.3.1 Amostras de Membranas Analisadas 

 Cinco elementos de osmose reversa colmatados de diferentes empresas foram utilizados. 

As amostras foram coletadas e trituradas em liquidificador para remoção dos depósitos sobre as 

mesmas e, posteriormente, peneiradas para retenção dos pedaços de membranas (peneira com 

abertura de 75 µm). As amostras processadas foram estocadas na geladeira para posterior análise. 

 

3.1.3.2 Quantificação de Cálcio e Magnésio 

 O método utilizado nesta quantificação foi o da titulação utilizando EDTA como titulante 

(Standard Methods, 1985). Soluções de cloreto de magnésio 1 M e cloreto de cálcio 1 M foram 

preparadas para utilização e verificação da existência de interferentes contidos nas amostras de 

membranas.  

 Volumes de 150, 175, 200 e 250 µL da solução de MgCl2 1 M foram adicionados em 20 

mL de cada amostra de membrana para posterior titulação com EDTA 0,01 M utilizando negro 

de eriocromo T como indicador. Para a quantificação de cálcio, os mesmos volumes utilizados 

para a quantificação de magnésio foram utilizados com solução de CaCl2 1 M em 20 mL de cada 

amostra para posterior titulação com EDTA 0,01 M e azul preto de eriocromo R como indicador. 

 

3.1.3.3 Quantificação de Sílica 

 Para a quantificação de sílica em amostras de membranas foi utilizado o método do 

molibdato de amônio. O molibdato de amônio em pH de aproximadamente 1,2 reage com sílica 

e qualquer fosfato presente para produzir hetero-poli-ácidos. Ácido oxálico é adicionado para 

destruir o ácido molibdofosfórico, mas não o ácido molibdosilícico. A intensidade da cor amarela 

é proporcional à concentração de sílica na amostra. Termos como sílica coloidal, cristaloidal e 

iônica têm sido utilizada para diferenciar vários tipos de sílica, porém estas terminologias não 

são fundamentadas. Sílica não reativa pode ser convertida em sílica reativa pelo aquecimento ou 

com digestão prévia da amostra com bicarbonato de sódio (Standard Methods, 1985). 

 Volumes de 0,1; 0,2; 0,3; 0,5 e 1 mL da solução estoque de sílica (solução de metassilicato 

de sódio nonaidratado 1 g SiO2/L) foram adicionados em 20 mL de cada amostra de membrana 

e completados para 50 mL com água mili-Q, representando concentrações de 2, 4, 6, 10 e 20 mg 

SiO2/L adicionadas respectivamente em cada amostra, para posterior leitura das absorbâncias em 

comprimento de onda de 410 nm. Experimento realizado em duplicata. 
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3.1.3.4 Quantificação de Ferro Total 

 O método utilizado foi o da fenantrolina. Neste método, o ferro é reduzido ao estado 

ferroso pelo aquecimento com ácido e hidroxilamida e tratado com 1,10-fenantrolina em pH 3,2 

a 3,3. Três moléculas de fenantrolina quelam cada átomo de ferro para formar um complexo 

vermelho-laranja. A solução colorida obedece a lei de Beer e sua intensidade é independente do 

pH 3 – 9. Um pH entre 2,9 e 3,5 assegura uma rápida cor na presença de excesso de fenantrolina 

(Standard Methods, 1985). 

 Para verificar a acurácia deste método em amostras de membranas, volumes de 50, 100, 

200, 300 e 500 µL da solução padrão de ferro (1 mL = 200 µg de ferro) foram adicionados em 

50 mL de cada amostra de membrana para posterior diluição com água mili-Q para 100 mL. 

Experimento realizado em duplicata. 

 

3.1.4 Resultados e Discussão 

3.1.4.1 Quantificação de Magnésio 

 A titulação das cinco amostras de membranas sem adição de padrão (MgCl2 1 M) mostrou 

uma quantidade muito pequena de magnésio nas mesmas; indicando que a quantidade de 

magnésio titulada em cada amostra foi, exclusivamente, com relação à adição de padrão de 

acordo com a reação: 

 

 

 Os resultados mostraram que o método utilizado na quantificação de magnésio em 

amostras de membranas funcionou pois, a quantidade de matéria de EDTA que reagiu com a 

quantidade de matéria adicionada de magnésio foi, praticamente, de 1:1 (as diferenças 

observadas entre o número de mols de ambos no ponto de equivalência foi menor que 10 %) 

(Anexo 1). Alguns íons metálicos e material orgânico suspenso ou coloidal podem interferir no 

método dificultando a observação do ponto de equivalência (Standard Methods, 1985). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Mg2+
(aq) + Y4-

(aq) → MgY2-
(aq) 
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3.1.4.2 Quantificação de Cálcio 

 A titulação das cinco amostras de membranas sem adição de padrão (CaCl2 1 M) também 

mostrou uma quantidade  muito pequena de cálcio nas mesmas, sendo a quantidade de cálcio 

titulada em cada amostra, igual a adição de padrão de acordo com a reação: 

 

 

 Os resultados mostraram que o método utilizado na quantificação de cálcio em amostras 

de membranas também funcionou, pois como com o magnésio, as diferenças observadas entre o 

número de mols de ambos no ponto de equivalência foi menor que 10 %, indicando que os 

compostos contidos nos depósitos das amostras de membranas não interferiram no método 

(Anexo 2). Alguns íons metálicos e material orgânico suspenso ou coloidal podem interferir no 

método dificultando a observação do ponto de equivalência (Standard Methods, 1985). 

 

3.1.4.3 Quantificação de Sílica 

 O método do molibdato de amônio mostrou-se eficaz para a quantificação de sílica em 

amostras de membranas de osmose reversa. Houve um aumento da absorbância referente ao 

incremento da concentração de sílica nas amostras, indicando a eficácia do método e, houve 

pouca diferença na inclinação das retas obtidas com a fortificação em relação à reta padrão 

(desvio máximo de 6% nas amostras 1, 3 e 5), ou seja, a quantificação de sílica nas amostras 

pode ser feita diretamente utilizando a curva padrão (Figura 10). Vidrarias e reagentes podem 

contribuir para aumentar o conteúdo de sílica nas amostras; por isso, a utilização de materiais de 

vidro deve ser evitada e os reagentes utilizados devem possuir baixo teor de sílica (Standard 

Methods, 1985). 
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Figura 10 - Adição de padrão em 5 amostras de membranas de osmose reversa. Curva padrão (A)  

 e amostras fortificadas 1 (B), 2 (C), 3 (D), 4 (E) e 5 (F). 
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3.1.4.4 Ferro Total em Amostras de Membranas 

 Para verificar se possíveis interferentes contidos nas amostras influem no resultado da 

análise, todas as amostras foram fortificadas com quantidades conhecidas de solução padrão de 

ferro. Todos os experimentos de fortificação resultaram em resposta linear da absorbância com 

relação à quantidade de ferro adicionada, demonstrando que a reação química do teste continua 

sendo proporcional à quantidade de ferro (Figura 11).  

 O segundo aspecto importante que deve ser analisado é se a inclinação da reta de 

fortificação das amostras foi similar à inclinação da reta da curva de calibração com solução 

padrão. Em relação à inclinação da reta, as amostras 1, 2, 3, 4 e 5 de fouling de membranas 

variaram: 323%, 355%, 194%, 227% e 356% respectivamente. 
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Figura 11 - Adição de padrão em 5 amostras de membranas de osmose reversa para quantificação  

 de ferro. Curva padrão (A) e amostras fortificadas 1 (B), 2 (C), 3 (D), 4 (E) e 5 (F). 
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3.1.4.4.1Quantificação de ferro total em amostras que apresentaram uma inclinação da reta de 

fortificação diferente da reta padrão 
 

 Como as fortificações das amostras apresentaram inclinações significativamente 

diferentes da inclinação da curva padrão, a quantificação de ferro total nas mesmas não pode ser 

feita utilizando diretamente a curva de calibração (curva padrão). 

 Para a quantificação de ferro total em amostras de membranas de osmose reversa deve-

se fortificar cada amostra para se obter a equação da reta (Figura 11). O primeiro ponto de cada 

amostra no gráfico corresponde à quantidade de ferro total nas mesmas, porém, o eixo x encontra-

se defasado, indicando como nula a quantidade de ferro total. Para corrigir esta defasagem e obter 

a quantidade real de ferro total nas amostras, deve-se prolongar a reta de fortificação até o ponto 

em que y = 0; neste ponto, temos b = 0. Portanto, com a equação da reta obtida com a fortificação 

de cada amostra, obtêm-se a quantidade real de ferro nas mesmas (Figura 12). 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12 - Representação de um esquema do prolongamento da curva de fortificação de uma amostra 

qualquer para y=0. O valor de ∆X representa o valor real da  concentração de ferro na 

amostra. 

 
 

3.1.4.4.2Comparação das concentrações de ferro nas amostras de membranas  utilizando o 

método da adição de padrão e diretamente a curva padrão 
 

 De acordo com a tabela 2, todas as amostras que foram fortificadas apresentaram uma 

concentração de ferro muito inferior quando comparadas com a utilização direta da curva de 

calibração. A amostra 5, por exemplo, apresentou uma variação de 71% na concentração de ferro. 

Estes dados comprovam que, apesar do método de quantificação de ferro em amostras de 

membranas funcionar, a quantificação não deve ser feita utilizando a curva de calibração e sim, 

por meio da adição de padrão nas amostras. Alguns íons como: nitrito, cianeto, fosfato 
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(polifosfato mais que ortofosfato), cromo e zinco em concentrações 10 vezes maiores que o ferro; 

cobalto e cobre em concentrações acima de 5 mg/L e níquel em concentrações acima de 2 mg/L 

interferem no método. Bismuto, cádmio, mercúrio, molibdato e prata precipitam a fenantrolina 

(Standard Methods, 1985). 

 

  

Tabela 2 - Comparação das concentrações de ferro nas amostras utilizando as absorbâncias 

 obtidas diretamente na curva padrão e sem utilizar a curva padrão. 

 

Amostras de 

membranas 

 

Média das 

absorbâncias das 

amostras (510 nm) 

[  ] de ferro das 

amostras 

utilizando a curva 

padrão (mg/L) 

[  ] de ferro das 

amostras 

utilizando a 

fortificação das 

amostras (mg/L) 

1 0,28 2,18 0,69 

2 0,22 1,70 0,50 

3 0,015 0,08 0,06 

4 0,06 0,43 0,21 

5 0,15 1,15 0,33 

 

 

3.1.5 Conclusão 

 A utilização de métodos analíticos como a titulação e a espectrofotometria se mostraram 

adequados para a quantificação dos principais constituintes inorgânicos presentes em fouling de 

membranas de osmose reversa. A única ressalva deveu-se à quantificação de ferro nas amostras, 

pois a utilização direta da curva padrão na quantificação se mostrou errônea, sendo indicado a 

adição de padrão para a quantificação de ferro das mesmas.  
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4.2 CAPÍTULO 2: AUTÓPSIA DE ELEMENTOS DE OSMOSE REVERSA 

UTILIZADOS EM DIVERSOS SETORES INDUSTRIAIS 

 

4.2.1 Introdução 

 A autópsia de membranas é uma técnica utilizada para identificar a causa do baixo 

rendimento da membrana. O conceito de autópsia de membranas é tão antigo quanto as próprias 

membranas (DARTON, 2004). Para isto, um elemento deve ser “sacrificado”, sendo removido 

da planta para análise. Técnicas analíticas são utilizadas para determinar a natureza do fouling 

presente na superfície das membranas. Um primeiro procedimento na autópsia é a escolha de 

elementos de membranas apropriados. Cuidados devem ser tomados para preservar a composição 

de biomassa original. Os procedimentos para uma autópsia de membranas são: seleção de um 

elemento de membrana representativo (ou elementos), dissecção e análises para identificação dos 

componentes da camada de fouling, com o objetivo de identificar as causas da colmatação 

(PONTIÉ et al., 2005). 

 A autópsia de membranas é uma técnica destrutiva e de alto custo referente à parte 

analítica e a substituição do elemento. Na maioria dos casos, a autópsia de membranas é utilizada 

como última opção para a solução dos problemas. Comumente, esta técnica é utilizada quando 

problemas severos relacionados com a diminuição do fluxo do permeado, baixa rejeição de sais, 

ou aumento da diferença de pressão são detectados na planta e nenhum resultado é obtido pelas 

práticas tradicionais de remediação (PEÑA, et al., 2013). 

 Dudley et al (1995) analisou amostras da água de alimentação e fouling de membranas 

por autópsia coletadas de diferentes partes do mundo, incluindo o oriente médio. Os elementos 

que apresentaram alta taxa de biofouling continham uma grande porcentagem de orgânicos 

(tipicamente maior que 60%) determinados por perda ao fogo a 550 ºC. O fouling inorgânico nas 

membranas foi predominantemente causado por ferro, sílica, alumínio, cálcio e sulfato. 

 Karime et al (2008) relatou que uma autópsia realizada em uma planta industrial no norte 

da Europa, mostrou grande quantidade de depósitos visíveis nas superfícies das membranas. O 

fouling contido nas membranas apresentou forte odor e, análises destes materiais mostraram: a 

presença de orgânicos (66%), sílica (12%), carbonato de cálcio (9%), fosfato de cálcio (5%) e 

alumina (3%), predominantemente. Análises microbiológicas mostraram a presença de grande 

quantidade de microrganismos nas superfícies das membranas. Com a autópsia dos elementos, 

esta planta industrial, atualmente, consegue manter os níveis de biofouling em patamares 

toleráveis com a utilização de uma limpeza química correta. 
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 Schneider et al (1997) analisou a camada de fouling em todos os elementos de osmose 

reversa contidos em um vaso de pressão. A composição elementar mostrou que apenas silício, 

ferro, fósforo, alumínio, enxofre, estrôncio e bário foram detectados em quantidades superiores 

a 1% por peso da fração inorgânica do fouling. A fração de silício, que estava presente em menos 

de 2% (por peso) no primeiro elemento, teve um aumento de 4-6% nas camadas de fouling no 

segundo elemento. Mais da metade do peso seco dos depósitos contidos nos elementos eram de 

origem orgânica. Esta proporção estava dentro de valores tipicamente encontrados em fouling de 

membranas, que varia de 26% - 90% (BACKER; DUDLEY, 1999). 

 Darton et al (2004) fizeram uma revisão estatística de 150 artigos de autópsias de 

membranas e concluíram que: embora todas as membranas analisadas continham biofilmes, estes 

não são considerados um problema quando as bactérias presentes são menores que 104 ufc/cm² e 

não excretam EPS em grande quantidade; a utilização de cloro não mostrou eficácia na redução 

de biofilmes sobre a superfície das membranas e o tipo de fouling mais comum em membranas 

de osmose reversa foi o biofouling, seguido pelo fouling causado por ferro e sílica (que 

invariavelmente está associado ao alumínio e ao ferro). 

 Em elementos de osmose reversa, após a seleção do elemento a ser analisado, a primeira 

etapa de uma autópsia refere-se à observação do revestimento externo de fibra de vidro das 

mesmas (presença de quebras ou rachaduras) (Figura 13). O procedimento seguinte consiste na 

remoção do revestimento externo para se ter acesso aos pacotes de membranas para inspeção 

visual dos mesmos (verificar possíveis danos nas membranas e na linha de cola dos pacotes), 

espaçadores de alimentação e permeado (contaminação) e presença de odor (Figura 14). A 

terceira etapa consiste em coletar amostras para posterior análise. 
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Figura 13 - Revestimento externo de fibra de vidro de um elemento de osmose reversa colmatado. 
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Figura 14 - Pacotes de membranas desenrolados (A e B). Espaçadores de alimentação sem depósito (C) 

e com depósito (D). Acesso aos espaçadores de permeado após corte da membrana (E e F). 
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4.2.2 Objetivo 

 Analisar o fouling de diferentes membranas colmatadas utilizadas em escala real em 

diferentes setores industriais (químico, petroquímico, alimentício, tintas, borracha, farmacêutica 

e papel e celulose) utilizando a autópsia de membranas, além de verificar a estrutura dos 

biofilmes formados nestes elementos (número de células viáveis, quantificação de carboidratos 

e proteínas). 

  

4.2.3 Materiais e Métodos 

4.2.3.1 Elementos de Osmose Reversa Analisados 

 Foram analisados trinta e sete elementos de osmose reversa colmatados provenientes de 

diferentes empresas (Tabela 3). O revestimento externo de fibra de vidro dos elementos foi 

removido utilizando uma serra elétrica (procedimento utilizado para ter acesso às folhas de 

membranas colmatadas). 

 

 
Tabela 3 - Procedência de cada elemento colmatado enviado para análise. 

INDÚSTRIA ELEMENTOS 

Química 5; 6; 7; 8; 10; 12; 31; 32; 33; 34; 36; 37 

Petroquímica 1; 2; 3; 4; 9; 11; 17; 18 

Alimentícia 19; 20; 21; 22; 26; 29 

Tintas 35 

Borracha 15; 30 

Farmacêutica 14; 16; 23; 27 

Papel e Celulose 13; 24; 24; 28 

 

 

4.2.3.2 Coleta das Amostras de Membranas 

 Após a abertura dos elementos e análises preliminares (distribuição do fouling sobre as 

membranas, presença ou ausência de odor, contaminação ou não dos espaçadores de alimentação 

e permeado e verificação de danos nos pacotes de membranas), foram coletadas de cada um, 

amostras da região da entrada da alimentação (3 amostras) e saída do concentrado (3 amostras). 

Estas foram mantidas em geladeira a 4 °C até serem analisadas.  
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4.2.3.3 Remoção dos Depósitos Sobre as Membranas 

 As amostras foram trituradas com 200 mL de água destilada em liquidificador, por 3 

minutos, na potência máxima, para remoção dos depósitos sobre as membranas e desagregação 

dos biofilmes. Após a trituração, as amostras foram peneiradas (peneiras de 75 µm) para a 

remoção de fragmentos de membrana, e armazenas em geladeira a 4 ºC. 

 

4.2.3.4 Peso Seco e Quantificação de Matéria Orgânica nas Amostras 

 Para a análise de peso seco, alíquotas de cada amostra (20 mL) foram colocadas em 

cadinhos de porcelana e, posteriormente, aquecidas a 105 °C por 12 horas em estufa. Após a 

análise de peso seco, a quantificação de matéria orgânica das amostras foi feita após as mesmas 

serem submetidas ao forno mufla na temperatura de 550 ºC por 20 minutos. Os resultados foram 

expressos em % de matéria orgânica em relação ao peso seco das amostras. 

 

4.2.3.5 Quantificação de Carboidratos e Proteínas nas Amostras 

 O método do fenol-sulfúrico foi utilizado para a quantificação de carboidratos, 

empregando glicose (Synth) como padrão e leitura das absorbâncias a 490 nm (Dubois, 1956). 

Para a quantificação de proteínas foi escolhido o método de Bradford, utilizando albumina bovina 

(Sigma –Aldrich) como padrão e leitura das absorbâncias a 595 nm (Bradford, 1976).  

 

4.2.3.6 Contagem de Bactérias Viáveis 

 Foram feitas diluições (10, 100, 1000 e 10000) das amostras em solução salina (0,9% de 

NaCl) para posterior inoculação e quantificação das bactérias viáveis utilizando meio R2A 

(Merck). O cálculo utilizado para a contagem de unidades formadoras de colônias foi: N x D x 

10 x 200/A; onde: N = número de colônias na placa (entre 30 e 300 colônias), D = diluição 

decimal utilizada, 10 = conversão de 100 µL para 1 mL, 200 = diluição da amostra e A = área da 

amostra de membrana utilizada (em cm2). 

 

4.2.3.7 Análise das Amostras por Microscopia Eletrônica de Varredura 

 Foi utilizado o microscópio eletrônico de varredura da marca FEI, modelo Quanta 600 

FEG para uma visualização mais detalhada dos depósitos em algumas amostras de membranas, 

e para verificar a eficiência da trituração das amostras na remoção desses depósitos sobre as 

mesmas.  
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4.2.3.8 Análise Elementar do Fouling das Membranas por Fluorescência de Raios X (XRF) 

 Foi feita a raspagem do fouling sobre as membranas utilizando uma espátula, para 

obtenção de material necessário para a análise da composição elementar. Para esta quantificação 

foi utilizado o equipamento Axios Advanced da Panalytical, localizado no laboratório LCT na 

Engenharia de Minas da Poli-USP. Os teores apresentados foram determinados por análise semi-

quantitativa sem padrões com análise de elementos químicos de flúor a urânio. 

 

4.2.4 Resultados e Discussão 

4.2.4.1 Elementos de membranas 

 Todos os elementos apresentaram seu revestimento externo intacto (ausência de quebras 

e rachaduras). Em todos os elementos analisados, a distribuição do material sobre as membranas 

(fouling) apresentou-se de forma homogênea (Figura 15). 
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Figura 15 - Distribuição homogênea do fouling em 9 diferentes amostras de membranas. 

 

4.2.4.2 Observação do Fouling nas Membranas 

 A microscopia eletrônica de varredura foi utilizada para verificar se a trituração das 

amostras em liquidificador foi eficaz na remoção dos depósitos sobre as mesmas e observar a 

estrutura do fouling em 4 amostras diferentes. 

A micrografia abaixo mostrou que a trituração foi um método eficaz na remoção do 

material depositado sobre as amostras de membranas pois, grande parte do material depositado 

sobre as mesmas foi removido (Figura 16). 
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Figura 16 - Micrografias de uma amostra de membrana antes (A) e após a trituração (B). 

 

 As micrografias eletrônicas de algumas amostras de membranas mostraram a presença de 

um fouling amorfo (Figura 17A e 17D) e a presença de biofouling em outras (Figura 17B e 17C).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17 - Aspecto do fouling nas amostras analisadas. O círculo em vermelho na figura 17B indica a 

presença de biofilmes imersos em EPS. 
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4.2.4.3 Caracterização do Fouling nos Trinta e Sete Elementos Analisados 

4.2.4.3.1Quantificação de Matéria Orgânica e Inorgânica nos Elementos  

 As propriedades das camadas de fouling dos 37 elementos de osmose reversa colmatados 

originários de diferentes plantas em operação são mostrados nas figuras 18 e 19. Para facilitar as 

análises de detecção do biofouling, as membranas foram divididas em três grupos, de acordo com 

a diminuição da proporção de material inorgânico presente nos depósitos (Figura 18A). 

 As primeiras 12 membranas (grupo 1) mostradas na figura 1A apresentaram depósitos, 

predominantemente, de origem inorgânica. Os principais elementos químicos presentes (> 20%) 

foram: silício, ferro e, algumas vezes, alumínio (Figura 18C). Estes elementos, provavelmente, 

estavam presentes como sílica e silicatos, compostos muito comuns em fouling de membranas 

de osmose reversa.   

 O grupo 2 foi formado pelos elementos 13 ao 25 e seus depósitos eram formados, 

majoritariamente, por material inorgânico porém, com quantidades consideráveis de material 

orgânico (entre 10 e 30% em relação ao peso seco). Silício, ferro e alumínio, também foram os 

principais elementos encontrados no fouling desses elementos, uma exceção foi o elemento 21, 

apresentando carbonato de cálcio como principal constituinte do depósito deste elemento (Figura 

18C). 

 Os elementos restantes (26 ao 37) formaram o grupo 3, que continham uma significativa 

proporção de material orgânico presente em seus depósitos (Figura 18A). Os principais 

elementos químicos presentes no fouling destes elementos também foram o ferro, silício e 

alumínio, com presença ocasional de cálcio (Figura 18C). 
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Esta análise teve por objetivo quantificar a matéria inorgânica e orgânica presente nos 

depósitos em relação ao peso seco das mesmas. 

A figura 5 mostra os pesos secos obtidos nas 20 amostras. As membranas 2 e 3 

apresentaram pouco material aderido em suas superfícies. 

Todas as amostras dos vinte elementos analisados apresentaram tanto matéria orgânica 

como inorgânica. As membranas 14, 15 e 18 apresentaram um fouling predominantemente 

inorgânico (Figura 6).  

 O único elemento analisado que apresentou uma quantidade de matéria orgânica 

superior à inorgânica foi o 19, proveniente de uma empresa de tintas.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 18 - Proporção de material orgânico e inorgânico (A) e peso seco (B) de 37 elementos de osmose 

reversa colmatados de plantas em operação e análise de FRX (C). 

 
 
 
 
 
 

 

 

0

0.2

0.4

0.6

0.8

1

1.2

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22

P
es

o
 S

ec
o

 (
m

g
/c

m
²)

Membranas analisadas

 

 

 
 

Balanceado para 100% 



60 
 

 
 

Figura 19 - Contagem de células viáveis (UFC/cm²) na camada de fouling das membranas. 

 

4.2.4.3.2Biofouling de Membranas 

 Todos os depósitos de membrana apresentaram um grande número de bactérias viáveis, 

variando de 2,1 x 102 UFC/cm² a 4,2 x 106 UFC/cm² (Figura 19). Membranas com uma maior 

proporção de material orgânico deveriam apresentar maior número de microrganismos quando 

comparadas com membranas colmatadas, principalmente, por material inorgânico. Entretanto, as 

diferenças nos números de células presentes nos três grupos não foram estatisticamente 

significativas. O grupo 1 apresentou 1,8 x 105 ± 2,5 x 103 UFC/cm², o segundo grupo de 

membranas mostrou um número de viáveis de 3,7 x 105 ± 3,5 x 103 UFC/cm² e o grupo 3, 9,2 x 

105 ± 1,4 x 104 UFC/cm². Claramente, o número de bactérias viáveis não se mostrou como um 

bom indicador de biofouling. 

 Biofouling é definido como o crescimento de microrganismos em superfícies de uso 

industrial, neste caso, a superfície das membranas. O que distingue células planctônicas daquelas 

presentes em biofilmes é a matriz polimérica extracelular excretada por microrganismos contidos 

nos biofilmes.  De acordo com Flemming e Wingender (2010), a matriz é constituída, 

basicamente, por carboidratos. Visando investigar a presença de biofilmes na superfície das 

membranas, proteínas e carboidratos foram quantificados das amostras de membrana (Figura 20).  

 A presença de proteínas foi detectada na maioria dos depósitos, mas em apenas 11 

elementos, elas excederam 10% do peso seco (Figura 20). A análise dos depósitos destes 11 

elementos mostrou uma clara correlação positiva entre a quantidade de proteína e o número de 

bactérias, apresentando uma correlação de Pearson de 0,92 (Figura 21A), sugerindo que, nestes 

casos, a origem protéica foi devido às células bacterianas. Os carboidratos também foram 

detectados na maioria dos depósitos, mas em apenas 5 elementos, a quantidade destes compostos 

excederam os 10% em relação ao peso seco (Figura 20). Como a formação de biofilme deveria 

0

1

2

3

4

5

6

7

8

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 32 33 34 35 36 37

L
o

g
 (

U
F

C
/c

m
²)

Elementos de Membrana



61 
 

resultar na produção de grande quantidade de carboidratos, a correlação entre estes e bactéria 

(Figura 21B) assim como quantidade de matéria orgânica e bactéria (Figura 21C) também foi 

feita, porém não houve correlação em nenhum dos casos (correlação de Pearson de -0,5 e 0,27 

respectivamente). Houve alguns depósitos com grande quantidade de carboidratos e pouca 

proteína, indicando que em muitos casos, os polissacarídeos foram provenientes da água de 

alimentação e não produzidos por microrganismos do biofilme na superfície das membranas.  

 

 

  

Figura 20 - Proporção de proteínas e carboidratos em relação ao peso seco das camadas de fouling das 

membranas. 
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Figura 21 - Relação entre proteínas e log de bactérias viáveis nos depósitos onde a quantidade de proteína 

excedeu 10% do peso seco (A), entre carboidratos e células viáveis nos elementos onde os 

carboidratos excederam 10 % do peso seco (B) e entre matéria orgânica e células viáveis nos 

depósitos (C). 

 

  

 Bactérias viáveis, presentes na água de alimentação de um sistema de membranas, se 

depositam nas superfícies das membranas durante a operação do sistema. Essas bactérias 

representam um grande desafio para a autópsia de membranas, pois para a confirmação de 

biofouling como causa da colmatação de uma membrana, é necessário demonstrar que houve um 

crescimento microbiano (proliferação) nas superfícies dessas membranas. As simples técnicas de 

enumeração bacteriana, geralmente utilizadas em autópsias de membranas, claramente, não são 

capazes de diferenciar biofilme bacteriano de bactérias que foram incorporadas na camada de 

fouling pela rejeição da membrana (bactérias que não apresentaram crescimento sobre as 

membranas).  

 Em culturas puras de microrganismos, as células geralmente contribuem com menos de 

10% do peso seco (Wingender et. al. 2009). A matriz exopolimérica é constituída por uma 

variedade de biopolímeros excretados pelos microrganismos do biofime como: polissacarídeos, 

proteínas, ácidos nucléicos, lipídeos e substâncias húmicas (Jefferson, 2009). Os polissacarídeos, 
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entretanto, constituem a maior fração da matriz, com massa molecular variando de 0,5 x 106 a 2x 

106 Daltons (Herzberg et. al. 2009). Grande parte destes carboidratos presentes na matriz são 

heteropolissacarídeos (constituídos de monômeros de açúcar neutros e carregados). Estes 

açúcares podem ser modificados por ligantes orgânicos e inorgânicos, que alteram suas 

propriedades físico-químicas. Os polissacarídeos mais freqüentes em matriz de biofilmes são: 

alginato, xantana e ácido colânico (Jefferson, 2009).  

 Análises de polissacarídeos foram feitas para obter um parâmetro para diferenciar células 

planctônicas que foram incorporadas na camada de fouling daquelas que cresceram na superfície 

das membranas, formando um biofilme. Mesmo com o grande número de bactérias viáveis 

encontradas nos elementos analisados, a quantidade de carboidratos presentes nas camadas de 

depósito foi pequena. Culturas puras de biofilmes de Pseudomonas extremaustralis, geralmente, 

apresentam quantidades variando de 2,83 – 3,71 mg/g de carboidratos por peso seco (Herzberg 

et. al. 2009). Os resultados obtidos nas autópsias de membranas mostraram que a maior parte da 

população bacteriana presente nas camadas de fouling, não era referente a microrganismos 

oriundos de biofilmes. 

 É importante considerar que polissacarídeos também podem ser depositados diretamente 

na camada de fouling a partir da água de alimentação. As partículas exopoliméricas transparentes 

(PET ou TEP em inglês) em sistemas aquáticos, por exemplo, se originam principalmente, de 

polissacarídeos liberados pelo fitoplâncton. Estas partículas estão presentes em águas marinhas, 

residuais e superficiais. As PET podem ser particulados (maior que 0,4 µm) ou coloidais (menor 

que 0,4 µm) (LEE et. al., 2015). Segundo experimento conduzido por Villacorte et. al., 2009, a 

concentação de PET em águas superficiais foi de 0,27 mg/L. Após dois tipos de pré-tratamento, 

utilizando águas superficiais para alimentação de sistemas de osmose reversa (A: coagulação, 

filtração rápida em areia, coagulação, ultrafiltação e antiescalante; B: coagulação, ultrafiltração 

e antiescalante), observou-se uma maior redução de PET no pré-tratamento A (67,5 µg/L). Cerca 

de 30-70% das PET presentes na água de alimentação foram depositadas nas membranas de 

osmose reversa (Villacorte, 2009). 

 Além disso, para uma identificação definitiva de biofilmes por análises de 

polissacarídeos, seria necessário uma caracterização de sua composição e, mais importante, a 

distribuição de polissacarídeos dentro das camadas de fouling. Carboidratos produzidos por 

microrganismos do biofilme se acumulam ao redor das células em crescimento, enquanto que 

polímeros de açúcares originários da corrente de alimentação teriam uma composição e 

distribuição diferentes. 
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 A dinâmica microbiana de depósitos de membrana de osmose reversa precisa ser melhor 

estudada. Apesar do elevado número de células viáveis encontrado nos elementos analisados, na 

maioria destas membranas, estas células se acumulariam dentro de um curto período de tempo 

de operação destas membranas. Não existem dados de monitoramento sobre quantidade de 

microrganismos presentes em água de alimentação de sistemas de membranas utilizados neste 

experimento e, dados publicados de bactérias em águas de alimentação foram usados em alguns 

cálculos básicos. Dreszeret et. al. (2014) relataram um número de 2 x 103 UFC/mL na água de 

alimentação de uma planta de osmose reversa em Spannenburg – Holanda, pré-tratada por 

filtração rápida em areia seguido por correção de pH, remoção de dureza (abrandamento por 

precipitação química utilizando CaO e Na2CO3) e uma segunda filtração rápida em areia. Laxman 

et. al. (2015) relataram uma quantidade de bactéria de 3 x 104 UFC/mL em água de poço. 

Assumindo que as membranas foram operadas com um fluxo de 17 L/m²h para águas superficiais 

e 30 L/m²h para águas de poço, então uma população de 106 UFC/ mL se acumularia na superfície 

das membranas em 19,6 e 11 horas de operação utilizando águas de superfície e poço 

respectivamente. Todos os sistemas de membranas de osmose reversa operam por um período de 

tempo muito maior que o tempo necessário para atingir o número de células com água de 

superfície como alimentação. Por que não ocorre um maior acúmulo de microrganismos nas 

superfícies das membranas de osmose reversa em operação? Que fatores contribuem para este 

acúmulo não ocorrer?  Uma alternativa seria a difusão de bactérias da camada de fouling de volta 

para a corrente de alimentação por mecanismos inerentes à concentração-polarização (Fish et. al. 

2015). Entretanto, para este mecanismo ser eficiente, os organismos planctônicos depositados 

teriam que manter suas mobilidades individuais depois de serem incorporados na camada de 

fouling, um evento muito pouco provável devido às várias possibilidades de interação adesivas e 

coesivas entre células e outros compostos como: polímeros dissolvidos e materiais particulados. 

Outra alternativa para a remoção de células da camada de fouling seria a remoção mecânica, 

causada pela turbulência gerada pela corrente de alimentação. A morte e/ou lise de 

microrganismos incorporados nos depósitos de membrana também contribuem para a redução 

do número de células. A frequencia que ambos os eventos ocorrem, porém, não é sabida. 

 Após a observação dos dados obtidos pelas autópsias de membranas e, principalmente, 

devido ao grande número de bactérias viáveis presentes nos depósitos, por que o biofouling não 

foi o tipo de fouling predominante nestes elementos, já que havia muitos microrganismos na 

superfície das membranas e um ambiente com presença de matéria orgânica (muitas delas 

biodegradáveis).  Estudos de carbono orgânico assimilável em águas de superfície e de poço 

mostraram que pequenas quantidades de orgânicos biodegradáveis (< 100 µg/L) são necessários 
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para manter o crescimento de microrganismos heterotróficos (Derlon, 2014). Por que as células 

viáveis presentes nestas camadas de fouling não proliferam rapidamente e produzem biofilmes 

ricos em matriz polissacarídica? Talvez algum composto químico incorporado seja inibitório? 

Ou as limitações de difusão previnem o crescimento, apesar da água percolar continuamente 

através das camadas de fouling?  

 Claramente, o entendimento e o avanço das medidas de mitigação de incrustação 

biológica requer mais estudos fundamentais sobre os mecanismos de incorporação, retenção, 

proliferação e inativação de células microbianas em camadas de fouling. 

 

4.2.5 Conclusões 

 Uma análise abrangente dos resultados das autópsias de 37 elementos de membrana de 

osmose reversa revelou a presença de um grande número de células bacterianas viáveis na 

maioria das membranas. Na maioria dos casos, essas células não pareciam crescer em biofilmes 

microbianos. A quntificação de polissacarídeos, nestes casos, não foi um indicador seguro para 

comprovar a presença de biofilmes microbianos em camadas de fouling. 

 O principal problema em sistemas de osmose reversa é a formação do biofouling sobre a 

superfície das membranas, porém, a formação destas estruturas em sistemas reais em operação 

parece diferir dos biofilmes de cultura pura formados nestas membranas, dificultando sua 

identificação. A utilização de microrganismos isolados destes elementos de membranas 

colmatados para a formação de biofilmes de cultura pura seria interessante para verificar se a 

formação destes seria similar em composição com o que foi encontado em escala real. 
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5.3 CAPÍTULO 3: ANÁLISE DE BIOFILMES DE CULTURA PURA ORIGINADOS DE 

BIOFOULING DE MEMBRANAS DE OSMOSE REVERSA COLMATADOS 

 

5.3.1 Introdução 

5.3.1.1 Biofouling em Sistemas de Membranas  

 Um dos problemas operacionais mais sérios em sistemas de membranas é o biofouling. 

Este é definido como uma acumulação indesejável de microrganismos que pode ocorrer pela 

deposição, crescimento e metabolismo de células bacterianas ou flocos na superfície das 

membranas. As sequências consideradas na formação dos biofilmes incluem: alteração da 

superfície pela formação de um filme condicionante (macromoléculas, proteínas, etc..), adesão 

de células pioneiras planctônicas nas superfícies das membranas, formação de microcolônias por 

bioadesão primária e desenvolvimento de um biofilme maduro (Watnick; Kolter, 2000). 

Biofilmes podem ou não cobrir uniformemente o substrato, consistindo de uma ou mais camadas 

de microrganismos vivos ou mortos associados a produtos extracelulares. Bactérias acumulam 

nas membranas por dois processos: adesão (bioadesão e bioadsorção) e crescimento (Figura 22). 

O processo de bioadesão irá depender das propriedades dos microrganismos, da solução e da 

superfície (Ivnitsky et al., 2005). 

 

 

Figura 22 - 1 – Adesão inicial a uma superfície com filme condicionante; 2 – adesão irreversível; 3 e 

   4 – Maturação (com produção de EPS); 5 – Dispersão. 

 Fonte: Monroe (2007). 

 

 

 O crescimento de biofilmes está relacionado a uma fonte disponível de nutrientes. 

Microrganismos tendem a aderir em superfícies e crescer a partir do consumo de nutrientes 

captados da fase aquosa em contato com a superfície. Esses nutrientes englobam a fração de 
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matéria orgânica que a bactéria pode assimilar (FLEMMING et al., 1997), denominada Carbono 

Orgânico Assimilável (Assimilated Organic Carbon - AOC). 

 Em situações, nas quais os nutrientes são abundantes e/ou quando não há um agente 

antimicrobiano residual, as bactérias tendem a crescer e a produzir EPS, que constitui a principal 

causa da colmatação das membranas. 

 Considerando a conformação estrutural de sistemas de membrana espiral e as condições 

da superfície durante a fase de operação, os elementos de membrana oferecem condições para a 

adesão, acumulação e crescimento de microrganismos, tendo em vista que o ambiente na 

superfície de separação é confinado, com alta concentração de nutrientes e o estreito canal 

formado entre as folhas de membrana permitem apenas um fluxo tangencial com baixa 

velocidade (0.1 m/s) com turbulência limitada (AL-AHMAD et al., 2000).  

 Em resumo, uma célula bacteriana viável aderida na superfície da membrana, a camada 

de concentração-polarização com elevada concentração de nutrientes e as regiões de baixa 

turbulência, são fatores determinantes para a formação do biofouling (VROUWENVELDER, 

2009). 

 O Biofouling demonstra ser um fenômeno de controle mais complexo quando comparado 

com outros tipos de fouling devido as suas particularidades, tendo em vista a capacidade que 

microrganismos têm de se multiplicar rapidamente, bem como fenômenos de transporte que 

auxiliam os microrganismos na colonização de outras superfícies. Mudanças nas concentrações 

de nutrientes, nas forças de cisalhamento, na temperatura, ou outros fatores ambientais, podem 

causar o desprendimento (Sloughing) de biofilmes, que levam ao aumento da contaminação da 

água e subsequente colonização de outras superfícies (VEZA et al., 2008). 

 A formação de biofouling em membranas pode ser influenciada pelas propriedades da 

superfície da membrana (hidrofobicidade, carga e rugosidade), propriedades químicas da água 

de alimentação (pH, força iônica e tipos de eletrólitos), propriedades da suspensão microbiana 

(tamanho, número e tipo de microrganismos), bem como parâmetros hidrodinâmicos (permeação 

e fluxo tangencial) (VEZA et al., 2008). Conforme apresentado nos trabalhos de Rijnaarts et al. 

(1999) e Morisaki; Tabuchi (2009), as forças repulsivas eletrostáticas existentes entre bactérias 

e superfícies diminuem à medida em que a concentração iônica do meio é aumentada. 

 A adesão de uma bactéria a uma superfície acontece em duas etapas: primeiro ocorre a 

adsorção reversível, quando a bactéria que se encontra no mínimo secundário consegue superar 

as forças repulsivas entre elas e a superfície. Na segunda etapa ocorre a adesão, que constitui 

uma interação permanente que envolve grande quantidade de energia. A adesão ocorre quando 
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polímeros secretados pelas bactérias formam pontes que conectam as bactérias às superfícies 

(STEVIK; AUSLAND; HANSSEN, 2004). 

 Estudos têm demonstrado que a diminuição na dupla camada de repulsão eletrostática e 

o aumento na taxa de produção de permeado contribuem para um aumento na taxa de deposição 

de células microbianas sobre a membrana. Por exemplo, altas taxas de recuperação, rejeição de 

sais, concentração polarização, hidrofobicidade e rugosidade da membrana, são fatores 

correlacionados com altas taxas de deposição. Desta forma, membranas de osmose reversa retêm 

um maior número de células microbianas por unidade de tempo do que membranas de 

nanofiltração, não só porque membranas de osmose reversa são mais hidrofóbicas e rugosas, mas 

porque o fenômeno de concentração-polarização pode ser mais severo (SUBRAMANI; HOEK, 

2008). 

 De acordo Nielsen e Jahn (1999) os componentes de um biofilme são a biomassa celular 

e as substâncias poliméricas extracelulares (EPS). Em todos os biofilmes, a fração de EPS é 

predominante, constituindo de 50-80% da matéria orgânica total e proteínas. O EPS é o material 

de construção de agregados microbianos como os biofilmes e os flocos de lodo ativado. A 

presença de grupos hidrofílicos e hidrofóbicos indica que o EPS é anfótero. A formação de áreas 

hidrofóbicas no EPS pode ser benéfica na adsorção de poluentes orgânicos, assim como, na 

redução do fouling (GUO et al., 2012). 

 O EPS é constituído de diferentes classes de macromoléculas orgânicas como: 

polissacarídeos, proteínas, substâncias húmicas, ácidos nucléicos, lipídeos e outros componentes 

poliméricos. São encontrados fora das células, em suas superfícies e nos espaços intercelulares 

entre elas. Normalmente, polissacarídeos e proteínas são as maiores frações que contribuem para 

a formação do fouling; devido a isto, a determinação da concentração de EPS é realizada pela 

aferição da concentração de proteínas e carboidratos. Geralmente, os carboidratos são mais 

hidrofílicos que as proteínas, contribuindo, em maior parte, na formação de fouling(Li et al., 

2012). 

 Em sistemas de osmose reversa, o biofouling pode influenciar na performance das 

membranas, aumentando a queda de pressão ao longo dos elementos (alimentação-canal do 

concentrado), diminuindo a permeabilidade das membranas e, algumas vezes, aumentando a 

passagem de sais para o canal de permeado (Vrouwenvelder et al., 2010). 

 Geralmente, biofouling em sistemas de nanofiltração e osmose reversa pode ser prevenido 

por: redução na concentração de microrganismos e/ou redução da concentração de nutrientes por 

pré-tratamentos e limpeza química. A combinação destes dois meios de prevenção pode ser o 

melhor caminho na prevenção da formação de biofouling (GUO et al., 2012).  
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5.3.2  Objetivos 

 Verificar se biofilmes de cultura pura, obtidos de bactérias contidas em biofilmes de 

membranas de osmose reversa colmatadas, apresentam um padrão de crescimento e produção de 

EPS similares aos encontrados em biofouling de elementos reais em operação. 

 

5.3.3 Materiais e Métodos 

5.3.3.1 Amostras de Membranas 

 As amostras utilizadas no experimento foram obtidas de um elemento de osmose reversa 

novo (Modelo: RE-70-1812) (Figura 23). Foram montadas células de fluxo contendo estas 

amostras para a montagem do sistema utilizado no experimento (Figura 24).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23 - Elemento de osmose reversa novo (A) utilizado para obtenção de amostras (B). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 24 - Duas células de fluxo montadas com amostras de membranas limpas dentro. 

 
 

5.3.3.2 Sistema para Crescimento de Biofilme de Cultura Pura 

 Após a montagem das células de fluxo, estas foram conectadas a um reservatório 

contendo meio de cultura definido (glicose 1 g/L; dihidrogenofosfato de amônio 5 g/L; bifosfato 

de potássio 1 g/L; cloreto de sódio 5 g/L e sulfato de magnésio 0,2 g/L) para a formação de 
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biofilme de cultura pura sobre as amostras de membrana. Para cada bactéria inoculada para a 

formação do biofilme, foram utilizadas 3 células de fluxo em série (Figura 25).  

 Antes da rodagem do sistema, houve um período de incubação de 12 horas a 37 °C em 

meio definido para cada bactéria. Após este período, iniciou-se a circulação no sistema para o 

crescimento de biofilme de cultura pura nas amostras de membrana. O meio de cultura foi trocado 

a cada três dias. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 25 - Sistema montado para o crescimento de biofilme de cultura pura (1). Reservatório (A), 

 bombas peristálticas (B), células de fluxo (C). Vedação do reservatório para evitar 

 contaminação (2). 

 
 
 

5.3.3.3 Obtenção e Crescimento de Biofilmes de Cultura Pura nas Amostras 

5.3.3.3.1Isolamento de Bactérias 

 Três diferentes bactérias foram isoladas de diferentes amostras de membranas de osmose 

reversa colmatadas utilizadas na indústria. Estas foram processadas e inoculadas em meio LB 
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ágar (Merck) para crescimento e seleção de diferentes colônias (diferentes cores e formatos). 

Três diferentes colônias foram isoladas pelo método de esgotamento em placa e incubadas em 

meio BHI (Merck) para crescimento e posterior conservação das bactérias em freezer (-80 °C). 

Devido à dificuldade de diferenciação de outras colônias, foi utilizada uma quarta bactéria já 

isolada (Pseudomonas Aeruginosa) de uma aluna de doutorado do laboratório (conservada em 

freezer -80 °C). Esta bactéria é muito freqüente em sistemas de osmose reversa e muito utiliza 

em experimentos de biofilme em bancada. 

 

5.3.3.3.2Extração e Precipitação de DNA Genômico 

As colônias foram repicadas em caldo BHI (24h, 37ºC). 1,5 mL deste pré-inóculo foi 

transferido para microtubos e os mesmos foram centrifugados por 2 minutos a 12.000 rpm à 

temperatura ambiente. O sobrenadante foi descartado e o pellet ressuspendido em 500 µL de 

tampão TE. Posteriormente, foi adicionado 30 µL de SDS 10% e 3 µL de proteinase K. A mistura 

foi incubada a 37°C por 1 hora. Foi adicionado um volume igual de fenol tamponado-clorofórmio 

(fenol:clorofórmio:álcoolisolamílico/25:24:1) à amostra de DNA. Estas foram agitadas 

vigorosamente em vórtex por 20 segundos e, em seguida, os tubos foram centrifugados a 14.000 

rpm por 15 minutos à temperatura ambiente para separar as fases. Com uma pipeta, o 

sobrenadante foi removido e transferido para um novo tubo. Foi então adicionado um volume 

igual de clorofórmio (clorofórmio:álcoolisoamílico/24:1), e procedeu-se como descrito para a 

adição de fenol. Os tubos foram novamente centrifugados a 14.000 rpm por 15 minutos e o 

sobrenadante, cuidadosamente removido e transferido para um novo tubo. Ao volume final foi 

adicionado 1/10 do mesmo de acetato de sódio 3M pH 5 e 2 volumes de etanol 100%. Os tubos 

foram invertidos para homogeneização. As amostras foram precipitadas no gelo seco por 5 

minutos ou a -80°C por 30 minutos. Posteriormente, as amostras foram centrifugadas a 12.000 

rpm por 15 minutos a 4°C. O sobrenadante foi descartado. Os tubos foram secos em estufa 37ºC 

por 30 minutos. O DNA foi ressuspendido em 30 μL de TE (Tris-HCl 10 mM, EDTA 1 mM, pH 

8,0) e depois purificado por kit (Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System - Promega, Madison, 

USA).  

 

5.3.3.3.3PCR com primer universal (Adaptado de RAJI et al. 2008) 

O DNA purificado serviu como molde para a reação de PCR utilizando-se os primers 

genéricos 27 F (5´- AGA GTT TGA TCM TGG CTC AG - 3´) e 1492 R (5´- GGT TAC CTT 

GTT ACG ACT T -3´). A reação foi efetuada com os seguintes componentes (volume total da 

reação de 25µL): tampão (100 mm Tris-HCl pH 8,8 e 500 mM KCL 0.8%; 1x), MgCl2 (2,5 mM), 



74 
 

dNTP´s (0,25 mM), primers (0,4 µM cada) e Taq polimerase (Sinapse Inc, São Paulo, SP, Brasil; 

0,3 µL).  As condições de amplificação foram: desnaturação inicial a 94 °C por 2 min, 

desnaturação a 94 °C por 1 minuto, anelamento a 49 °C por 1 minuto, extensão a 72 °C por 3 

minutos (sendo que os passos 2, 3 e 4 foram repetidos por 30 ciclos) e extensão final por 10 min 

a 72 °C. O produto final do PCR foi analisado em gel de agarose 1%, fotodocumentado sob luz 

UV e analisado com o programa ScientificImages Systems 1D 3.6 (Kodak, São José dos Campos, 

S.P., Brasil).  O DNA amplificado foi novamente purificado (GeneJET PCR Purification Kit- 

Fermentas, Lituânia) e utilizado na reação de sequenciamento. 

 

5.3.3.3.4Sequenciamento das Amostras 

 As amostras foram encaminhadas para o Instituto de Biociências da USP (departamento 

de Genoma Humano) para seqüenciamento. As três espécies bacterianas identificadas foram: 

Bacillus anthracis (anexo 1), Bacillus cereus (anexo 2), Bacillus thuringiensis (anexo 3). Cada 

espécie obtida, mais a espécie Pseudomonas aeruginosa, foi utilizada para o crescimento de 

cultura pura de biofilme nas amostras de membrana limpas.  

 

5.3.3.4 Biofouling (Análises) 

 Para cada microrganismo utilizado no crescimento de biofilme nas amostras de 

membrana, um período de três semanas foi utilizado para cada experimento. Cada experimento 

foi feito em duplicata e incluiu os seguintes procedimentos: 

 Após a primeira semana, uma das três células de fluxo foi retirada do sistema da figura 

25 e foram feitas as seguintes análises: peso seco, quantificação de matéria orgânica, 

quantificação de proteínas e açúcares e quantificação de viáveis. 

 No final da segunda semana, a segunda célula de fluxo foi retirada para as análises de 

peso seco, quantificação de matéria orgânica, quantificação de proteínas e açúcares e 

quantificação de células viáveis.   

 Após a terceira semana, a última célula de fluxo foi retirada para realização das análises 

feitas nas demais amostras. 

Todas as amostras foram trituradas em liquidificador na potência máxima por 3 minutos e 

peneiradas (abertura de 75 µm) para retenção dos fragmentos de membranas antes da realização 

das análises. 
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5.3.3.5 Microscopia Eletrônica de Varredura 

 Foi utilizado o microscópio eletrônico de varredura da marca FEI, modelo Quanta 600 

FEG, para uma visualização mais detalhada da formação de biofilme nas amostras após 7, 14 e 

21 dias em contato com meio de cultura definido. 

 

5.3.4 Resultados e Discussão 

5.3.4.1 Formação de Biofilmes nas Amostras de Membrana 

5.3.4.1.1Desprendimento de Biofilmes (Sloughing) 

 Durante as três semanas em que o sistema ficou em operação para cada cultura 

microbiana, foi observada a formação de uma grande quantidade de biofilmes formados. Nas 

duas últimas semanas de circulação, frequentemente, observou-se o desprendimento de biofilmes 

nas amostras (Figura 26). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 26 - Formação de grande quantidade de biofilme em todas as culturas circuladas no sistema 

 (elipses pretas). 

 

 

 

 

 
 

 



76 
 

5.3.4.1.2Bacillus anthracis  

 Após inoculação em meio de cultura definido e circulação no sistema, foi observada a 

formação de biofilmes nas amostras de membranas (Figura 27). As micrografias mostraram um 

aumento nítido na produção de EPS e no número de bactérias com o tempo.  

 As análises dos biofilmes formados nos diferentes tempos mostraram uma predominância 

de matéria orgânica (média de 71,7%), sendo grande parte constituída por carboidratos (média 

de 24,5%) e proteínas (média de 19,36%) (Tabela 4). De acordo com a tabela 4, o número de 

células viáveis aumentou com o tempo.  

 Foi observada uma correlação forte entre o aumento na quantidade de proteínas e no 

número de células viáveis (correlação de Pearson de 0,79), e uma correlação muito forte entre a 

quantidade de carboidratos com o número de viáveis (correlação de Pearson de 0,9). Já em 

relação à quantidade de material orgânico, não foi observado correlação com o aumento de 

células viáveis (correlação de Pearson de -0,01) (Figura 28). 

 

Tabela 4 - Peso seco, quantificação de matéria orgânica, carboidratos, proteínas e células viáveis nas 

 amostras de biofimes (Bacillus anthracis) em diferentes períodos. 

Amostras Peso Seco 

(mg/cm²) 

% Matéria 

Orgânica 

% Carboidratos % Proteínas Células Viáveis 

(UFC/cm²)* 

1a semana 0,4 ± 0,029 71,9 ± 0,2 19,3 ± 0,37 17,4 ± 0,64 1,06 x 107 

2a semana 0,5 ± 0,01 71,0 ± 4,6 21,9 ± 0,51 20,5 ± 0,61 9,58 x 107 

3a semana 0,6 ± 0,02 72,2 ± 2,4 32,2 ± 0,04 20,2 ± 1,41 4,04 x 108 

* Desvio padrão ± 15%  
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Figura 27 - Crescimento de Bacillus anthracis nas amostras de membranas na primeira semana (A e B), 

segunda semana (C e D) e terceira semana (E e F). 
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Figura 28 - Gráficos de correlação entre % de matéria orgânica, % de proteínas e % de carboidratos em 

 relação ao log de células viáveis de dados obtidos de análises de biofilmes de Bacillus 

 anthracis. 

 

 

5.3.4.1.3Bacillus cereus 

 Após inoculação em meio de cultura definido e circulação no sistema, foi observada a 

formação de biofilmes nas amostras de membranas (Figura 29). As micrografias mostraram um 

aumento nítido na produção de EPS e no número de bactérias, principalmente, na terceira 

semana. 

 As análises dos biofilmes formados nos diferentes tempos mostraram uma predominância 

de matéria orgânica (média de 69,2%), sendo grande parte constituída por carboidratos (média 

de 14,9 %) e proteínas (média de 14,7 %) (Tabela 5). De acordo com a tabela 5, o número de 

células viáveis aumentou com o tempo.  

 Foi observada uma correlação forte entre o aumento na quantidade de proteínas e 

carboidratos com o aumento no número de viáveis (correlação de Pearson de 0,83 e 0,70 

respectivamente). Já em relação à quantidade de material orgânico, não foi observado correlação 

com o aumento de células viáveis (correlação de Pearson de 0,14) (Figura 30). 
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Tabela 5 - Peso seco, quantificação de matéria orgânica, carboidratos, proteínas e células viáveis nas  

 amostras de biofimes (Bacillus cereus) em diferentes períodos. 

Amostras Peso Seco 

(mg/cm²) 

% Matéria 

Orgânica 

% Carboidratos % Proteínas Células Viáveis 

(UFC/cm²)* 

1a semana 0,3 ± 0,01 69,0 ± 2,3 12,7 ± 2,8 12,3 ± 0,3 7,85 x 105 

2a semana 0,3 ± 0,03 68,5 ± 0,3 12,9 ± 1,1 14,7 ± 1,5 4,15 x 106 

3a semana 0,5 ± 0,02 70,2 ± 2,3 19,3 ± 0,4 17,1 ± 0,9 9,25 x 106 

* Desvio padrão ± 15%  
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Figura 29 - Crescimento de Bacillus cereus nas amostras de membranas na primeira semana (A e B), 

 segunda semana (C e D) e terceira semana (E e F). 
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Figura 30 - Gráficos de correlação entre % de matéria orgânica, % de proteínas e % de carboidratos em 

 relação ao log de células viáveis de dados obtidos de análises de biofilme de Bacillus cereus. 

 

 

5.3.4.1.4Bacillus thuringiensis  

 Após inoculação em meio de cultura definido e circulação no sistema, foi observada a 

formação de biofilmes nas amostras de membranas (Figura 31). As micrografias mostraram uma 

grande produção de EPS logo na primeira semana de circulação no sistema e uma grande 

quantidade de bactérias. 

 As análises dos biofilmes formados nos diferentes tempos mostraram uma predominância 

de matéria orgânica (média de 63,4 %), sendo grande parte constituída por carboidratos (média 

de 18,53 %) e proteínas (média de 10,0 %) (Tabela 6). De acordo com a tabela 6, o número de 

células viáveis aumentou com o tempo.  

 Foi observada uma correlação muito forte entre o aumento na quantidade de proteínas e 

carboidratos com o aumento no número de viáveis (correlação de Pearson de 0,90 e 0,92 

respectivamente). Já em relação à quantidade de material orgânico, foi observada uma correlação 

forte com o aumento de células viáveis (correlação de Pearson de 0,71) (Figura 32). 

             
 
 
 

 

0

2

4

6

8

67 69 71 73

L
o

g
 (

U
F

C
/c

m
²)

% Matéria orgânica em relação ao 

peso seco

6

8

10 15 20

L
o

g
 (

U
F

C
/c

m
²)

% Proteína em relação ao peso seco

6

8

10 12 14 16 18 20

L
o

g
 (

U
F

C
/c

m
²)

% Carboidrato em relação ao peso seco



82 
 

Tabela 6 - Peso seco, quantificação de matéria orgânica, carboidratos, proteínas e células viáveis nas 

 amostras de biofimes (Bacillus thuringiensis) em diferentes períodos. 

Amostras Peso Seco 

(mg/cm²) 

% Matéria 

Orgânica 

% Carboidratos % Proteínas Células Viáveis 

(UFC/cm²)* 

1a semana 0,6 ± 0,01 57,1 ± 7,68 10,9 ± 1,5 7,8 ± 0,35 1,36 x 106 

2a semana 0,7 ± 0,03 63,4 ± 5,93 17,3 ± 0,8 10,0 ± 0,44 1,13 x 107 

3a semana 0,8 ± 0,03 69,7 ± 0,37 27,4 ± 0,1 12,2 ± 1,64 2,76 x 107 

* Desvio padrão ± 15%  
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Figura 31 - Crescimento de Bacillus thuringiensis nas amostras de membranas na primeira semana (A e 

 B), segunda semana (C e D) e terceira semana (E e F). 
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Figura 32 - Gráficos de correlação entre % de matéria orgânica, % de proteínas e % de carboidratos em 

 relação ao log de células viáveis de dados obtidos de análises de biofilme de Bacillus 

 thuringiensis. 

 
 

 

5.3.4.1.5Pseudomonas aeruginosa 

 Após inoculação em meio de cultura definido e circulação no sistema, foi observada a 

formação de biofilmes nas amostras de membranas (Figura 33). As micrografias mostraram, logo 

na primeira semana, uma grande quantidade de bactérias imersas em uma matriz. 

 As análises dos biofilmes formados nos diferentes tempos mostraram uma predominância 

de matéria orgânica (média de 74,0 %), sendo grande parte constituída por carboidratos (média 

de 17,6 %) e proteínas (média de 14,2 %) (Tabela 7). De acordo com a tabela 7, o número de 

células viáveis aumentou com o tempo.  

 Foi observada uma correlação forte apenas entre o aumento na quantidade de carboidratos 

com o aumento no número de viáveis (correlação de Pearson de 0,84). Já em relação à quantidade 

de material orgânico e proteínas, não foi observado correlação com o aumento de células viáveis 

(correlação de Pearson de -0,001 e -0,17 respectivamente) (Figura 34). 
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Tabela 7 - Peso seco, quantificação de matéria orgânica, carboidratos, proteínas e células viáveis nas 

 amostras de biofimes (Bacillus thuringiensis) em diferentes períodos. 

Amostras Peso Seco 

(mg/cm²) 

% Matéria 

Orgânica 

% Carboidratos % Proteínas Células Viáveis 

(UFC/cm²)* 

1a semana 0,4 ± 0,06 74,2 ± 1,41 10,5 ± 0,08 15,2 ± 1,6 1,29 x 107 

2a semana 0,6 ± 0,04 70,6 ± 1,90 20,4 ± 2,54 12,6 ± 0,9 2,43 x 107 

3a semana 0,7 ± 0,05 76,9 ± 4,12 22,1 ± 1,60 15,0 ± 1,0 3,22 x 107 

* Desvio padrão ± 15%  
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Figura 33 - Crescimento de Pseudomonas aeruginosa nas amostras de membranas na primeira semana 

 (A e B), segunda semana (C e D) e terceira semana (E e F). 
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Figura 34 - Gráficos de correlação entre % de matéria orgânica, % de proteínas e % de carboidratos em 

 relação ao log de células viáveis de dados obtidos de análises de biofilme de Pseudomonas 

 aeruginosa. 

 

 

 A formação de biofilme de cultura pura mostrou uma forte correlação entre a 

quantidade de carboidratos e proteínas com o aumento do número de células e, 

consequentemente, na produção de matriz exopolimérica (exceção dos biofilmes formados por 

Pseudomonas aeruginosa, na qual não houve correlação no aumento de proteínas com um 

aumento de viáveis). A matriz exopolimérica é constituída por uma variedade de biopolímeros 

excretados pelos microrganismos do biofilme como: polissacarídeos, proteínas, ácidos nucléicos, 

lipídeos e substâncias húmicas (Jefferson, 2009). Os polissacarídeos, entretanto, constituem a 

maior fração da matriz, com massa molecular variando de 0,5 x 106 a 2x 106 Daltons (Herzberg 

et. al. 2009). Grande parte destes carboidratos presentes na matriz são heteropolissacarídeos 

(constituídos de monômeros de açúcar neutros e carregados). Estes açúcares podem ser 

modificados por ligantes orgânicos e inorgânicos, que alteram suas propriedades físico-químicas. 

Os polissacarídeos mais freqüentes em matriz de biofilmes são: alginato, xantana e ácido 

colânico (Jefferson, 2009). 
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 Apesar deste experimento ter sido realizado sem permeação, sem pressão da água de 

alimentação (velocidade de escoamento baixa), configuração diferente de um elemento de 

osmose reversa  e objetivando apenas a formação de biofouling, ficou claro que biofilmes 

formados em sistemas reais em operação diferem, estruturalmente, de biofilmes de cultura pura 

formados em bancada pois, mesmo apresentando um grande número de células viáveis (média 

de 4,9 x 105 de acordo com os resultados apresentados no capítulo 2), a quantidade de proteínas 

e, principalmente, de carboidratos, que são macromoléculas presentes em maiores proporções na 

matriz exopolimérica, se manteve baixa em biofilmes formados em sistemas  reais de osmose 

reversa. Já em biofilmes de cultura pura, a quantidade de proteínas e carboidratos, após três 

semanas, apresentou valores superiores a 10 e 15% em relação ao peso seco respectivamente, em 

todos os biofilmes (quantidade superior aos biofilmes de sistemas reais). Barnes et. al, (2014) 

utilizando Pseudomonas aeruginosa, mostrou que a quantidade de carboidratos em volume  foi 

equivalente a 40% do volume de células viáveis.  

 Algumas suposições podem ser feitas para explicar estas diferenças como: a produção 

de EPS pode ser menor e/ou ocorre maior desprendimento de biofilmes em sistemas reais em 

operação, devido a uma maior velocidade de escoamento da água (fluxo de 17 L/m²h para águas 

superficiais e 30 L/m²h para águas de poço) e maior turbilhonamento da água de alimentação 

(presença de espaçadores de alimentação)  nesses sistemas; a quantidade de matéria orgânica 

assimilável é mais baixa para a formação de biofilmes em sistemas reais ou, simplesmente, as 

células bacterianas ficam aderidas nas superfícies das membranas com uma taxa de reprodução 

muito baixa sendo desprendidas de tempos em tempos ou ficam retidas sem se reproduzir em 

sistemas reais de osmose reversa. Estudos de carbono orgânico assimilável em águas de 

superfície e de poço mostraram que pequenas quantidades de orgânicos biodegradáveis (< 100 

µg/L) são necessários para manter o crescimento de microrganismos heterotróficos (Derlon, 

2014).  

 

5.3.5 Conclusão 

 Biofilmes de cultura pura, quando comparados com biofilmes presentes em fouling de 

membranas de osmose reversa colmatadas, diferem na composição do EPS, apresentando 

quantidades maiores de biomoléculas (proteínas e carboidratos) e uma correlação entre aumento 

de células viáveis com maior quantidade de carboidratos, o que não foi observado em fouling de 

membranas colmatadas 
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 Parâmetros como quantificação de carboidratos e, muitas vezes, quantificação de 

proteínas parecem ser úteis na quantificação e na determinação da presença de biofouling de 

cultura pura formados. 

 A formação de biofilmes em sistemas de osmose reversa é inevitável. Esta estrutura 

biológica, geralmente, é considerada no aspecto de colmatação biológica, mas não de colmatação 

química, ou seja, uma possível influência destas estruturas na deposição de sais.  
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6.4 CAPÍTULO 4: INFLUÊNCIA DE BIOFILMES NA DEPOSIÇÃO DE SAIS 

 

6.4.1 Introdução 

 Compostos inorgânicos podem causar incrustações quando ocorre precipitação na 

membrana, devido à hidrólise e oxidação durante a filtração. O termo “deposição mineral” é 

utilizado para diferenciar deposição causada por sais inorgânicos da deposição caudada por 

deposição orgânica e crescimento de microrganismos (biofouling). Dois mecanismos principais 

(cristalização e deposição de particulados) desempenham funções importantes na formação do 

fouling inorgânico na superfície das membranas. Durante a cristalização, a deposição na 

superfície da membrana ocorre devido à precipitação de íons, enquanto que na deposição de 

particulados, a deposição ocorre devido ao transporte convectivo de partículas coloidais da 

solução para a superfície das membranas. Ambas cristalização e deposição de particulados 

resultam na diminuição da solubilidade de sais inorgânicos (GUO et al., 2012).  

 A retenção de solutos pela membrana aumenta a sua concentração na camada – limite 

para valores acima dos que ocorrem na zona de mistura total no canal de alimentação. 

Consequentemente, estabelece-se um gradiente de concentração da superfície da membrana em 

direção ao canal do concentrado. Este processo é o principal responsável pelo acúmulo de 

partículas, macromoléculas e íons na superfície de membranas. 

 Particularmente, em sistemas de osmose reversa, os sais dissolvidos são concentrados de 

4 a 10 vezes, podendo exceder suas solubilidades, precipitando nas membranas. A formação de 

depósitos é suportada pela concentração polarização da corrente de alimentação diretamente na 

superfície da membrana. Uma vez que a solução passa através de uma membrana seletiva que 

separa componentes da solução, a concentração dos compostos separados começa a aumentar na 

superfície da membrana. Este fenômeno não ocorre apenas em membranas de osmose reversa, 

mas também, em outros tipos de membranas (KOLK  et al., 2013). 

 No equilíbrio, a concentração de um soluto na zona de concentração-polarização, depende 

da taxa de transporte do soluto em direção à membrana, da taxa de difusão do soluto de volta ao 

meio e, do fluxo do soluto através da membrana (SCHNEIDER; TSUTIYA, 2001):  

 

 

 

Onde J: fluxo de permeado;  cPS: concentração de soluto no permeado; ccs: concentração do soluto 

no canal de concentrado; Ds: taxa de difusão do soluto; dcps/dx: gradiente de concentração do 

soluto na zona de concentração-polarização. 

JcPS = Jccs – Ds  ₍ dcps/dx₎ 
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 A concentração de soluto na superfície da membrana pode ser calculada a partir da 

seguinte relação (SCHNEIDER; TSUTIYA, 2001): 

 

 

 

Onde cms: concentração do soluto na superfície da membrana;  ccs: concentração do soluto no 

concentrado; kmcp: constante empírica que varia de 0,6 e 0,9 para módulos comerciais e r: o 

coeficiente de rejeição do soluto pela membrana. Assim, quanto maior a concentração de sais na 

corrente de alimentação, maior será a probabilidade de ocorrer deposição de inorgânicos na 

superfície das membranas (ZHANG et al., 2007). 

 A cristalização e deposição de sais na superfície das membranas podem ser afetadas por 

alguns parâmetros físico-químicos como: 

a) Rugosidade da superfície: sabe-se que a superfície polida possui menos cristais no final 

de uma experiência de cristalização em comparação com uma superfície áspera. Isto 

porque um aumento na aspereza da superfície aumenta a energia livre da mesma, 

contribuindo para um aumento da adesividade e melhorando a captura de cristais 

(SHIRAZI et al., 2012).  

b) Supersaturação: a principal causa da deposição de sais é a supersaturação. Quando a 

solubilidade de um sal é excedida, o sal precipita e forma incrustação. Um aumento na 

supersaturação aumenta a taxa de nucleação (HASSON et al., 2001). Se a região de 

supersaturação for, na interface líquido membrana, ocorrerá precipitação direta na 

membrana. Entretanto, se a região de supersaturação for distante da superfície da 

membrana, cristais irão se formar na solução e migrarão para as membranas como 

partículas formando uma deposição sólida (CHEN et al., 2006). Existe, geralmente, um 

período de tempo decorrido entre o alcance da supersaturação e o aparecimento dos 

primeiros cristais, que pode ser referido como indução ou o período de iniciação. A 

magnitude do período de iniciação é governada pelo grau da supersaturação, da 

temperatura e turbulência (LINNIKOV, 2000).  

c) Taxa de cisalhamento: a cristalização na solução ou na superfície das membranas será de 

acordo com a velocidade do regime de operação do sistema. Com o aumento da 

velocidade de escoamento da água de alimentação, a probabilidade de agregação na 

superfície da membrana diminui pois, o fenômeno da concentração polarização é menos 

significante em uma velocidade de escoamento maior. Esta velocidade maior também 

aumenta a força de cisalhamento na superfície da membrana fazendo com que ocorra uma 

cms = ccs exp (kmcp r) 
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maior difusão e transporte dos depósitos da membrana para a solução (SHIRAZI et al., 

2012). 

d) Solução química: a solução química tem um importante efeito na carga de superfícies 

poliméricas. Taborek et. al. (2000) mostrou o efeito da cristalização de soluções contendo 

alta concentração de uma grande variedade de sais. Cada sal exibiu formações cristalinas 

diferentes, formando cavidades entre eles que permitiram a deposição de partículas 

suspensas, diminuindo a coesão cristalina. Na presença de um eletrólito indiferente (1:1), 

todas as superfícies poliméricas (incluindo as membranas de osmose reversa) são 

positivamente carregadas em baixo pH e, negativamente carregado em altos valores de 

pH (SHIRAZI et al., 2012). Além disso, o pH da solução, a força iônica e a carga da 

superfície da membrana afetam as interações eletrostáticas entre a membrana e os 

depósitos (fouling). Como resultado, uma deposição insignificante foi observada quando 

a carga de repulsão ocorreu entre a membrana e as incrustações, a uma força iônica baixa 

(CHEN et al., 2006). 

e) Tamanho da partícula e concentração: partículas grandes são estericamente prejudicadas 

na deposição na superfície das membranas e elas são mais facilmente “varridas” por 

forças axiais. Uma água de alimentação mais concentrada aumenta o fluxo convectivo de 

partículas na superfície da membrana. Consequentemente, uma maior deposição ocorre 

com partículas de menor tamanho e em maior concentração (SHIRAZI et al., 2012). 

f) Temperaturas da membrana e da solução: poucos estudos foram feitos para investigar o 

efeito das temperaturas da solução e da membrana na formação do fouling inorgânico. A 

temperatura afeta a viscosidade da água, a solubilidade e o coeficiente de transferência 

de massa de sais inorgânicos ou partículas. Como resultado, o fluxo de permeado aumenta 

em temperaturas maiores, e assim, o transporte convectivo de depósitos para a membrana 

é mais significante (fouling mais severo). Contudo, o coeficiente de transporte de massa 

e a difusão da camada de fouling para a solução também aumenta com o aumento da 

temperatura. A temperatura também afeta a solubilidade e a supersaturação de sais 

(HASSON et al., 2001).  

g) Membrana hidrofílica: uma membrana hidrofílica permite que sua superfície forme um 

filme de água. Materiais hidrofílicos possuem uma habilidade em formar ligações de 

hidrogênio com a água. Quanto maior a tendência de um material se associar com a água 

por pontes de hidrogênio, mais hidrofílico será o material. Geralmente, espera-se que 

partículas hidrofóbicas possuam um maior potencial de causar fouling em membranas 
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hidrofóbicas. Para ambas, membranas e partículas hidrofílicas, suas interações dependem 

de interações eletrostáticas e hidrofóbicas (SHIRAZI et al., 2012). 

6.4.1.2 Sulfato de Bário 

 Fouling inorgânico sempre ocorre na superfície das membranas de osmose reversa devido 

ao aumento da concentração de sais perto da membrana causado pela concentração polarização. 

Os principais compostos presentes neste tipo de deposição são: carbonato de cálcio (CaCO3), 

sulfato de cálcio (CaSO4), sulfato de bário (BaSO4) e sílica (SiO2) (FRITZMANN et. al.,2007). 

 Sulfato de bário é, particularmente, um problema em sistemas de osmose reversa devido 

à sua baixa solubilidade (10-5 mol/L em água pura). Além disso, quando não detectado 

inicialmente, o sulfato de bário (barita) forma incrustações resistentes ao tratamento químico 

convencional utilizado na limpeza química de membranas (BOERLAGE et. al., 2000). 

 

6.4.2 Objetivos   

 Verificar se existe alguma influência da presença de biofilmes microbianos em 

membranas de osmose reversa na deposição de sais nas mesmas.  

 

6.4.3 Materiais e Métodos 

6.4.3.1 Membranas Utilizadas no Experimento 

 As membranas utilizadas no experimento foram obtidas de um elemento de osmose 

reversa novo (Modelo: RE-70-1812) (Figura 35). Estas amostras foram inseridas em células de 

fluxo de acrílico (células de fluxo) para montagem do sistema utilizado no experimento (Figura 

36). Estas células de fluxo de acrílico possuem aberturas nas duas extremidades, possibilitando 

a conexão entre elas.  
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Figura 35 - Elemento de osmose reversa novo (A) utilizado para obtenção de amostras (B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 36 - Duas células de fluxo montadas com amostras de membranas limpas dentro. 

 

 

6.4.3.2 Montagem do Sistema  

 O sistema de circulação de fluidos foi montado utilizando duas bombas peristálticas 

(Milan, modelo: MSR) e três placas de acrílico em série (Figura 37). Mangueiras de silicone de 

5 mm de diâmetro foram utilizadas na conexão entre as diferentes partes do sistema (reservatório, 

bombas peristálticas e células de fluxo). 
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Figura 37 - Sistema montado. (A) Reservatório, (B) Bombas peristálticas e (C) Placas de acrílico        

 contendo amostras de membranas em série. As setas em preto mostram o percurso  do 

 fluido no sistema após o funcionamento. 

 
 
 

6.4.3.3 Crescimento de Biofilmes Complexos nas Amostras 

 Após a montagem do sistema de circulação de fluidos, o reservatório foi preenchido com 

água da raia olímpica da USP (trocada de dois em dois dias) e colocado em funcionamento por 

15 dias ininterruptos, utilizando a potência máxima das bombas peristálticas (vazão de 4,7 L/h), 

para o crescimento de biofilmes nas amostras. 

 

6.4.3.4 Crescimento de Biofilmes de Cultura Pura nas Amostras 

 Foram utilizadas as quatro espécies de bactéria utilizadas no capítulo 3 (Bacillus 

anthracis, Bacillus cereus, Bacillus thuringiensis e Pseudomonas Aeruginosa). Cada espécie 

obtida foi utilizada para o crescimento de cultura pura de biofilme nas amostras de membrana 

limpas. Cada cultura foi inoculada em meio de crescimento complexo (BHI, Merk), por 12 horas 

a 37 °C e, posteriormente, circulada no sistema da figura 37 por quinze dias para a formação de 

biofilmes nas amostras de membrana (o meio de cultura BHI contido no reservatório foi trocado 

de dois em dois dias).  

  

6.4.3.5 Solução Salina 

 Para a verificação da influência dos biofilmes na deposição de sais, foi adicionado 2 mg 

de sulfato de bário (solubilidade de 2,44 mg/L em água a 20 °C) em 1 L de água autoclavada da 

raia olímpica da USP. Esta solução foi colocada no reservatório do sistema e circulada por 15 

dias ininterruptos, utilizando a potência máxima das bombas, nas amostras de membranas limpas 

A 

B B 

 

A 
B B 
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e 15 dias com amostras contendo biofilmes complexos e de cultura pura. A solução do 

reservatório foi trocada de dois em dois dias.  

 

6.4.3.6 Microscopia Eletrônica de Varredura 

 Foi utilizado o microscópio eletrônico de varredura da marca FEI, modelo Quanta 600 

FEG para uma visualização mais detalhada da formação de biofilmes nas amostras após contato 

por 15 dias com água da raia olímpica e 15 dias após contato com meio complexo BHI. 

 

6.4.3.7 Análise Elementar (FRX) 

 A análise elementar foi realizada por energia dispersiva de raios X que não detecta os 

elementos com peso molecular abaixo de 12 u (H, He, Li e Be) e alcança uma profundidade de 

15 nm. Para esta quantificação foi utilizado o equipamento Axios Advanced da Panalytical, 

localizado no laboratório LCT na Engenharia de Minas da Poli-USP. Esta análise teve como 

objetivo verificar, principalmente, a proporção de bário e enxofre nas amostras com biofilmes e 

amostras limpas após contato por 15 dias com água da raia autoclavada com concentração de 2 

mg/L de sulfato de bário. 

 

6.4.4 Resultados e Discussão 

6.4.4.1 Crescimento de Biofilmes Complexos nas Amostras  

 Após 15 dias ininterruptos de circulação da água da raia sobre as amostras de membranas 

limpas, observou-se a formação de biofilmes microbianos por toda a extensão das amostras 

(Figura 38). Este crescimento ocorreu devido à presença de microrganismos e matéria orgânica 

assimilável presentes na água da raia olímpica da USP.  
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Figura 38 - Micrografias eletrônicas das amostras de membranas limpas (A e B), e após 15 dias em  

 contato com a água da raia olímpica da USP (C, D e E). Presença de algas (setas vermelhas  

 em C), bactérias (setas verdes em D e E) e grande quantidade de material amorfo. 

 

 

6.4.4.2 Crescimento de Biofilmes de Cultura Pura nas Amostras  

 Posteriormente ao crescimento das culturas puras em meio complexo e sua circulação nas 

amostras por 15 dias ininterruptos, observou-se a formação de biofilme por toda a extensão das 

amostras (Figura 39). Apesar de todas as bactérias isoladas e identificadas apresentarem 

morfologia em forma de bastonetes, pelas imagens é possível verificar algumas diferenças como: 

tamanho, forma, quantidade de matriz produzida e crescimento de cada uma.  
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Figura 39 - Micrografias eletrônicas mostrando os biofilmes de cultura pura formados nas amostras. 

 Biofilmes formados pelas culturas: Bacillus anthracis (A e B), Bacillus cereus (C e  D), 

 Bacillus thuringiensis (E e F) e Pseudomonas aeruginosa (G e H). 
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6.4.4.3 Análise Elementar das Amostras 

6.4.4.3.1Amostras Limpas Após Circulação com Solução de BaSO4 (2 mg/L) 

 A análise elementar das três amostras de membrana sem biofilmes em suas superfícies 

não detectou a presença de bário, mesmo após a circulação de solução de sulfato de bário (2 

mg/L) por 15 dias ininterruptos. As três amostras foram comparadas com uma amostra de 

membrana limpa (sem circulação da solução). As diferenças observadas na quantificação 

elementar deveram-se, provavelmente, à adsorção de íons e moléculas presentes na água da raia 

na superfície das membranas que foram circuladas com solução de BaSO4 (Tabela 8).  

 

 

Tabela 8 - Quantificação elementar de amostras de membrana sem biofilmes após 15 dias em contato 

 com solução contendo 2 mg/L de BaSO4. 
Elementos Membrana 

Limpa 

Amostra sem 

biofilme após 

circulação da 

solução de 

BaSO4 

Amostra sem 

biofilme após 

circulação da 

solução de 

BaSO4 

Amostra sem 

biofime após 

circulação da 

solução de 

BaSO4 

F <0,001 0,531 0,583 1,05 

Na2O 5,45 0,376 0,457 0,593 

MgO <0,001 0,118 0,089 0,068 

Al2O3 0,058 3,02 1,41 1,21 

SiO2 0,076 9,18 4,24 4,56 

P2O5 0,059 0,217 0,152 0,188 

SO3 92,2 84,2 90,7 89,9 

Cl 0,634 0,602 0,671 0,731 

K2O 0,060 0,183 0,162 0,160 

CaO 0,113 0,235 0,224 0,206 

TiO2 1,31 1,02 1,17 1,14 

MnO <0,001 0,025 <0,001 <0,001 

Fe2O3 0,055 0,242 0,157 0,152 

NiO <0,001 0,015 <0,001 0,016 

CuO <0,001 <0,001 <0,001 0,010 

ZnO 0,007 0,016 0,012 0,013 

Br 0,005 0,004 <0,001 <0,001 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

 

 

6.4.4.3.2Amostras com Biofilmes Complexos após Circulação com Solução de BaSO4 (2 mg/L) 

 A análise elementar das amostras contendo biofilmes complexos mostrou ausência do 

elemento bário nas amostras de membrana limpa e com biofilmes onde não houve circulação da 

solução de BaSO4. Nas amostras contendo biofilmes complexos na qual houve circulação da 



103 
 

solução por 15 dias, observou-se a presença do elemento bário em duas das três amostras (Tabela 

9). A não presença de bário na amostra com biofilme que houve circulação da solução pode ter 

sido devido à amostra ser a última na série de três no sistema, havendo assim, pouca quantidade 

de íons bário na solução.    

A figura 40 mostra uma análise qualitativa (mapa EDS) obtida pela microscopia 

eletrônica de alguns elementos químicos presentes nos biofilmes complexos. Pelo mapa EDS foi 

verificado a presença de elementos como: ferro, enxofre, silício, bário, alumínio e carbono.  

  

Tabela 9 - Quantificação elementar de amostras de membrana com biofilmes complexos aderidos. 
  

Elementos 

Membrana 

Limpa 

Amostra com          

Biofilme sem 

circulação da 

solução de 

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme sem 

circulação da 

solução de 

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme com 

circulação da 

solução de 

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme com 

circulação da 

solução de  

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme com 

circulação da 

solução de  

(BaSO4) 

F <0,001 1,72 1,38 0,694 1,09 1,70 

Na2O 4,73 0,537 0,373 0,478 0,712 0,973 

MgO <0,001 0,383 0,561 0,292 0,167 0,077 

Al2O3 0,091 7,39 7,22 9,72 4,68 0,821 

SiO2 0,126 10,1 9,45 16,2 7,64 1,16 

P2O5 0,089 1,28 2,07 0,699 0,329 0,156 

SO3 92,5 75,0 75,1 64,5 79,5 91,9 

K2O 0,112 0,386 0,412 0,500 0,281 0,206 

CaO 0,156 0,453 0,494 0,515 0,327 0,325 

TiO2 1,33 1,16 1,29 1,14 1,20 1,39 

MnO 0,022 0,132 0,179 0,131 0,031 0,059 

Fe2O3 0,077 0,776 0,904 1,14 0,521 0,164 

CuO <0,001 <0,001 0,012 <0,001 <0,001 <0,001 

ZnO 0,008 0,011 0,012 0,014 0,022 0,018 

Cl 0,786 0,663 0,564 0,479 0,643 0,949 

Sb2O3 <0,001 <0,001 <0,001 0,078 <0,001 0,130 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 3,44 2,89 <0,001 
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Figura 40 - Mapa EDS de alguns elementos químicos presentes nas amostras de biofilmes complexos  

 sobre as amostras de membrana após circulação da solução de BaSO4. Os aglomerados 

 (círculos verdes no elemento bário por exemplo) indicam a presença dos elementos. Os pontos 

sem aglomeração representam ruído (círculos azuis).  

 

 

6.4.4.3.3Amostras com Biofilmes de Cultura Pura após Circulação com Solução de BaSO4 (2 

mg/L) 
 

6.4.4.3.3.1biofilme de cultura pura (Bacillus anthracis) 

 As amostras de membrana com biofilme de cultura pura (Bacillus anthracis) 

apresentaram o elemento bário na análise elementar das amostras após circulação da solução de 

BaSO4 por 15 dias (exceto a última amostra da série), indicando uma correlação da presença 

desses microrganismos na incorporação de íons bário presentes na solução (Tabela 10). 

 A figura 41 mostra um mapa EDS obtido pela microscopia eletrônica de alguns elementos 

químicos presentes nos biofilmes. De acordo com este mapa, elementos como: ferro, alumínio, 

bário, enxofre, silício e potássio foram detectados. 
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Tabela 10 - Quantificação elementar das amostras de membrana com biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 anthracis) aderidos. 
Elementos Membrana 

Limpa 

Amostra com 

biofilme sem 

circulação da 

solução 

(BaSO4)  

Amostra com 

biofilme sem 

circulação da 

solução  

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução de  

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução de  

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução de  

(BaSO4) 

F <0,001 1,65 1,38 1,65 1,11 1,20 

Na2O 4,31 1,05 1,32 0,695 1,05 0,754 

MgO <0,001 0,383 0,427 0,540 0,291 0,325 

Al2O3 0,085 3,39 2,22 3,46 1,53 2,47 

SiO2 0,215 5,16 5,45 6,55 3,16 4,15 

P2O5 0,073 1,28 2,07 2,70 1,67 2,01 

SO3 92,6 83,4 83,1 80,7 87,5 85,5 

Cl 0,772 0,632 0,852 0,679 0,820 0,720 

K2O 0,131 0,475 0,454 0,429 0,351 0,461 

CaO 0,200 0,365 0,394 0,376 0,332 0,452 

TiO2 1,37 1,57 1,18 1,37 1,45 1,52 

MnO 0,030 0,025 <0,001 <0,001 0,028 0,031 

Fe2O3 0,081 0,356 0,186 0,339 0,226 0,162 

NiO <0,001 0,021 0,012 0,016 0,018 0,021 

CuO 0,022 0,002 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

ZnO <0,001 0,043 0,045 0,034 0,008 0,008 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 0,375 0,297 <0,001 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 41 - Mapa EDS de elementos presentes nas amostras de biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 anthracis) sobre as amostras de membrana. Os aglomerados (círculos vermelhos) indicam a 

 presença do elemento bário nas amostras. 
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6.4.4.3.3.2biofilme de cultura pura (Bacillus cereus) 

 As amostras de membrana com biofilmes de cultura pura (Bacillus cereus) apresentaram 

o elemento bário na análise elementar das amostras após circulação da solução de BaSO4 por 15 

dias (exceto a última amostra da série), indicando uma correlação da presença desses 

microrganismos na incorporação ou adsorção destes íons (Tabela 11). 

A figura 42 mostra um mapa EDS obtido pela microscopia eletrônica de alguns elementos 

químicos presentes nos biofimes. Pelo mapa, elementos como: bário, alumínio, enxofre, silício, 

carbono e oxigênio foram detectados.  

  

Tabela 11 - Quantificação elementar de amostras de membrana com biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 cereus) aderidos. 
Elementos Membrana 

Limpa 

Amostra de 

biofilme sem 

circulação 

da solução  

(BaSO4) 

Amostra de 

biofilme sem 

circulação 

da solução 

(BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

(BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

(BaSO4) 

F <0,001 0,654 

 

1,34 0,804 1,07 <0,001 

Na2O 5,64 1,23 

 

2,06 1,65 0,941 1,48 

MgO <0,001 0,467 0,478 0,273 0,329 0,387 

Al2O3 0,123 0,584 2,75 3,12 2,48 0,714 

SiO2 0,344 1,65 2,54 3,27 2,60 1,42 

P2O5 0,150 0,786 1,47 1,18 1,13 2,34 

SO3 90,4 78,3 80,4 85,8 88,0 52,4 

Cl 0,623 1,87 1,11 1,21 1,00 1,70 

K2O 0,153 0,639 1,76 0,343 0,276 1,92 

CaO 0,176 0,378 1,87 0,239 0,298 2,46 

TiO2 2,26 12,67 2,67 1,38 1,30 26,6 

MnO <0,001 <0,001 0,583 0,021 <0,001 0,709 

Fe2O3 0,123 0,345 0,75 0,250 0,190 2,02 

NiO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 0,017 <0,001 

CuO <0,001 <0,001 0,067 0,120 <0,001 <0,001 

ZnO <0,001 <0,001 0,25 0,020 <0,001 5,84 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 0,325 0,376 <0,001 
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Figura 42 - Mapa EDS de elementos presentes nas amostras de biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 cereus) sobre as amostras de membrana. Os aglomerados (círculos verdes) indicam a 

 presença do elemento bário. 

 

 

6.4.4.3.3.3biofilme de cultura pura (Bacillus thuringiensis) 

 As amostras de membrana com biofilmes de cultura pura (Bacillus thuringiensis) não 

apresentaram o elemento bário na análise elementar das amostras após circulação da solução de 

BaSO4 por 15 dias, não indicando uma correlação da presença desses microrganismos na 

assimilação de íons bário (Tabela 12). 

A figura 43 mostra um mapa EDS obtido pela microscopia eletrônica de alguns elementos 

químicos presentes nos biofimes. Pelo mapa, elementos como: bário, alumínio, enxofre, silício, 

carbono e oxigênio foram detectados.  
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 Tabela 12 - Quantificação elementar de amostras de membrana com biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 cereus) aderidos. 
Elementos Membrana 

Limpa 

Amostra de 

biofilme sem 

circulação 

da solução 

  (BaSO4) 

Amostra de 

biofilme sem 

circulação da 

solução 

(BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução  

 (BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

Amostra com 

Biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

F <0,001 1,32 2,32 1,28 1,87 1,16 

Na2O 8,34 0,322 0,656 0,466 0,592 0,582 

MgO <0,001 0,653 0,324 0,158 0,592 0,373 

Al2O3 <0,001 1,76 2,45 1,89 1,59 2,13 

SiO2 0,057 1,85 0,86 2,02 1,65 2,60 

P2O5 0,167 0,765 0,654 0,804 0,792 1,83 

SO3 87,7 90,4 89,8 92,4 91,3 90,0 

Cl 0,625 0,567 0,856 0,960 0,863 0,889 

K2O 0,159 0,254 0,354 0,309 0,245 0,464 

CaO 0,155 0,246 0,276 0,246 0,269 0,364 

TiO2 2,10 1,23 0,76 1,35 1,38 1,39 

MnO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

Fe2O3 0,157 0,122 0,342 0,141 0,217 0,208 

NiO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

CuO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

ZnO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

Br 0,565 0,004 0,007 0,006 0,006 0,004 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 
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Figura 43 - Mapa EDS de elementos presentes nas amostras de biofilmes de cultura pura (Bacillus 

 thuringiensis) sobre as amostras de membrana. Ausência de aglomerados para o 

 elemento bário. Os pontos sem aglomeração indicam apenas ruído do equipamento. 

 
 

6.4.4.3.3.4biofilme de cultura pura (Pseudomonas aeruginosa) 

 De acordo com a tabela 13, as amostras de membrana com biofilmes de cultura pura 

(Pseudomonas aeruginosa) não apresentaram o elemento bário na análise elementar das 

amostras após circulação da solução de BaSO4 por 15 dias, não indicando uma correlação da 

presença desses microrganismos na deposição de sais. 

A figura 44 mostra um mapa obtido pela microscopia eletrônica de alguns elementos 

presentes nos biofilmes. Pelo mapa, elementos como: bário, alumínio, enxofre, silício, carbono 

e oxigênio foram detectados.  
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Tabela 13 - Quantificação elementar das amostras de membrana com biofilmes de cultura pura 

 (Pseudomonas aeruginosa) aderidos. 
Elementos Membrana 

Limpa 

Amostra com 

biofilme sem 

circulação da 

solução  

(BaSO4) 

Amostra com 

biofilme sem 

circulação da 

solução  

(BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

Amostra com 

biofilme e com 

circulação da 

solução 

 (BaSO4) 

F <0,001 0,765 0,855 0,942 <0,001 <0,001 

Na2O 0,498 0,534 1,45 0,841 1,40 0,456 

MgO 0,297 0,143 0,567 0,244 0,314 <0,001 

Al2O3 5,96 4,56 4,45 4,47 6,66 0,111 

SiO2 6,77 0,432 0,985 5,32 9,97 0,246 

P2O5 0,812 0,564 1,65 0,741 1,43 0,210 

SO3 82,4 88,1 83,5 84,3 76,6 96,1 

Cl 0,862 1,658 1,87 0,923 1,16 0,883 

K2O 0,387 0,445 0,765 0,319 0,440 0,161 

CaO 0,301 0,158 0,423 0,331 0,363 0,219 

TiO2 1,29 1,67 2,54 1,30 1,27 1,48 

MnO 0,021 0,043 0,045 0,022 <0,001 <0,001 

Fe2O3 0,359 0,134 0,543 0,272 0,401 0,144 

CuO <0,001 <0,001 0,023 <0,001 0,019 <0,001 

ZnO 0,009 <0,001 0,015 0,015 0,015 <0,001 

BaO <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 <0,001 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 44 - Mapa EDS de elementos presentes nas amostras de biofilmes de cultura pura 

 (Pseudomonas aeruginosa) sobre as amostras de membrana. Ausência de  aglomerados 

 para o elemento bário. 
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 Mesmo não havendo permeação, observou-se uma influência de biofilmes complexos e 

alguns biofilmes de cultura pura na deposição de sais ou em uma espécie de troca iônica ocorrida 

pela interação de componentes da água com a matriz do biofilme. De acordo com Tortora (2012), 

as paredes celulares de bactérias gram-positivas possuem ácidos teicóicos em suas superfícies. 

Estes ácidos possuem carga negativa e podem unir e regular o movimento de cátions para dentro 

e para fora da célula. Todos os biofilmes de cultura pura exceto o de Pseudomonas aeruginosa 

eram constituídos por microrganismos gram-positivos. A única bactéria gram-positiva que não 

apresentou resultados positivos na incorporação de íons ou deposição de sais foi Bacillus 

thuringiensis, indicando que a influência de biofilmes na deposição estaria mais relacionada com 

a constituição química da matriz, que é diferente para cada tipo de microrganismo.  

 Diversas espécies de Bacillus produzem uma variedade de EPS como: levana (polímero, 

constituído por unidades de frutose vinculadas por ligações glicosídicas do tipo β), β-1,3-Glucano 

(polissacarídeos de monômeros de D-glicose unidos por ligações glicosídicas β. São um grupo 

diversificado de moléculas que podem variar no que diz respeito à massa molecular, a 

solubilidade, a viscosidade, e a configuração tridimensional), e heteropolímeros principalmente 

compostos por açúcares neutros e conjugados de açúcar e proteína. Alguns EPS de Bacillus são 

excelentes emulsificantes e capazes de remover metais pesados (Lakshminarayanan, 2015). 

 Em sistemas de osmose reversa reais em operação, na qual ocorre permeação e, 

consequentemente, concentração de íons na solução (principalmente nos últimos elementos do 

vaso), a presença de biofilmes deve influenciar na deposição de sais nestes elementos. Thompson 

et al., 2012, em um trabalho envolvendo permeação de membranas de osmose reversa de 

bancada, concluiu que um biofilme pré-formado na membrana aumenta a deposição de sais 

devido a um aumento da concentração polarização. Herzberg e Elimelech (2007), concluíram 

que a resistência hidráulica causada pelos biofilmes é devido ao EPS produzido e não devido à 

presença apenas de células microbianas; estas seriam responsáveis pelo aumento da pressão 

osmótica transmembrana causada pelo aumento da concentração polarização.  

 

6.4.5 Conclusão 

 Os resultados obtidos neste experimento mostraram que a presença de biofilmes em 

sistemas de osmose reversa possui algum tipo de interferência nos íons e compostos presentes na 

solução (seja na deposição de sais ou na troca iônica), agravando problemas como: queda de 

produção e danos às membranas. Como a presença de biofilmes nestes sistemas é inevitável, a 

deposição de sais, considerada apenas nos últimos elementos dos vasos de pressão, pode também, 

ser um problema em outros elementos que não estejam localizados no final dos vasos de pressão. 

https://pt.wikipedia.org/wiki/Polissacar%C3%ADdeo
https://pt.wikipedia.org/wiki/Glicose
https://pt.wikipedia.org/wiki/Liga%C3%A7%C3%A3o_glicos%C3%ADdica
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7.5 CAPÍTULO 5: LIMPEZA QUÍMICA E RECUPERAÇÃO BACTERIANA EM 

MEMBRANAS DE OSMOSE REVERSA 

 

7.5.1 Introdução  

7.5.1.1 Limpeza Química de Membranas 

 Embora, na teoria, a causa para a formação dos diversos tipos de fouling possa ser 

prevenida por um pré-tratamento adequado da água de alimentação, na prática, esses problemas 

podem ser apenas retardados. Este fato requer ações apropriadas para conter os efeitos negativos 

causados pelo fouling e aumentar ao máximo o tempo de vida das membranas. Além disso, 

operações de limpeza química de membranas em intervalos regulares são inevitáveis (KOLK  et 

al., 2013). 

 A limpeza química é a técnica mais utilizada para a recuperação de membranas, 

principalmente, em sistemas de osmose reversa.   

 Manter o fluxo de permeado continua sendo um desafio em sistemas de osmose reversa, 

principalmente, devido ao fouling de membranas. Compostos orgânicos (geralmente matéria 

orgânica natural e microrganismos), compostos inorgânicos como: CaCO3, CaSO4, BaSO4, SiO2 

e colóides, podem depositar sobre a superfície das membranas, diminuindo o fluxo de permeado 

(ESPINASSE et al., 2012).  

Os agentes de limpeza mais comumente utilizados em sistemas de membranas são: 

ácidos, bases, surfactantes, enzimas, agentes complexantes, desinfetantes e a combinação destes 

agentes.  

 De acordo com Tragardh (1989), limpeza é definida como um processo no qual os 

substratos removidos não fazem parte do material. Os objetivos dos procedimentos de limpeza 

química e desinfecção são: obter uma estrutura que é fisicamente limpa (promovendo fluxo e 

separação adequados em operações subsequentes), quimicamente inerte (livre de resíduos que 

podem contaminar o produto e biologicamente limpo (no qual uma redução adequada de 

microrganismos pode ser alcançada) (D’SOUZA; MAWSON, 2007). Para alcançar estes 

propósitos, alguns cuidados devem ser tomados: os agentes químicos utilizados não devem 

danificar a membrana (pH e temperatura extremos), o processo de limpeza e sua frequência 

devem ser otimizados para minimizar efeitos adversos na vida útil das membranas, os produtos 

químicos utilizados devem ter uma disposição final adequada e minimização dos gastos com 

água e interrupção frequente do processo (TRAGARDH, 1989; LAWRENCE et al., 1998). 

 Uma limpeza inadequada em sistemas de filtração por membranas pode acarretar em 

aumentos nos custos de filtração como apontados por Hall (1992):  
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1. Um agente de limpeza muito agressivo pode resultar em uma deterioração irreversível da 

membrana e um aumento da substituição das mesmas no sistema. Tipicamente, o custo 

na troca de membranas constitui cerca de 25-30% do custo total do sistema. 

2. Um procedimento de limpeza química incorreto aumenta o consumo de energia, os custos 

com operadores e uma redução na produtividade. 

3. Protocolos incorretos de limpeza resultarão em perda do fluxo e/ou contaminação do 

produto.  

 

7.5.1.2  Agentes Químicos Utilizados  

 Limpeza é uma reação heterogênea entre o agente e a camada de fouling. Para uma 

limpeza adequada da membrana, o agente químico utilizado deve possuir as seguintes 

características (D’SOUZA; MAWSON, 2007): 

1. Uma concentração adequada, com boa solubilidade e fácil lavagem. 

2. Dissolver o fouling e mantê-lo em solução, para prevenir seu posterior depósito nas 

superfícies que foram limpas. 

3. Formar pouca espuma. 

4. Boa compatibilidade com o material da membrana e outros componentes do sistema 

como juntas de cola e espaçadores. 

5. Deve promover a desinfecção de superfícies úmidas. 

 

Os principais agentes de limpeza química são (MADAENI; SAMIEIRAD, 2010): 

 Bases 

 Hidróxido de sódio (NaOH) e hidróxido de potássio (KOH) são substâncias inorgânicas 

altamente alcalinas que se dissolvem rapidamente em água liberando íons hidróxidos. Sua alta 

alcalinidade promove uma rápida hidrólise de proteínas e outros resíduos orgânicos e uma 

eficiente saponificação de gorduras e óleos em temperaturas acima de 50 ºC. Soluções desses 

compostos em pH entre 11-12 são recomendados para a remoção de fouling contendo proteínas 

e outros compostos orgânicos. A presença de íons hidróxido pode promover a disrupção da 

camada de fouling por mecanismos como: aumento da força iônica, aumento da solubilidade de 

compostos orgânicos e aumento do pH. O aumento do pH deve resultar em um aumento da carga 

negativa de compostos orgânicos, devido a desprotonação de grupos carboxílicos e fenólicos. 

Em pH 11, a maioria dos grupos funcionais presentes em águas residuais é desprotonada e, além 

disso, os compostos adquirem carga negativa. Sob estas condições, as interações repulsivas entre 
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os constituintes do fouling facilitam a liberação e o transporte destes da superfície da membrana 

para a solução (ANG et al., 2011). 

 

 Ácidos 

 Ácidos são utilizados, principalmente, para dissolver precipitados de sais inorgânicos ou 

óxidos. Ácido nítrico ou ácido fosfórico são, frequentemente, utilizados na limpeza de 

membranas. Entretanto, a utilização de ácido cítrico vem aumentando devido à sua brandura e 

facilidade de enxágue (D’SOUZA; MAWSON, 2007). 

 

 Surfactantes 

 São compostos que possuem, em sua estrutura, regiões hidrofílicas e hidrofóbicas. 

Interações entre a membrana e o surfactante são dominadas por reações hidrofílicas/hidrofóbicas. 

 Os surfactantes agem sobre a membrana de diversas formas: facilitam a remoção de 

depósitos, suspendem materiais (auxiliando na solubilização e emulsificação), estabilizam 

espumas, adsorvem em superfícies melhorando suas propriedades e agem como biocidas 

(MARRIOTT, 1997).  

 Existem quatro classes gerais de surfactantes: aniônico, não iônico, catiônico e anfótero. 

Os dois primeiros são recomendados para o uso em limpeza de membranas. Surfactantes 

aniônicos apresentam carga negativa quando dissociado em água e são normalmente vendidos 

como sais de sódio, potássio e amônio. Surfactantes não iônicos são surfactantes que não se 

ionizam em solução; formam pouca espuma, independente do pH, são facilmente removidos 

porém, geralmente, são menos efetivos que os agentes aniônicos. 

 

 Enzimas 

A utilização de enzimas é geralmente empregada se a limitação de pH da membrana for 

10 ou abaixo, ou se uma grande quantidade de depósito estiver presente. A enzima 

protease é comumente adicionada em detergentes enzimáticos (KRACK, 1995). Uma 

aplicação de enzimas, geralmente empregada com sucesso, é quando altas concentrações 

de proteínas estão presentes nos depósitos. 

 A utilização de enzimas na limpeza de membranas oferece algumas vantagens quando 

comparadas com os regimes tradicionais de limpeza (ácido ou básico) dentre elas, temos a maior 

biodegradabilidade, menor agressão às membranas e poucos problemas referentes à poluição.  

 Alguns problemas referentes ao uso de enzimas estão no fato delas possuírem limites de 

tolerância ao pH, a agentes surfactantes e detergentes (KUMAR; TIWARI, 1999). 
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 Agentes Quelantes 

 EDTA é um dos agentes complexantes utilizados para a remoção do fouling em sistemas 

de membranas filtrantes. Existem seis posições moleculares na molécula de EDTA que poderiam 

contribuir para a formação de ligações de hidrogênio e complexos com os materiais presentes 

nos depósitos localizados na superfície das membranas (MOHAMMADI et al., 2002). 

 

 Desinfetantes e Sanitizantes  

 Muitos detergentes possuem características desinfetantes porém, a aplicação de um 

sanitizante é uma prática comum para a redução de microrganismos. Um sanitizante adequado 

não deve agredir as membranas e sua aplicação deve ser acessível a todas as partes do sistema, 

incluindo as regiões do concentrado e permeado das membranas (D’SOUZA; MAWSON, 2007). 

 Peróxido de hidrogênio e hipocloritos são desinfetantes efetivos que podem ser utilizados 

em muitos polímeros orgânicos utilizados na fabricação de membranas. A utilização de 

hipocloritos, entretanto, diminui a vida útil das membranas e sua utilização deve ser feita com 

cuidado. Dicloroisocianúrico é um sanitizante satisfatório mas, o dióxido de cloro, é pouco 

efetivo (BOHNER; BRADLEY; 1992). Produtos contendo ácido peracético são bons 

sanitizadores pois, são compatíveis com a maioria das membranas e podem passar através de 

membranas de osmose reversa, permitindo a sanitização do permeado. Produtos baseados em 

compostos quaternários de amônio e iodo, não podem ser utilizados, devido à sua adsorção na 

superfície das membranas, causando a queda do fluxo de permeado e danos nas membranas 

(KRACK; 1995). 

 

 Cloreto de Sódio (NaCl) 

 A utilização de cloreto de sódio como agente de limpeza tem sido feita em diversas 

pesquisas de bancada, apresentando resultados significativos. De acordo com Ang et al. (2011), 

o cloreto de sódio mostrou-se efetivo na limpeza de amostras de membranas de osmose reversa 

colmatadas com matéria orgânica hidrofílica como o alginato. 

 

 Água 

 Ciclos de limpeza de membranas consomem grande quantidade de água pura. Pré-filtros 

devem ser utilizados para remover sólidos em suspensão e contaminação bacteriológica; além de 

manter o nível de compostos orgânicos reduzidos para evitar o crescimento de biofilmes. 
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 A presença de ferro, manganês, sílica e outros sais podem formar depósitos sobre as 

membranas, podendo alterar a atividade de agentes utilizados na limpeza química; devido a esses 

problemas, deve-se utilizar água deionizada (produzida por troca iônica) ou água permeada de 

osmose reversa durante o processo de limpeza. 

 Atualmente, outras metodologias de limpeza estão sendo estudadas como, por exemplo, 

a utilização de dióxido de carbono supercrítico (SC CO2) para a remoção, principalmente, de 

matéria orgânica (biofouling) em superfícies de membranas de osmose reversa (MUN et al., 

2012). O dióxido de carbono supercrítico não é tóxico, possui e é um potente antimicrobiano 

(MUN et al., 2012); porém, sua utilização é inviável devido ao alto custo na obtenção do dióxido 

de carbono neste estado. 

 

7.5.1.3 Frequencia de Limpeza 

 Os fabricantes de membranas, geralmente, recomendam uma limpeza química quando: 

 Ocorre uma queda do fluxo de permeado em 10%. 

 A passagem de sais aumentar de 5-10%. 

 Quando a diferença de pressão entre a alimentação e o concentrado aumentar de 10-15% 

(DOW, 2010-). 

 Na maioria dos casos, a limpeza só é realizada quando existe um maior impacto sobre os 

indicadores de performance (fluxo de permeado, pressão diferencial – alimentação e concentrado 

e passagem de sais) por diferentes razões. Deve ser considerado que os depósitos, geralmente, 

não se distribuem por igual sobre a superfície das membranas. Em outras palavras, uma queda 

do fluxo de permeado de 10% causada, por exemplo, por incrustação, não significa que todos os 

elementos têm uma perda de performance de 10%. A deposição de sais começa onde ocorre 

maior concentração (nos últimos elementos da planta) e ocorre muito pouco nos primeiros 

elementos. Isto significa que os últimos elementos, provavelmente, já possuem uma incrustação 

severa, enquanto que o fluxo de permeado de todo o sistema caiu apenas 10%. (KOLK  et al., 

2013).  

 

7.5.1.4 Duração e os Passos de uma Limpeza 

 Para uma limpeza química adequada em membranas de osmose reversa, é importante 

verificar a composição química da água de alimentação, tentando entender como e se 

determinados componentes poderão formar o fouling nas membranas, além disso, uma autópsia 

adequada de elementos colmatados irá determinar o tipo de fouling predominante, auxiliando 

assim, na utilização correta de produtos químicos na limpeza. 



119 
 

 Existem diferentes regimes de limpeza e a escolha do produto utilizado para esta 

finalidade irá depender do tipo de membrana, do produto tratado e do design do sistema 

(WAGNER, 1996). Um ciclo típico de limpeza, descrito por Tragardh (1989), consiste nos 

seguintes procedimentos: lavagem com água para remover os produtos, limpeza em um ou mais 

passos, lavagem com água para remover detergentes e depósitos remanescentes e uma 

desinfecção final. 

 O tempo de lavagem (utilizando água de permeado) depende do tamanho da planta do 

sistema, mas geralmente, o tempo utilizado varia entre 5 e 20 minutos; em plantas com pouca 

área de membrana o tempo pode ser menor, enquanto que em plantas de grande dimensão, um 

tempo maior é requerido (KRACK, 1995). Durante todo o processo de lavagem, o concentrado 

deve ser descartado, e a lavagem deve continuar até a corrente do concentrado ficar limpa e 

neutra. O aumento do fluxo devido à lavagem com água ocorre devido à remoção de materiais 

solúveis e adsorvidos. Além disso, uma lavagem efetiva é um importante processo do ciclo de 

limpeza pois, resíduos podem reduzir a eficácia de um agente de limpeza subseqüente ou de um 

agente sanitizante (D’SOUZA; MAWSON, 2007). 

 A maioria dos regimes de limpeza consiste na utilização de uma solução básica seguida 

de uma solução ácida, utilizando a lavagem com água do permeado entre as etapas. Para 

membranas poliméricas, também é comum a utilização de uma solução básica com cloro depois 

da limpeza ácida pois, uma segunda limpeza alcalina, aumenta o fluxo de permeado (BOHNER 

E BRADLEY; 1992). O tempo de circulação de cada agente de limpeza depende do tamanho de 

cada planta e pode exceder trinta minutos em grandes sistemas de membranas; além disso, um 

aumento exagerado do tempo de limpeza pode diminuir o fluxo de permeado subsequente, 

mostrando que a variável tempo pode ser otimizada (MAKARDIJ et al., 1999). 

 Uma vez caracterizado o fouling sobre a membrana, um ou mais produtos químicos 

poderão ser utilizados na limpeza. Estes agentes podem ser preparados manualmente ou, 

comprados de empresas específicas. É comum a utilização de diferentes agentes químicos na 

limpeza química de membranas. Tipicamente, uma limpeza com pH alto é utilizada primeiro para 

a remoção de depósitos como óleo ou material biológico, seguida por uma limpeza com baixo 

pH objetivando a remoção de depósitos inorgânicos. Em alguns casos, esta sequência é invertida 

ou apenas uma solução de limpeza é requerida para a limpeza das membranas. Outros protocolos 

utilizam detergentes para a remoção de matéria e detritos orgânicos e agentes quelantes como o 

EDTA, utilizado para a remoção de material coloidal e incrustação de sulfato. A utilização 

incorreta da sequência desses produtos durante a limpeza, pode dificultar ainda mais a remoção 

dos depósitos (HYDRANAUTICS, 2011).   
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7.5.1.5 Aspectos Físicos para Limpeza de Membranas 

 Os principais parâmetros físicos que afetam os processos de limpeza são: temperatura, 

concentração (atividade química), energia mecânica (abrangendo combinações apropriadas de 

pressão e taxa de fluxo) e tempo. Para limpeza de membranas, o design do sistema, o tipo de 

depósito sobre as membranas, a qualidade da água e o material da membrana devem ser 

considerados quando se varia um ou mais parâmetros descritos acima (ANG et al., 2006). 

 

7.5.1.6 Efetividade da Limpeza Química 

 A verificação de uma limpeza química adequada pode ser realizada por indicações 

indiretas como: composição, aspecto visual e cheiro da última porção da água de lavagem 

(RABILLER et. al., 2002). A autópsia de membranas é uma ferramenta importante que auxilia 

na verificação da eficácia de uma limpeza pois, utiliza métodos sofisticados como: microscopia 

eletrônica de varredura, microscopia de força atômica, espectroscopia de fotoelétrons excitados 

por raios X e espectroscopia de infravermelho; porém, esta técnica é destrutiva e não utilizada 

durante a rotina industrial. Daí a importância em se desenvolver metodologias que comprovem 

a eficácia de uma limpeza química in-situ. 

 Para aplicações em campo, a restauração do fluxo de permeado é a melhor maneira de se 

verificar a eficiência de uma limpeza química. 

Praticamente não há pesquisas executadas com rigor científico de limpeza química de 

membranas de osmose reversa oriundas de plantas em operação comercial (real). 

 

7.5.2  Objetivos 

 Verificar a ação de alguns compostos químicos utilizados em limpeza química de 

membranas (HCl, NaOH, EDTA e SDS) em elementos de osmose reversa industriais colmatados, 

predominantemente, por diferentes tipos de fouling, e em bactérias presentes em biofilmes 

formados em amostras de membranas contidas em células de fluxo. 

 

7.5.3 Materiais e Métodos 

7.5.3.1 Limpeza Química em Membranas de Uso Industrial Colmatadas 

7.5.3.1.1Amostras de Membrana  

 As amostras foram coletadas de três diferentes elementos de osmose reversa colmatados 

enviados por diferentes empresas para autópsia. Estas foram cortadas, de diversas regiões dos 

elementos (entrada e saída), e mantidas em geladeira até o procedimento de limpeza química de 

bancada. 
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7.5.3.1.2Autópsia dos Elementos 

 A caracterização do fouling na superfície das membranas foi feita pelas seguintes 

análises: quantificação de peso seco, material orgânico, proteínas, carboidratos, unidades 

formadoras de colônia e análise elementar por fluorescência de raios X. 

 

7.5.3.1.3Limpeza Química de Bancada (análise qualitativa) 

 Para o teste de limpeza química de bancada foi utilizado um béquer e um agitador 

magnético para simular um fluxo tangencial sobre a superfície das membranas. Durante o 

procedimento de limpeza química, as amostras de membrana foram fixadas utilizando fita 

adesiva na parede do béquer, mantendo-as fixas (Figura 45). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 45 - Amostras de membranas de osmose reversa durante o procedimento de limpeza química de 

 bancada. 

 
 

7.5.3.1.4Reagentes Utilizados na Limpeza Química 

 Os reagentes utilizados foram: solução de ácido clorídrico (Synth, pH = 2), solução de 

hidróxido de sódio (Synth, pH = 12), ácido etilenodiamino tetra-acético dissódico (Synth, 2 mM) 

e dodecil sulfato de sódio (Synth, 10 mM). As soluções foram preparadas utilizando água mili-

Q.  

 

7.5.3.1.5Procedimentos de Limpeza 

 Diferentes tempos foram testados para cada solução utilizada na limpeza (10, 20 e 30 

minutos). Testes de combinação de soluções também foram realizados (ácido + base, base + 

ácido, EDTA + ácido, EDTA + base, SDS + ácido e SDS + base). Água mili-Q foi utilizada por 
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10 minutos antes, entre (quando mais de uma solução foi utilizada) e após a utilização das 

soluções de limpeza. 

 

7.5.3.1.6Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

 Foi utilizado o microscópio eletrônico de varredura da marca FEI, modelo Quanta 600 

FEG para uma visualização mais detalhada da ação das soluções na remoção do fouling. 

 

7.5.3.2 Teste de Limpeza Química em Bactérias Contidas em Biofilmes  

7.5.3.2.1Amostras de Membranas 

 As amostras utilizadas no experimento foram obtidas de um elemento de osmose reversa 

novo (Modelo: RE-70-1812) (Figura 46). Foram montadas células de fluxo contendo estas 

amostras para a montagem do sistema utilizado no experimento (Figura 47).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 46 - Elemento de osmose reversa novo (A) utilizado para obtenção de amostras (B). 

 

 

 

 

 

 

 

: 

Figura 47 - Duas células de fluxo montadas com amostras de membranas limpas dentro. 
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7.5.3.2.2Sistema para Crescimento de Biofilme Complexo 

 Após a montagem das células de fluxo, estas foram levadas até o galpão montado na raia 

olímpica da USP para serem conectadas, em paralelo, a tubulações por onde água bruta da raia 

olímpica pudesse circular constantemente nestas células de fluxo para a formação de biofilmes 

sobre as amostras de membranas (Figura 48). O fluxo de água em cada célula foi de 8 L/h. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 48 - Sistema montado na raia olímpica da USP para o crescimento de biofilmes. 

 

 

7.5.3.2.3Compostos Químicos Testados  

 Foram testados os seguintes compostos químicos para limpeza das amostras de 

membranas após crescimento de biofilmes: ácido clorídrico (pH = 2), hidróxido de sódio (pH = 

12), EDTA (2 mM) e SDS (10 mM). Para cada composto testado, foram utilizadas 6 células de 

fluxo que ficaram conectadas no sistema por 15 dias ininterruptos para o crescimento de 

biofilmes. 
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7.5.3.2.4Procedimento para Limpeza Química das Amostras 

 A limpeza química das amostras foi realizada em béquer com agitação magnética para 

simular um fluxo tangencial na superfície das membranas (Figura 49). As amostras foram fixadas 

em uma das extremidades do recipiente, com fita adesiva, para mantê-las fixas na parede do 

béquer durante o procedimento de limpeza.  

 

 

7.5.3.2.5Procedimento para Teste de Limpeza e Recuperação Microbiana 

  Os procedimentos para o teste de cada produto químico utilizado foram os seguintes: 

 2 células de fluxo: foram retiradas as amostras após 15 dias em contato com água da raia 

olímpica da USP, trituradas com 200 mL de água destilada em liquidificador, na potência 

máxima por 3 minutos, para o desprendimento e desagregação do biofilme e feita a 

contagem de células viáveis em meio R2A (Merk). 

 2 células de fluxo: foram retiradas as amostras após 15 dias em contato com água da raia, 

feita a lavagem das amostras com o produto químico (na temperatura ambiente) a ser 

testado em béquer por 30 minutos (Figura 49) e, posteriormente, estas foram trituradas 

em liquidificador para posterior contagem de células viáveis em meio R2A (Merk). 

 2 células de fluxo: foram retiradas as amostras após 15 dias em contato com água da raia 

olímpica, feita a lavagem das amostras com o produto químico a ser testado em béquer 

por 30 minutos, remontagem das células de fluxo com as amostras após lavagem e 

montagem de um sistema para circulação da água da raia olímpica autoclavada nestas 

células por quinze dias ininterruptos (Figura 50) para, logo em seguida, fazer a trituração 

das amostras e contagem de células viáveis em meio R2A (Merk). O reservatório 

contendo água da raia autoclavada foi trocado de dois em dois dias. 
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Figura49 - Sistema de circulação de água da raia autoclavada nas amostras de membrana após lavagem 

 química. Reservatório (A), bombas peristálticas (B) e células de fluxo (C). 

  

 

7.5.3.2.6Microscopia Eletrônica de Varredura 

 Foi utilizado o microscópio eletrônico de varredura da marca FEI, modelo Quanta 600 

FEG, para uma visualização mais detalhada da formação de biofilme nas amostras após 15 dias 

em contato com água bruta da raia olímpica. 

 

 

7.5.4 Resultados e Discussão 

7.5.4.1 Limpeza Química em Membranas de Uso Industrial Colmatadas 

7.5.4.1.1Caracterização do Fouling do Elemento Analisado 

 O objetivo desta análise foi verificar a causa da colmatação dos elementos analisados. Os 

diferentes elementos foram denominados elementos 1, 2 e 3. 

 A tabela 24 mostra os resultados obtidos de peso seco, porcentagem de matéria orgânica, 

unidades formadoras de colônia e quantificação de proteínas e carboidratos nas amostras de 

membranas analisadas. Grande parte do fouling presente nos elementos 2 e 3 foi de origem 

orgânica; já o elemento 1, apresentou predominância de fouling inorgânico.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

A 
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Tabela 14 - Caracterização do fouling nas amostras de membranas. 
Amostras  Peso Seco 

(mg/cm²) 

% Matéria 

Orgânica* 

UFC 

(colônias/cm²)a 

% proteínas* % carboidratos* 

Elemento 1 0,67 ± 0,14 19,5 ± 1,64  1,32 x 104 6,8 ± 1,2 1,9 ± 0,37 

Elemento 2 0,44 ± 0,09 56,1 ± 12,8 1,61 x 105 1,06 ± 0,27 15,61 ± 5,38 

Elemento 3 0,72 ± 0,09 47,0 +6,3 1,23 x 105 0,46 ± 0,07 7,61 ± 0,08 

* Porcentagem referente ao peso seco. 
a Desvio padrão de ± 30%. 
 

 

 Na quantificação elementar, os teores apresentados foram determinados por análise semi-

quantitativa sem padrões com análise de elementos químicos de flúor a urânio, em espectrômetro 

por fluorescência de raios x (Tabela 25). Esta análise evidenciou uma quantidade predominante 

de compostos contendo alumínio, silício e ferro nos três elementos. Grande quantidade de cálcio 

também foi encontrada no fouling proveniente do elemento 1.  

 
 

Tabela 15 - Análise semi-quantitativa, valores expressos em % de óxidos, normalizados a 100%. 

Amostra de Fouling Elemento 1 (%) Elemento 2 (%) Elemento 3 (%) 

Al2O3 30,9 11,1 16,2 

SiO2 25,13 44,6 54,4 

P2O5 2,6 3,70 5,08 

SO3 5,4 3,44 1,90 

Cl 0,15 0,59 0,35 

K2O 0,33 1,53 2,46 

CaO 21,9 1,42 1,60 

TiO2 2,29 0,80 1,77 

Cr2O3 0,05 6,57 2,30 

MnO 0,08 0,24 0,12 

Fe2O3 10,25 19,6 11,2 

NiO 0,13 0,84 0,18 

CuO 0,02 0,78 0,31 

ZnO 0,69 0,15 0,07 

SrO 0,02 nd 0,01 

SnO2 0,02 2,02 0,18 

Na2O Nd 0,56 0,66 

MgO Nd 1,90 1,85 

nd = elemento não detectado. 
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 A autópsia mostrou que o elemento 1 colmatou, principalmente, por fouling inorgânico 

e/ou coloidal. O alto conteúdo de cálcio ocorreu pela grande concentração de íons cálcio e contra-

íons na água de alimentação, que aumentou ainda mais devido à permeação da água pelos 

elementos de membrana, excedendo o limite de solubilidade de alguns sais de cálcio (como o 

CaSO4), que precipitaram. A presença de ferro e alumínio ocorreu, provavelmente, por 

problemas no pré-tratamento da água de alimentação, onde sais de alumínio e ferro são utilizados 

em processos de coagulação e floculação; estes elementos também podem estar associados ao 

silício e oxigênio nos silicatos. O silício presente, provavelmente, ocorreu na forma de silicatos 

e sílica. A sílica além de ser abundante, é de difícil tratamento depositando-se nas membranas, 

geralmente, na forma polimerizada (PEÑA et al., 2013).  

 A colmatação do elemento 2 foi causada por material orgânico e inorgânico em 

proporções semelhantes. Grande parte da matéria orgânica presente foi devido à presença de 

carboidratos. De acordo com Liu e Fang (2005), o EPS produzido pelos microrganismos do 

biofilme é composto, predominantemente, de carboidratos. O cheiro de amônia verificado neste 

elemento pode ser devido à presença de microrganismos, como cianobactérias, presentes no 

tanque de alimentação, que fixam nitrogênio, transformando-o em amônia, que em água, forma 

íons amônio (TORTORA, 2003). Quanto ao material inorgânico observado, a grande quantidade 

de silício observada está relacionada com a presença de sílica e silicatos na água de alimentação. 

A presença de ferro e alumínio deve-se a utilização de compostos como sulfato de alumínio e 

cloreto férrico no pré-tratamento da água de alimentação e na presença destes nos silicatos 

(FAROOK e SHEIKH, 2013). Verificar comentário acima 

 Grande parte dos depósitos contidos no elemento 3 foi de origem orgânica porém, 

provavelmente, houve uma predominância de matéria orgânica natural como ácidos húmicos e 

fúlvicos (pouca quantidade de carboidratos, indicando pouca quantidade de EPS e, 

consequentemente, pouco biofilme formado). Quanto ao material inorgânico observado, a grande 

quantidade de silício observada está relacionada, também, com a presença de sílica e silicatos na 

água de alimentação. A presença de ferro e alumínio deve-se a utilização de compostos como 

sulfato de alumínio e cloreto férrico no pré-tratamento da água de alimentação e na presença 

destes nos silicatos. 
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7.5.4.1.2Teste de Limpeza Química 

 Este teste foi realizado visando verificar a ação de diferentes produtos químicos, em 

diferentes combinações, com tempos de ação variados, na remoção do fouling presente nas 

amostras das membranas analisadas.  

 

7.5.4.1.2.1limpeza ácida 

 A utilização de uma solução de ácido clorídrico em pH 2 mostrou-se eficaz na remoção 

de boa parte do depósito contido nas amostras do elemento 1. Observou-se uma maior remoção 

aumentando-se o contato da amostra com a solução ácida. O melhor resultado foi observado após 

30 minutos de limpeza, no qual boa parte do fouling foi removida (Figura 51). As amostras 

provenientes dos elementos 2 e 3 não apresentaram remoção mesmo após 30 minutos de contato. 

 

7.5.4.1.2.2limpeza alcalina  

 O teste de limpeza utilizando uma solução de hidróxido de sódio com pH de 12 não foi 

muito eficiente na remoção dos depósitos presentes nas amostras dos três elementos de 

membranas, como observado na figura 52. Mesmo após 30 minutos de contato com a solução de 

hidróxido de sódio, nenhuma remoção visível foi observada. 
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Figura 49 - Limpeza química das amostras de membranas utilizando solução de ácido clorídrico em pH  2. As figuras das amostras após a utilização da  solução 

 ácida referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos. 
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Figura 50 - Limpeza química das amostras de membrana utilizando solução de hidróxido de sódio em pH 12. As figuras das amostras após a utilização da 

 solução alcalina referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos (imagens de cima para baixo). 
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7.5.4.1.2.3limpeza (Ácido + Base) 

 A utilização da combinação de duas soluções (ácida e básica) no procedimento de limpeza 

apresentou remoção do fouling com apenas 10 minutos de limpeza em cada solução nas amostras 

dos elementos 1 e 3. Após 30 minutos de contato em cada solução, as amostras dos três elementos 

apresentaram remoção considerável, principalmente, nas amostras dos elementos 1 e 2, no qual 

houve uma remoção de depósitos em toda região das amostras (Figura 53).  

 

7.5.4.1.2.4limpeza (Base + Ácido) 

 A inversão das soluções utilizadas na limpeza das amostras de membranas colmatadas do 

item 4.1.2.3, apresentou remoção nas amostras dos elementos 1 e 2. No primeiro elemento, houve 

remoção a partir de 20 minutos de limpeza em cada solução; já no segundo, apenas com 30 

minutos de contato em cada solução observou-se remoção de parte dos depósitos. Nas amostras 

do elemento 3 não foi observado remoção do fouling mesmo após 30 minutos de contato em cada 

solução (Figura 54). 
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Figura 51 - Limpeza química de membrana utilizando primeiro, uma solução de ácido clorídrico em pH 2 e, posteriormente, uma solução de hidróxido de 

 sódio em pH 12. As figuras das amostras após a utilização das soluções de limpeza referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) 

 minutos. 
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Figura 52 - Limpeza química de membrana utilizando primeiro, uma solução de hidróxido de sódio em pH 12 e, posteriormente, uma solução de ácido 

 clorídrico em pH 2. As figuras das amostras após a utilização das soluções de limpeza referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) 

 minutos. 
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7.5.4.1.2.5limpeza com EDTA 

 A utilização de EDTA como solução de limpeza das amostras de membranas apresentou 

redução dos depósitos nas amostras do elemento 2 a partir de 20 minutos de limpeza; as amostras 

dos demais elementos não apresentaram remoção visível (Figura 55).  

 

7.5.4.1.2.6limpeza (EDTA + Ácido) 

 O método de limpeza utilizando uma solução ácida de ácido clorídrico (pH = 2) após a 

utilização de uma solução de EDTA mostrou, visualmente, uma remoção em algumas regiões 

após 30 minutos em cada solução nas amostras do elementos 1 (Figura 56). Esta combinação de 

compostos químicos não mostrou eficácia na remoção dos depósitos das amostras dos elementos 

2 e 3. 

 

7.5.4.1.2.7limpeza (EDTA + Base) 

 O mesmo procedimento de limpeza utilizado no item anterior, porém, com a utilização 

de solução de hidróxido de sódio (pH = 12) ao invés de HCl não mostrou resultados satisfatórios 

de remoção, mesmo após 30 minutos de contato com cada solução nas amostras do elemento 1. 

Houve uma remoção significativa dos depósitos nas amostras dos elementos 2 e 3 a partir de 20 

minutos de contato em cada solução (Figura 57).  
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Figura 53 - Limpeza química de membrana utilizando soluçõe de EDTA. As figuras das amostras após a utilização da solução de EDTA referem-se a tempos 

 de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos. 
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Figura 54 - Limpeza química de membrana utilizando primeiro, uma solução de EDTA e, posteriormente, uma solução de ácido clorídrico em pH 2. As figuras 

 das amostras após a utilização da solução de EDTA e HCl referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos. 
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Figura 55 - Limpeza química de membrana utilizando primeiro, uma solução de EDTA e, posteriormente, uma solução de hidróxido de sódio em pH 12. As 

 figuras das amostras após a utilização da solução de EDTA e NaOH referem-se a tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos. 
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7.5.4.1.2.8limpeza com SDS 

 A utilização de um surfactante aniônico na limpeza das amostras de membranas não 

apresentou remoção do fouling das amostras dos três elementos mesmo após 30 minutos de 

contato (Figura 58). 

 

7.5.4.1.2.9limpeza (SDS + Ácido) 

 A ação das soluções de SDS e ácido clorídrico (pH = 2) não mostrou eficácia na remoção 

do fouling sobre as amostras de membrana dos três elementos após 30 minutos de ação (Figura 

59). 

 

7.5.4.1.2.10limpeza (SDS +Base) 

 A ação das soluções de SDS e hidróxido de sódio (pH = 12) não mostrou eficácia na 

remoção do fouling sobre as amostras de membranas após 30 minutos de ação (Figura 60). 
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Figura 56 - Limpeza química de membrana utilizando uma solução de SDS 10 mM. As figuras das amostras após limpeza referem-se a tempos de 10 (A), 20 

 (B) e 30 (C) minutos de contato com a solução de SDS. 
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Figura 57 - Limpeza química de membrana utilizando uma solução de SDS e uma solução de ácido clorídrico com pH = 2. As figuras das amostras após 

 limpeza referem-se a tempos de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos de contato com a solução de SDS e HCl. 
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Figura 58 - Limpeza química de membrana utilizando uma solução de SDS e uma solução de hidróxido de sódio pH = 12. As figuras das amostras após a 

 lavagem são referentes aos tempos de limpeza de 10 (A), 20 (B) e 30 (C) minutos. 
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7.5.4.1.3Microscopia das Amostras após Limpeza 

 A microscopia eletrônica foi utilizada para verificar se houve, realmente, uma remoção 

efetiva da camada de fouling nas regiões das amostras, que visualmente, apresentaram uma boa 

remoção durante os diferentes processos de limpeza, além de verificar se não houve danos à 

membrana, devido à utilização das diversas soluções.  

 

7.5.4.1.3.1elemento 1 

 A figura 61 mostrou uma visão geral das amostras do elemento 1 após os trinta minutos 

das diferentes soluções de limpeza empregadas. A observação das micrografias eletrônicas de 

varredura mostrou que as amostras que foram limpas utilizando uma combinação de ácido e base 

apresentaram uma menor quantidade de depósitos em suas superfícies. O procedimento 

utilizando apenas HCl na limpeza, também mostrou pouca quantidade de depósitos. 

 Uma observação mais detalhada foi obtida com aumento de 15000 vezes das amostras. 

Este aumento evidenciou que as amostras que foram lavadas com uma solução de HCl e uma 

combinação de ácido e base e/ou base e ácido apresentaram regiões onde todo o fouling foi 

removido da superfície das amostras, permitindo a visualização da superfície da membrana 

limpa. A combinação de EDTA e HCl não foi eficaz na remoção do fouling, apesar de 

macroscopicamente, ter apresentado remoção (Figura 62). 
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Figura 59 - Micrografias eletrônicas de varredura das amostras do elemento 1 com 65 X de aumento após diferentes soluções empregadas na remoção do 

 fouling das amostras. 
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Figura 60 - Micrografias eletrônicas das amostras do elemento 1 com aumento de 15000 X. 
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7.5.4.1.3.2elemento 2 

 As micrografias obtidas com um aumento de 65 X mostraram que a melhor remoção do 

fouling foi obtida utilizando combinações de NaOH e HCl e EDTA e NaOH. Uma análise mais 

detalhada (15000 X), confirmou que houve remoção de grande parte do depósito, deixando parte 

da membrana limpa visível. As outras soluções testadas não mostraram eficiência na remoção do 

fouling (Figuras 63 e 64). 

  De acordo com Ang et. al., 2011, a presença de íons hidróxido pode promover a disrupção 

da camada de fouling por mecanismos como: aumento da força iônica, aumento da solubilidade 

de compostos orgânicos e aumento do pH. O aumento do pH deve resultar em um aumento da 

carga negativa de compostos orgânicos, devido a desprotonação de grupos carboxílicos e 

fenólicos. Em pH 12, a maioria dos grupos funcionais presentes em águas residuais é 

desprotonada e, além disso, os compostos adquirem carga negativa. Sob estas condições, as 

interações repulsivas entre os constituintes do fouling facilitam a liberação e o transporte destes 

da superfície da membrana para a solução. 
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Figura 61 -  Micrografias das amostras do elemento 2 com aumento de 65 X. 
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Figura 62 - Micrografia das amostras do elemento 2 após limpeza. Aumento de 15000 X. 
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7.5.4.1.3.3 elemento 3 

 As micrografias obtidas com as amostras do elemento 3, após procedimento de lavagem 

química, mostraram que não houve uma remoção considerável dos depósitos sobre as membranas 

(Figura 65). 

 Dentre as soluções e/ou suas combinações que apresentaram resultados macroscópicos 

de remoção, a combinação de HCl e NaOH foi a que apresentou melhor resultado, sendo possível 

observar áreas da membrana limpa. 

 Apesar de, macroscopicamente, outras combinações de produtos para a limpeza de 

membranas parecerem eficazes (HCl + NaOH e EDTA), pela análise de microscopia eletrônica, 

comprovou-se que grande parte do depósito não foi removida. 
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Figura 15. Micrografias das amostras do elemento 3 após lavagem com diferentes soluções. Aumento de 65 X. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

Figura 63 - Micrografias das amostras do elemento 3 após lavagem com diferentes soluções. Aumento de 15000 X. 
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 De acordo com os resultados obtidos nas autópsias dos três elementos, houve uma 

colmatação predominante de compostos inorgânicos no elemento 1, o que explica a eficácia 

observada durante procedimentos de limpeza utilizando ácido clorídrico e combinações também 

utilizando ácido. A utilização de ácidos em limpeza de membranas tem por objetivo dissolver 

precipitados de sais inorgânicos ou óxidos (D’SOUZA; MAWSON, 2007). Porém, esta remoção 

visual não foi observada com a utilização de surfactante e ácido. Os surfactantes são utilizados 

para solubilizar macromoléculas orgânicas. Os surfactantes agem sobre a membrana de diversas 

formas: facilitam a remoção de depósitos, suspendem materiais (auxiliando na solubilização e 

emulsificação), estabilizam espumas, adsorvem em superfícies melhorando suas propriedades e 

agem como biocidas (ANG et al., 2011); esta adsorção na superfície das amostras pode ter 

dificultado ou impedido a ação do ácido durante o procedimento utilizando SDS e ácido.  

 Nos elementos 2 e 3, devido a presença de orgânicos e inorgânicos em proporções 

semelhantes, as soluções que mais contribuíram com a limpeza foram as combinações 

envolvendo uma base forte. De acordo com Ang et. al., 2011, a presença de íons hidróxido pode 

promover a disrupção da camada de fouling por mecanismos como: aumento da força iônica, 

aumento da solubilidade de compostos orgânicos e aumento do pH. O aumento do pH deve 

resultar em um aumento da carga negativa de compostos orgânicos, devido a desprotonação de 

grupos carboxílicos e fenólicos. Em pH 12, a maioria dos grupos funcionais presentes em águas 

residuais é desprotonada e, além disso, os compostos adquirem carga negativa. Sob estas 

condições, as interações repulsivas entre os constituintes do fouling facilitam a liberação e o 

transporte destes da superfície da membrana para a solução.  

 Ang et. al. (2011) utilizou soluções de NaOH, EDTA e SDS em testes de limpeza em 

membranas que foram colmatadas por 17 horas utilizando efluente com matéria orgânica como 

alimentação do sistema de bancada. 

 

7.5.4.2 Teste de Limpeza Química em Bactérias Contidas em Biofilmes 

7.5.4.2.1Formação de Biofilmes nas Amostras de Membrana 

 Após quinze dias ininterruptos em contato com água da raia, foi observado a formação de 

uma camada espessa de biofilme nas amostras de membranas (Figura 66). A grande presença de 

algas do tipo diatomácea deveu-se à sua abundância na água e ausência de algum tipo de pré-

tratamento da mesma antes de entrar nas células de fluxo. 
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Figura 64 - Micrografias eletrônicas mostrando biofilmes formados sobre as superfícies das amostras 

 de membrana. 
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7.5.4.2.2Limpeza Química 

 Após trinta minutos de limpeza química das amostras de membranas, foi verificado que 

as soluções contendo HCl (pH = 2) e NaOH (pH = 12) mostraram um melhor resultado em 

relação à diminuição de células viáveis (redução de 98% e 98,9% respectivamente). Em relação 

às soluções de EDTA (2mM) e SDS (10 mM), a primeira mostrou-se pouco eficaz na diminuição 

de células viáveis (redução de 17%), e a segunda, praticamente manteve constante o número de 

bactérias viáveis (Figura 67). Tipicamente, durante uma limpeza química de membranas segue-

se uma sequência de solução básica e solução ácida. Entretanto, a remoção de biofouling nunca 

foi completa utilizando esta técnica (Ettori et. al. 2011). Filloux et. al. (2015) utilizou uma 

solução de nitrato de sódio acidificada com ácido clorídrico como única etapa de limpeza 

química, observando que esta solução é um biocida forte em baixas concentrações (0,2 – 

2mgN/L) causando uma morte substancial dos microrganismos e um desprendimento dos 

mesmos das superfícies das membranas. 

 Posteriormente ao procedimento de limpeza química e circulação de água autoclavada da 

raia olímpica por 15 dias ininterruptos, observou-se que, após utilização de solução de HCl (pH 

= 2) houve uma recuperação de 226% de células viáveis porém, manteve uma redução de 93,5% 

em relação à quantidade de viáveis iniciais (nas amostras após 15 dias em contato com água da 

raia). Após o uso de NaOH (pH = 12) e recirculação de água autoclavada, verificou-se uma 

recuperação bacteriana de, aproximadamente, 3600% e manteve uma redução de 59% em relação 

às amostras após 15 dias em contato com água da raia olímpica. A utilização de EDTA e posterior 

circulação de água da raia, mostrou uma recuperação de 49% de viáveis, indicando um número 

igual ou levemente superior ao das amostras após 15 dias de contato com água da raia. O teste 

de recuperação após utilização de solução de SDS praticamente manteve constante o número de 

células viáveis quando comparado com os números antes e após a limpeza (Figura 67). 

 Os testes de limpeza e recuperação bacteriana mostraram que soluções ácidas são mais 

danosas às células bacterianas quando comparada a outras soluções. Apesar das amostras não 

serem provenientes de elementos de osmose reversa reais em operação e conter, basicamente, 

biofouling e fouling orgânico em suas superfícies, os resultados mostraram a dificuldade em se 

determinar procedimentos generalizados de limpeza química sem ter o conhecimento do tipo de 

colmatação ocorrido nas membranas. 

 De acordo com um manual de limpeza química de elementos de osmose reversa de um 

grande fabricante de membranas, o primeiro procedimento de limpeza seria a utilização de uma 

solução alcalina. Limpezas ácidas deveriam ser feitas em um primeiro procedimento, apenas se 

houvesse a presença de carbonato de cálcio ou óxidos/hidróxidos de ferro no fouling. Soluções 
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ácidas reagem com sílica, compostos orgânicos e biofilmes podendo causar um futuro declínio 

na performance do elemento (DOW FILMTECTM Membranes).  

 

 

 

Figura 65 - Contagem de células viáveis nas amostras de membranas durante o procedimento de 

 limpeza  e recuperação bacteriana. 

 

 

7.5.5 Conclusão 

 Os resultados obtidos pela utilização, separadamente, de diferentes soluções de limpeza 

química de membranas em relação ao biofouling foram: 

 Soluções de HCl (pH = 2) e NaOH (pH = 12) foram eficazes na diminuição do número 

de células viáveis. 

 Soluções de EDTA (2 mM) e SDS (10 mM) foram pouco ou ineficazes em relação à 

diminuição de células viáveis das amostras. 

 Houve maior lesão de células bacterianas utilizando solução de HCl (pH = 2).  
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ANEXOS 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Anexo 1: Quantificação de magnésio. Amostra 1 (A), amostra 2 (B), amostra 3 (C), amostra 4 (D) e 

 amostra 5 (E). 
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Anexo 2: Quantificação de cálcio. Amostra 1 (A), amostra 2 (B), amostra 3 (C), amostra 4 (D) e amostra 

5 (E). 
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Anexo 3:  Resultado do seqüenciamento para uma das amostras de bactérias isoladas (Bacillus 

 anthracis). 
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Anexo 4:  Resultado do seqüenciamento para uma das amostras de bactérias isoladas (Bacillus 

 cereus). 
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Anexo 5:  Resultado do seqüenciamento para uma das amostras de bactérias isoladas (Bacillus 

 thuringiensis). 
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