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RESUMO 

MIQUELETTO, P. B. Caracterização de comunidades microbianas relacionadas ao 

metabolismo de hidrocarbonetos leves presentes em solos de bacia sedimentar.  

2010. 86 f. Dissertação (Mestrado em Biotecnologia) – Instituto de Ciências 

Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2010. 

 

Solos ou sedimentos superficiais apresentam hidrocarbonetos gasosos em quantidades 

altamente variáveis e que nem sempre são facilmente entendidos quanto à sua origem, 

evolução e ocorrência na crosta terrestre. Acredita-se que as formações superiores de 

um reservatório de óleo podem ser detectáveis indiretamente utilizando-se bactérias no 

solo capazes de degradá-los. O presente estudo teve como objetivo caracterizar 

comunidades microbianas envolvidas com o metabolismo de hidrocarbonetos leves em 

duas amostras de solo fornecidas pela Petrobrás, uma de área não petrolífera (Solo Np) 

e outra de área petrolífera (Solo P), através da construção de bibliotecas de fragmentos 

do gene RNAr 16S de bactérias e arquéias e de genes catabólicos que codificam a 

subunidade alfa de enzimas monooxigenases solúveis (SDIMO). A comunidade 

microbiana do Solo Np apresentou elevada ocorrência dos grupos bacterianos 

Firmicutes e Alfaproteobacteria e da ordem de arqueias Methanosarcinales. No Solo P 

foi observada grande abundância de representantes do filo bacteriano Actinobacteria e 

do grupo Crenarchaeota I.1b do domínio Archaea. A análise de diversidade dos genes 

catabólicos indicou a formação de duas OPF‟s (Família Protéica Operacional) no solo 

Np e cinco na amostra de solo P, sendo que sequências relacionadas à enzima Eteno 

Monooxigenase foram detectadas apenas nesta última. A maior parte dos clones se 

mostrou filogeneticamente mais próxima de sequências de enzimas de bactérias não 

cultivadas provenientes de amostras ambientais. Análises de cromatografia gasosa dos 

hidrocarbonetos de cadeia curta realizadas logo após a coleta detectaram maiores níveis 

de metano no solo P e maiores níveis de etano e propano no solo Np. A técnica de PCR 

quantitativo (Real Time PCR) empregada para a quantificação das populações 

bacterianas foi bem sucedida em quantificar o número de cópias do gene rRNA 16S das 

comunidades, mas não foi eficiente em quantificar os genes degradadores de gases leves 

presentes no solo, demonstrando uma baixa abundância destes genes nas amostras de 

solo analisadas. 

Palavras–chave: Gases leves. Solo. Enzimas Monooxigenases Solúveis. Comunidades 

Microbianas. Bibliotecas gênicas. 



ABSTRACT 

 

MIQUELETTO, P. B. Characterization of microbial communities involved in short-

chain alkane metabolism in soil samples. 2010. 86 p. Master Thesis (Biotechnology) 

– Instituto de Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2010. 

 

The contents of gaseous hydrocarbons in sub-surface soil and sediment occur in highly 

variable amounts and, in spite of their simple chemical composition, the origin and 

occurrence of such compounds on the surface of the Earth are not entirely understood. 

The upper formations of oil reservoirs may produce gas leaking which is supposed to be 

indirectly detectable through soil bacteria populations capable of consuming it. The goal 

of the present work was to characterize microbial communities involved in short-chain 

alkane metabolism in two soil samples received from Petrobras. Sedimentary basin soil 

sample was named as “P soil” and the other one as “Np soil”. Three clone libraries were 

constructed for each sample, one 16S rRNA gene library for each of the Domains 

Bacteria and Archaea, and one for the catabolic gene coding for the soluble di-iron 

monooxygenase (SDIMO) enzyme alpha subunit. Microbial community of Np soil 

presented high occurrence of Firmicutes and Alphaproteobacteria groups and the 

Methanosarcinales archaeal order. In P soil high abundance of the bacterial phylum 

Actinobacteria and Crenarchaeota group I.1b from Archaea Domain were observed. The 

analysis of the catabolic genes revealed the occurrence of two Operational Protein 

Families (OPF) in Np soil and five in P soil. Clones related to the Ethene 

monooxygenase group (EtnC) were detected only in the latter, which also presented 

higher values of richness and diversity. The sequences from soil samples were more 

closely related to each other than to reference sequences. Short-chain hydrocarbon 

measures performed just after samples were collected showed higher levels of methane 

and lower levels of ethane and propane in the P soil sample in comparison to the Np soil 

sample. A real-time PCR method was applied in order to quantify bacterial populations 

in soil samples. The Np soil sample presented higher numbers of rRNA 16S gene 

copies. The technique was not successful in yielding the catabolic gene quantification, 

suggesting that such genes occur in very low abundance in the soil samples under study. 

 

Keywords: Light Hydrocarbons. Soil. Soluble Monooxygenase Enzymes. Microbial 

Communities. Gene Libraries. 



INTRODUÇÃO 

Reconhecidos como substrato que sustenta o crescimento microbiano, os 

hidrocarbonetos atuam tanto como alvo como produto do metabolismo (VAN HAMME 

et al., 2003). Todos os solos ou sedimentos superficiais apresentam hidrocarbonetos 

gasosos em quantidades altamente variáveis (SANTOS, 2004), e desde os primeiros 

anos do século XX sabe-se que os micro-organismos são encontrados em associação 

com os hidrocarbonetos no solo (SHENNAN, 2006). As bactérias degradadoras de 

hidrocarbonetos apresentam, portanto, uma distribuição ubíqua no ambiente 

(HAMAMURA et al., 1999). Dentre estas bactérias, um grande número é capaz de 

utilizar alcanos gasosos e líquidos como substratos para o seu crescimento (BLEVINS e 

PERRY, 1972). n-Alcanos são oxidados aos álcoois primários ou secundários 

correspondentes por monooxigenases através de oxidação monoterminal, oxidação 

biterminal ou oxidação subterminal (STEPHENS e DALTON, 1986). Devido à sua 

ampla especificidade de substratos, as alcano-monooxigenases são capazes de degradar 

co-metabolicamente vários hidrocarbonetos clorados, e, consequentemente, bactérias 

que oxidam alcanos têm sido intensivamente estudadas para uso potencial em 

biorremediação (WACKETT et al., 1989).  

Além disto, baseado no princípio de que hidrocarbonetos leves escapam de campos 

de óleo e gás para a superfície da Terra, e que estas concentrações elevadas de 

hidrocarbonetos criam condições favoráveis para o desenvolvimento de populações 

altamente especializadas na degradação destes compostos (WAGNER et al., 2002), 

estas bactérias poderiam ser utilizadas como indicadores biológicos indiretos da 

presença de reservas de petróleo, oferecendo grande potencial de aplicação tecnológica 

na indústria de exploração. 

O presente trabalho tem como objetivo investigar comunidades microbianas 

(bactérias e arqueias) presentes em amostras de solo envolvidas com a degradação e 

produção de hidrocarbonetos de cadeia curta (C1 – C4). Isso será feito relacionando os 

resultados das análises moleculares das comunidades microbianas com dados 

cromatográficos dos sedimentos de área petrolífera, assim como sedimento proveniente 

de área não petrolífera. Com isso pretendemos gerar uma análise mais detalhada com 

relação ao metabolismo dos hidrocarbonetos leves no solo. 

 

 



CONCLUSÕES 

O solo desempenha funções fundamentais ao ecossistema através de processos 

mediados por micro-organismos, incluindo a transformação de matéria orgânica e de 

compostos tóxicos e a ciclagem de nutrientes (DORAN e ZEISS, 2000). Como 

representam os maiores catalisadores dos processos no solo, tais organismos podem 

servir como indicadores do status e da produtividade de um ambiente (HARTMANN et 

al., 2009). 

No presente trabalho foi visto que a amostra de solo P, proveniente de região de 

bacia sedimentar (área petrolífera) apresentou alta abundância do filo bacteriano 

Actinobacteria e do grupo de arquéias Crenarchaeota I.1b, ambos conhecidos por 

representarem organismos adaptados à ambientes com baixo nível de nutrientes. A 

análise dos genes catabólicos que codificam regiões de enzimas monooxigenases 

solúveis demonstrou que sequências relacionadas ao grupo de enzimas degradadoras de 

eteno (eteno monooxigenase) ocorrem apenas nessa amostra. 

Na amostra de solo Np, proveniente de área não petrolífera foi observada a presença 

de comunidade microbiana com estrutura semelhante àquela encontrada em 

biodigestores, com elevada ocorrência do filo bacteriano Firmicutes, especialmente a 

ordem Clostridiales, e elevada abundância de arqueias metanogênicas. A classe 

Alfaproteobacteria, que possui representantes com capacidade de degradação de 

metano, também apresentou uma contribuição considerável entre os membros da 

comunidade nesta amostra. Os genes catabólicos analisados apresentaram diversidade 

relativamente baixa, sendo agrupados em apenas dois clados principais. A diversidade 

observada pode estar relacionada às condições de incubação em que foi mantida essa 

amostra de solo. O ambiente anaeróbico gerado no recipiente contribuiu para o aumento 

considerável dos níveis de metano e pode ter favorecido somente os organismos 

relacionados ao metabolismo desse gás, contribuindo dessa maneira para a diminuição 

da diversidade total.  

De maneira geral, a análise dos genes funcionais revelou diversidade similar entre as 

duas amostras, pois a maior parte das sequências analisadas está claramente distante 

filogeneticamente de outras sequências de SDIMO‟s descritas previamente. Essa 

observação indica a possibilidade dessas sequências representarem novos membros 

dessa família de enzimas.  



Com relação à análise dos solos utilizada como ferramenta para prospecção de 

petróleo foi concluído que a metodologia de construção e análise de bibiliotecas de 

genes RNAr 16S é útil para gerar informações acerca dos filos, classes e ordens 

dominantes na comunidade dos solos, mas não é suficiente para identificar os grupos 

degradadores em nível de espécies. A análise de bibliotecas de genes catabólicos 

representa, em teoria, uma técnica mais apropriada para esse objetivo, pois é focada na 

amplificação de populações relacionadas ao metabolismo de hidrocarbonetos de cadeia 

curta, componentes do gás natural. Entretanto, o presente estudo revelou que a maioria 

dos genes catabólicos recuperados nas bibliotecas das amostras de solo correspondem a 

genes potencialmente novos, não relacionados com aqueles encontrados em espécies 

conhecidas de bactérias, o que dificultou a inferência do grupo microbiano que carrega 

o gene de degradação de alcanos de cadeia curta nas amostras. Esta é uma limitação 

frequentemente encontrada nos estudos de diversidade em amostras ambientais, ou seja, 

a grande complexidade das comunidades microbianas naturais e a falta de informações 

de seqüências de genes catabólicos nas bases de dados não possibilitam a identificação e 

quantificação precisas das populações responsáveis por funções chaves de interesse. 

Os níveis dos gases presentes nas amostras detectados por cromatografia gasosa não 

indicaram uma anomalia geoquímica como seria esperado para uma área com presença 

de reserva petrolífera (Solo P), conforme relatado na literatura. Para tal finalidade 

seriam necessárias análises comparativas de diversos pontos da região de bacia 

sedimentar ou até mesmo análises de amostras provenientes de diversas bacias. 

Técnicas quantitativas para grupos de genes específicos, como o PCR em tempo real, 

podem oferecer uma ferramenta mais apropriada para detectar abundância significativa 

de populações microbianas degradadoras em regiões petrolíferas, no entanto o método 

precisa ser otimizado para se tornar viável para quantificação de grupos que ocorrem em 

baixa abundância no ambiente. 
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