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RESUMO 

 

O aumento da demanda por energias renováveis e a necessidade de reduzir emissões de gases 

de efeito estufa impulsionam o desenvolvimento de alternativas sustentáveis aos combustíveis 

fósseis. Neste contexto, o biogás se destaca como fonte estratégica de energia limpa. Este 

trabalho teve como objetivo avaliar o potencial de um consórcio microbiano composto por 

fungos filamentosos de solo de serrapilheira e bactérias do intestino de cupins no pré-tratamento 

de bagaço de cana-de-açúcar, visando otimizar a produção de biogás. Foram isolados 40 fungos 

filamentosos e 9 bactérias do intestino de cupins. A identificação e caracterização taxonômica 

polifásica, combinando análises morfológicas, moleculares e filogenéticas, permitiu confirmar 

a diversidade dos isolados e selecionar aqueles com maior potencial lignocelulolítico. Entre os 

fungos, destacaram-se espécies dos gêneros Aspergillus (A. versicolor BR14, com produção de 

716,96 U L⁻¹ de Mnp) e Talaromyces mycothecae SC6.3 (64,24 U mL⁻¹ de xilanase). Entre as 

bactérias, sobressaíram Rossellomorea marisflavi CPM2 (1.737,27 U L⁻¹ de MnP), Priestia 

megaterium CPM18 (1.863,79 U L⁻¹ de LiP) e Bacillus subtilis CPM6 (12,67 U mL⁻¹ de 

celulase). Na etapa de digestão anaeróbica, o pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar com 

bactérias (BCA+B) apresentou maior produção de biogás (544,10 mL⁻¹; 66,95 LN/kg SV), 

representando incremento de 26,7% em relação ao controle. Conclui-se que a integração de 

micro-organismos de habitats distintos, identificados e selecionados por taxonomia polifásica, 

representa uma estratégia inovadora para reduzir a recalcitrância da biomassa, aumentar a 

disponibilidade de açúcares fermentáveis e elevar a eficiência da digestão anaeróbica. O 

impacto da pesquisa reside na proposição de um método sustentável que valoriza resíduos 

agroindustriais, reduz custos com pré-tratamentos químicos e contribui para mitigação das 

emissões de gases de efeito estufa. As implicações práticas incluem a aplicação em 

biorrefinarias e usinas de biogás, fortalecendo a bioeconomia, a gestão de resíduos e a matriz 

energética renovável no Brasil e em escala global.   

 

Palavras-chave: Biogás; Bagaço de cana-de-açúcar; Biomassa lignocelulósica; Pré-tratamento 

microbiano; Fungos de serrapilheira; Bactérias intestinais de cupins. 
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RESUMEN 

 

El aumento de la demanda de energías renovables y la necesidad de reducir las emisiones de 

gases de efecto invernadero impulsan el desarrollo de alternativas sostenibles a los combustibles 

fósiles. En este contexto, el biogás se destaca como una fuente estratégica de energía limpia. 

Este trabajo tuvo como objetivo evaluar el potencial de un consorcio microbiano compuesto 

por hongos filamentosos del suelo de hojarasca y bacterias del intestino de termitas en el 

pretratamiento del bagazo de caña de azúcar, con el fin de optimizar la producción de biogás. 

Se aislaron 40 hongos filamentosos y 9 bacterias del intestino de termitas. La identificación y 

caracterización taxonómica polifásica, combinando análisis morfológicos, moleculares y 

filogenéticos, permitió confirmar la diversidad de los aislados y seleccionar aquellos con mayor 

potencial lignocelulolítico. Entre los hongos, se destacaron especies de los géneros Aspergillus 

(A. versicolor BR14, con producción de 716,96 U L⁻¹ de MnP) y Talaromyces mycothecae 

SC6.3 (64,24 U mL⁻¹ de xilanasa). Entre las bacterias, sobresalieron Rossellomorea marisflavi 

CPM2 (1.737,27 U L⁻¹ de MnP), Priestia megaterium CPM18 (1.863,79 U L⁻¹ de LiP) y 

Bacillus subtilis CPM6 (12,67 U mL⁻¹ de celulasa). En la etapa de digestión anaerobia, el 

pretratamiento del bagazo de caña de azúcar con bacterias (BCA+B) presentó mayor 

producción de biogás (544,10 mL⁻¹; 66,95 LN/kg SV), representando un incremento del 26,7% 

en relación con el control. Se concluye que la integración de microorganismos de hábitats 

distintos, identificados y seleccionados por taxonomía polifásica, representa una estrategia 

innovadora para reducir la recalcitrancia de la biomasa, aumentar la disponibilidad de azúcares 

fermentables y elevar la eficiencia de la digestión anaerobia. El impacto de la investigación 

reside en la proposición de un método sostenible que valoriza los residuos agroindustriales, 

reduce costos con pretratamientos químicos y contribuye a la mitigación de emisiones de gases 

de efecto invernadero. Las implicaciones prácticas incluyen la aplicación en biorrefinerías y 

plantas de biogás, fortaleciendo la bioeconomía, la gestión de residuos y la matriz energética 

renovable en Brasil y a escala global. 

 

Palabras clave: Biogás; Bagazo de caña de azúcar; Biomasa lignocelulósica; Pretratamiento 

microbiano; Hongos de hojarasca; Bacterias intestinales de termitas. 
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ABSTRACT 

 

The growing demand for renewable energy and the need to reduce greenhouse gas emissions 

drive the development of sustainable alternatives to fossil fuels. In this context, biogas stands 

out as a strategic source of clean energy. This study aimed to evaluate the potential of a 

microbial consortium composed of filamentous fungi from leaf litter soil and bacteria from the 

termite gut in the pretreatment of sugarcane bagasse, in order to optimize biogas production. A 

total of 40 filamentous fungi and 9 termite gut bacteria were isolated. Polyphasic taxonomic 

identification and characterization, combining morphological, molecular, and phylogenetic 

analyses, confirmed the diversity of the isolates and enabled the selection of those with the 

greatest lignocellulolytic potential. Among the fungi, species of the genera Aspergillus (A. 

versicolor BR14, producing 716,96 U L⁻¹ of MnP) and Talaromyces mycothecae SC6.3 (64,24 

U mL⁻¹ of xylanase) were noteworthy. Among the bacteria, Rossellomorea marisflavi CPM2 

(1.737,27 U L⁻¹ of MnP), Priestia megaterium CPM18 (1.863,79 U L⁻¹ of LiP), and Bacillus 

subtilis CPM6 (12,67 U mL⁻¹ of cellulase) stood out. In the anaerobic digestion stage, 

pretreatment of sugarcane bagasse with bacteria (BCA+B) showed the highest biogas yield 

(544,10 mL⁻¹; 66,95 LN/kg VS), representing a 26,7% increase compared to the control. It is 

concluded that the integration of microorganisms from distinct habitats, identified and selected 

through polyphasic taxonomy, represents an innovative strategy to reduce biomass 

recalcitrance, increase the availability of fermentable sugars, and enhance anaerobic digestion 

efficiency. The impact of this research lies in the proposal of a sustainable method that valorizes 

agro-industrial residues, reduces chemical pretreatment costs, and contributes to mitigating 

greenhouse gas emissions. Practical implications include applications in biorefineries and 

biogas plants, strengthening the bioeconomy, waste management, and the renewable energy 

matrix in Brazil and on a global scale. 

 

Keywords: Biogas; Sugarcane bagasse; Lignocellulosic biomass; Microbial pretreatment; 

Litter fungi; Termite gut bacteria. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

O crescimento da demanda por energias renováveis tem sido impulsionado 

globalmente pela escassez de combustíveis fósseis e pelas elevadas emissões de gases de efeito 

estufa (GEE) associadas ao seu uso (BEKCHANOV et al., 2019; RUSSO et al., 2022). O 

avanço industrial e tecnológico exige uma abordagem responsável no uso dos recursos naturais, 

priorizando a preservação ambiental e a segurança energética (OBAIDEEN et al., 2022). Assim, 

torna-se essencial monitorar as transformações energéticas e garantir que sejam baseadas em 

fontes limpas e sustentáveis, de modo a mitigar as mudanças climáticas sem comprometer o 

desenvolvimento econômico e social (RABAIA et al., 2021). 

O aumento da temperatura global e os eventos climáticos extremos reforçam 

a necessidade de reduzir a dependência dos combustíveis fósseis. Além de intensificarem as 

emissões de GEE, essas fontes energéticas contribuem diretamente para o aquecimento global, 

resultando em impactos ambientais e socioeconômicos severos (HANSEN et al., 2023). Nesse 

contexto, é fundamental viabilizar economicamente as tecnologias de energia renovável e 

estruturar um modelo energético seguro para o futuro (OSTERGAARD et al., 2020). A 

transição para energias limpas reduz a poluição do ar, fortalece a segurança energética e 

promove a preservação ambiental a longo prazo (HOLECHEK et al., 2022). 

O Brasil tem adotado metas climáticas ambiciosas, conforme detalhado na 

Contribuição Nacionalmente Determinada (NDC), publicada inicialmente em 2016 e atualizada 

em 2020. O país se comprometeu a reduzir suas emissões de GEE em 37% até 2025, ampliando 

essa meta para 43% até 2030, com o objetivo de alcançar emissões líquidas neutras até 2060 

(BRASIL, 2022). Nesse cenário, os biocombustíveis surgem como uma alternativa estratégica 

para a transição energética, destacando-se pela infraestrutura regulatória bem desenvolvida e 

pelo histórico do país na produção de etanol desde o Programa Nacional do Álcool (Proálcool) 

de 1975. Como resultado, o Brasil tornou-se o segundo maior produtor mundial de 

biocombustíveis, com uma produção de 276 TWh em 2019, representando 7,9% do consumo 

total de energia (RITCHIE & ROSADO, 2020).  

Entre os biocombustíveis, o biogás se destaca pelo seu elevado potencial e 

versatilidade, podendo ser empregado no aquecimento, na geração de eletricidade e, após 

adequado tratamento, como combustível veicular (NEVZOROVA & KUTCHEROV, 2019). 

Sua produção contínua depende da disponibilidade de matéria orgânica, o que o caracteriza 
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como uma fonte de energia renovável. Além disso, o aproveitamento de resíduos orgânicos para 

a geração de biogás contribui para reduzir a emissão de metano (CH₄) na atmosfera, auxiliando 

na mitigação dos impactos ambientais (SINIGAGLIA et al., 2022). No Brasil, embora a 

participação do biogás na matriz energética ainda seja limitada, observa-se um crescimento 

significativo da infraestrutura dedicada a essa fonte, com o número de usinas aumentando de 

127 para 675 unidades nos últimos anos, o que demonstra o interesse crescente nesse setor 

(SINIGAGLIA et al., 2022). 

O aproveitamento de resíduos agrícolas, de laticínios e de resíduos sólidos 

urbanos para a geração de bioenergia tem sido amplamente estudado, consolidando a 

valorização de biomassa como uma alternativa viável para a gestão sustentável de resíduos 

(OLABI et al., 2021). A decomposição desses materiais por micro-organismos leva à produção 

de biogás, composto majoritariamente por metano e dióxido de carbono (SANTOS et al., 2018), 

por um processo conhecido como digestão anaeróbica (SIVAMANI et al., 2018). Para garantir 

a eficiência dessa produção, é necessário atender às condições ideais de crescimento dos micro-

organismos envolvidos (SCHNÜRER, 2016). 

O pré-tratamento da biomassa é um fator determinante para a eficiência da 

digestão anaeróbica, sendo a hidrólise um estágio crítico do processo. A conversão de materiais 

complexos, como celulose, hemicelulose e lignina, em compostos mais simples pode ser 

acelerada por métodos específicos de pré-tratamento, os quais devem ser ajustados às 

características da matéria-prima utilizada (ZHEN et al., 2016; KASINATH et al., 2021). O 

bagaço de cana-de-açúcar, amplamente disponível no Brasil e rico em carboidratos, destaca-se 

como um substrato promissor para a geração de biogás e outros produtos de valor agregado em 

biorrefinarias (AGARWAL et al., 2022). Micro-organismos provenientes de diferentes habitats 

possuem grande potencial na conversão de biomassa em biocombustíveis, sendo fundamentais 

para a biossíntese de enzimas capazes de degradar materiais lignocelulósicos, como o bagaço 

de cana-de-açúcar. Entretanto, um dos principais desafios para a consolidação da indústria de 

biocombustíveis lignocelulósicos é o alto custo das enzimas utilizadas nesse processo 

(ADEGBOYE et al., 2021). 

Diante desse panorama, este estudo propôs a implementação de uma 

tecnologia de pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar utilizando um consórcio microbiano 

composto por bactérias da microbiota intestinal de cupins e fungos filamentosos do solo de 

serrapilheira. O objetivo foi hidrolisar a estrutura lignocelulósica e viabilizar a produção 

eficiente de biogás, promovendo avanços na utilização sustentável de resíduos agroindustriais. 
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2 CAPÍTULO I: REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 MATRIZ ENERGÉTICA MUNDIAL E BRASILEIRA 

 

As transformações recentes no setor energético têm colocado em evidência a 

importância da matriz energética como elemento estratégico para o desenvolvimento 

sustentável. Esse conceito refere-se ao conjunto de fontes utilizadas por um país ou região para 

suprir suas necessidades de energia, analisado sob critérios de segurança, impacto ambiental e 

eficiência econômica. A concentração excessiva em poucas fontes torna a matriz vulnerável, 

aumentando a dependência externa e os riscos ambientais, enquanto a diversificação garante 

maior estabilidade e sustentabilidade. Esse processo de diversificação tem ocorrido 

globalmente, impulsionado pela busca por segurança energética e pela necessidade de mitigar 

as mudanças climáticas. Nesse contexto, países europeus apresentam matrizes mais 

equilibradas, enquanto regiões como o Oriente Médio permanecem fortemente dependentes de 

combustíveis fósseis (TRIGUERO-RUIZ et al., 2023). 

O consumo global de energia primária atingiu recorde pelo segundo ano 

consecutivo, com crescimento de 2,2% em 2023, acima da tendência histórica. Os países não 

pertencentes à Organização para a Cooperação e Desenvolvimento Econômico (OCDE), como 

China, Índia e África do Sul, lideraram esse aumento, respondendo por 42% do crescimento do 

consumo global. Nesses territórios, os combustíveis fósseis continuam predominantes na matriz 

energética (YOLCAN, 2023; ENERGY INSTITUTE, 2024; ENERDATA, 2024). 

No Brasil, a matriz energética de 2023 contou com 49,1% de fontes 

renováveis. Em 2024, essa participação aumentou para 50,4%, impulsionada principalmente 

pelo crescimento da geração hidrelétrica e solar, além da redução no consumo de derivados de 

petróleo. Esse avanço pode ser observado na Figura 1, que apresenta a oferta interna de energia 

renovável até o mês de setembro de 2024 (BEN, 2024; BRASIL, 2024). 
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Figura 1 – Oferta interna de energia mais renovável até o mês de setembro (2024) 

*OIE: Oferta Interna de Energia; *Mtep: Milhão de Toneladas Equivalentes de Petróleo 

Fonte: BRASIL, 2024.  

 

Desde a Revolução Industrial, os combustíveis fósseis dominaram a matriz 

energética global, provocando impactos climáticos e sobre a saúde humana. Atualmente, sua 

queima é responsável por cerca de três quartos das emissões globais de gases de efeito estufa, 

o que torna essencial a transição para fontes de baixo carbono, como as energias renováveis 

(RITCHIE & ROSADO, 2024). Apesar dos avanços, a dependência global de combustíveis 

fósseis ainda persiste, mesmo em países altamente desenvolvidos, como Estados Unidos, China, 

Japão e Austrália, conforme mostra a Figura 2. Em contrapartida, Canadá, Suécia e Brasil se 

destacam pelo avanço na incorporação de fontes renováveis à matriz energética (IEA, 2024). 

Esse cenário reforça que a transição global enfrenta obstáculos estruturais e políticos que 

exigem planejamento, investimentos e cooperação internacional (IEA, 2024). 

Os dados da Agência Internacional de Energia (IEA, 2024) confirmam que, 

embora haja progresso rumo a sistemas energéticos mais sustentáveis, os desafios para ampliar 

a adoção de energias limpas e reduzir a dependência de combustíveis fósseis ainda são 

expressivos, sobretudo nos países desenvolvidos. Isso evidencia a urgência de esforços 

contínuos e coordenados para acelerar a transição energética e mitigar os impactos das 

mudanças climáticas, que afetam diretamente a segurança ambiental e econômica das nações. 
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Figura 2 – Consumo de energia primária per capita em 2023 

Os valores de energia são medidos em quilowatts-hora por pessoa 

Fonte: Energy Institute - Statistical Review of World Energy, 2024. 

 

No contexto brasileiro, o compromisso com a sustentabilidade foi 

consolidado em 12 de dezembro de 2015, com a assinatura do Acordo de Paris. Esse tratado 

internacional visa fortalecer a resposta global às mudanças climáticas e ampliar a capacidade 

dos países para lidar com seus efeitos. Como parte de suas Contribuições Nacionalmente 

Determinadas (NDCs), o Brasil comprometeu-se a reduzir suas emissões de gases de efeito 

estufa em 37% até 2025 e em 43% até 2030, tomando como referência os níveis de 2005. Para 

alcançar essas metas, o país estabeleceu medidas como: aumentar a participação da bioenergia 

sustentável para cerca de 18% da matriz energética até 2030; restaurar e reflorestar 12 milhões 

de hectares de florestas; e ampliar a participação das energias renováveis para 45% da matriz 

no mesmo período (LIMA et al., 2020; BRASIL, 2023). Essas ações reforçam o compromisso 

brasileiro com a transição para uma economia de baixo carbono. 

É importante ressaltar que, no momento da assinatura do Acordo de Paris, o 

Brasil já apresentava uma matriz energética composta por 41,5% de fontes renováveis, 

percentual significativamente superior à média global de 13,4% (OIE, 2023). Esse desempenho 

evidencia o protagonismo do país no uso de energias limpas, mas não reduz a necessidade de 

contínuos investimentos em políticas e tecnologias capazes de garantir o cumprimento das 
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metas climáticas e a consolidação de um modelo energético alinhado aos desafios do século 

XXI (MONTOYA et al., 2021). 

O governo brasileiro possui fundamentos sólidos para adotar metas de 

mitigação das mudanças climáticas, sobretudo por ser um país com biomas diversificados e 

ecossistemas de importância crucial para o equilíbrio global. A vasta extensão territorial e a 

riqueza natural trazem riscos significativos, como a redução dos rendimentos agrícolas, a 

escassez de água e vulnerabilidades associadas à segurança energética. Tais riscos são 

agravados pela dependência de fontes sensíveis às variações climáticas, como a energia 

hidrelétrica, o biodiesel e o etanol, cuja produção está diretamente relacionada aos padrões de 

precipitação (BISOGNIN et al., 2019; CARVALHO et al., 2020). Nesse contexto, a adoção de 

estratégias que assegurem resiliência energética e sustentabilidade ambiental é indispensável. 

Para cumprir suas NDCs, o Brasil precisa avançar na incorporação de 

tecnologias de baixo carbono, considerando a interdependência entre energia e uso da terra. 

Com sua dimensão continental e a ampla disponibilidade de matéria-prima agroindustrial, o 

país possui elevado potencial para se destacar no mercado global de bioenergia, especialmente 

por meio da produção e utilização de biocombustíveis (GURGEL et al., 2019; BASTIDAS & 

ISAAC, 2019). Além disso, a redução das emissões de gases de efeito estufa também representa 

uma oportunidade para impulsionar o desenvolvimento econômico sustentável, fortalecendo 

setores de energia limpa, gerando empregos e agregando valor. Estima-se que os custos 

associados ao cumprimento das NDCs representem apenas 0,7% do PIB brasileiro em 2030 

(CARVALHO et al., 2020), o que reforça a viabilidade econômica dessa transição. 

Nesse cenário, o biogás se destaca como uma solução promissora, capaz de 

substituir combustíveis fósseis e de aproveitar a infraestrutura existente para transformar 

resíduos orgânicos em energia (BORGES et al., 2021). Para que essa transição seja bem-

sucedida, é essencial fomentar a colaboração entre diferentes atores, fortalecer instituições e 

investir em conhecimento técnico e científico. 

A Agenda 2030 para o Desenvolvimento Sustentável, lançada pela ONU em 

2015, estabeleceu dezessete Objetivos de Desenvolvimento Sustentável (ODS), dos quais ao 

menos nove podem ser diretamente beneficiados pelo setor de biogás. Entre eles, destacam-se: 

o ODS 2 (fome zero e agricultura sustentável), com a produção de biofertilizantes que 

enriquecem o solo; o ODS 3 (saúde e bem-estar), por reduzir poluição e doenças associadas; o 

ODS 6 (água potável e saneamento), com o tratamento de resíduos e efluentes; e o ODS 7 
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(energia limpa e acessível), ao substituir combustíveis fósseis. Além disso, o biogás contribui 

para o ODS 9 (inovação e infraestrutura sustentável), o ODS 11 (cidades e comunidades 

sustentáveis), o ODS 12 (consumo e produção responsáveis), o ODS 13 (ação climática) e o 

ODS 15 (vida terrestre), por meio da redução de emissões e da recuperação do solo (BRASIL, 

2024). 

A Associação Mundial de Biogás (WBA, 2021) destaca que essa tecnologia 

pode transformar resíduos em ativos, melhorar o saneamento básico, combater a poluição 

aquática, tratar resíduos alimentares domésticos, enriquecer solos, reduzir emissões de gases de 

efeito estufa e descarbonizar o transporte. Diante da projeção de que a geração global de 

resíduos aumentará de 2,01 bilhões para 3,40 bilhões de toneladas anuais até 2050, e que a 

demanda por energia crescerá cerca de 90% no mesmo período, as tecnologias de biogás 

tornam-se indispensáveis para enfrentar tais desafios futuros. 

No Brasil, o interesse por essas tecnologias vem crescendo, impulsionado 

pela ampla disponibilidade de substratos orgânicos. O aproveitamento desses recursos reforça 

a segurança energética e estimula a economia circular, consolidando o biogás como elemento 

estratégico para que o país cumpra suas metas climáticas (BORGES et al., 2021). 
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2.2 BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA 

 

A biomassa lignocelulósica constitui a maior fração da biomassa vegetal 

existente na Terra, o que a torna uma das fontes mais abundantes para a produção de energia e 

produtos químicos renováveis. Presente principalmente em resíduos florestais e agrícolas, ela é 

considerada uma das alternativas mais promissoras para substituir combustíveis fósseis (ONG 

et al., 2021). Esse biopolímero é constituído por três componentes estruturais principais (Figura 

3): celulose (35-50%), hemicelulose (20-35%) e lignina (5-30%) (YU et al., 2021). 

 

Figura 3 – Estrutura da biomassa lignocelulósica 

 

Fonte: HEINZE, 2015. 

 

A estrutura complexa da biomassa lignocelulósica torna seu processamento 

um grande desafio, uma vez que sua resistência à despolimerização dificulta a conversão 

eficiente em produtos de valor agregado (HAQ et al., 2021). No entanto, a proporção desses 

componentes varia de acordo com a fonte da biomassa. Por exemplo, o bagaço de cana-de-
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açúcar contém cerca de 35% de celulose, 35,8% de hemicelulose e 16,1% de lignina, enquanto 

a palha de arroz apresenta 35,8% de celulose, 21,5% de hemicelulose e 24,4% de lignina. Essas 

diferenças influenciam diretamente a eficiência dos processos de pré-tratamento e conversão 

em biocombustíveis e outros produtos (MANKAR et al., 2021). 

A biomassa pode ser transformada em produtos de valor agregado por 

diferentes rotas, dependendo do tipo e da composição da matéria-prima, bem como dos 

produtos finais desejados (XIONG et al., 2019). O potencial de aplicação em biorrefinarias está 

diretamente associado à sua composição química. Resíduos agrícolas, como palha de trigo, 

bagaço de cana-de-açúcar e palha de arroz, são amplamente empregados devido ao menor teor 

de lignina (geralmente inferior a 30% em peso) e ao maior teor de celulose e hemicelulose. Em 

contrapartida, resíduos florestais, que possuem maior teor de lignina, são menos indicados 

como matéria-prima para biorrefinarias, pois a alta lignina dificulta o pré-tratamento e reduz a 

viabilidade econômica do processo (YU et al., 2021). 

Apesar de seu potencial, os métodos tradicionais de processamento da 

biomassa ainda enfrentam limitações, sendo frequentemente ineficientes, caros, demorados e 

com impactos ambientais relevantes. Ainda assim, estima-se que até 2050 a biomassa 

lignocelulósica possa fornecer aproximadamente 38% do suprimento mundial direto de 

biocombustíveis e 17% da eletricidade global, reforçando sua relevância como alternativa 

energética sustentável e promissora (SANKARAN et al., 2020). 

 

2.2.1 Celulose 

 

A celulose é o polímero natural mais abundante da biosfera, com produção 

global estimada em aproximadamente 1,5 trilhão de toneladas por ano, valor comparável às 

reservas das principais fontes fósseis e minerais (VU et al., 2020; HAQ et al., 2021). Sua 

estrutura cristalina é formada por monômeros de D-glicose, ligados por ligações glicosídicas β-

1,4 que originam cadeias poliméricas lineares. O elevado número de grupos hidroxila em suas 

fibras laterais favorece a formação de ligações de hidrogênio, conferindo maior estabilidade 

estrutural e resistência à despolimerização (VU et al., 2020; HAQ et al., 2021). 

Independentemente da fonte, cada unidade de anidroglicose da celulose 

apresenta três grupos hidroxila reativos, um primário em C6 e dois secundários em C2 e C3, 
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fundamentais para suas propriedades químicas e físicas (Figura 4). As extremidades das cadeias 

são distintas: a extremidade não redutora contém uma ligação glicosídica, enquanto a 

extremidade redutora possui uma unidade de D-glucopiranose em equilíbrio com uma função 

aldeído. Alterações estruturais da celulose ocorrem, sobretudo, nas superfícies das fibrilas ou 

em regiões amorfas, sendo investigadas por técnicas de análise de massas molares e 

distribuição, como a cromatografia de exclusão por tamanho e o espalhamento de luz. 

 

Figura 4 – Estrutura da Celulose 

 

Três grupos hidroxila reativos em cada unidade de anidroglicose (AGU) dentro da cadeia de celulose, um grupo 

primário em C6 e dois grupos secundários em C2 e C3 que estão posicionados no plano do anel. 

Fonte: HEINZE, 2015. 

 

 

A capacidade dos grupos hidroxila da celulose de formar ligações de 

hidrogênio é essencial para a organização das moléculas em arranjos cristalinos paralelos, que 

resultam na formação de fibras. Nas regiões amorfas, as cadeias apresentam orientação 

aleatória, o que reduz a densidade local. As unidades básicas, denominadas fibrilas elementares, 

possuem dimensões laterais de 1,5 a 3,5 nm e comprimentos de até 100 nm. Essas fibrilas se 

associam em microfibrilas com diâmetros entre 10 e 30 nm e comprimentos que variam de 

centenas de nanômetros a micrômetros (HEINZE & LIEBERT, 2012). 

 

2.2.2 Hemicelulose 

 

A hemicelulose é um polissacarídeo ramificado com menor grau de 

polimerização em relação à celulose, o que a torna mais suscetível à degradação, especialmente 

por hidrólise ou extração hidrotérmica. Sua estrutura é formada por diferentes unidades de 

açúcar — como xilose, manose, glicose, galactose, arabinose e ácidos urônicos — ligadas por 



29 
 

ligações β-1,4 e β-1,3-glicosídicas (Figura 5) (GIL, 2021). Essa diversidade estrutural, 

caracterizada pela predominância de pentoses e hexoses, possibilita a formação de ligações 

cruzadas com a celulose e a lignina, contribuindo para a resistência da parede celular 

(ABRAHAM et al., 2020). 

 

Figura 5 – Estrutura da Hemicelulose 

 

Fonte: THAKUR & THAKUR, 2014. 

 

Cabe destacar que as hemiceluloses atuam como uma barreira física, 

limitando a acessibilidade de enzimas hidrolíticas. No entanto, seu impacto na recalcitrância da 

biomassa ainda não está totalmente elucidado, uma vez que parte da lignina é frequentemente 

removida em conjunto com as hemiceluloses. Alguns estudos apontam que a remoção de 

hemiceluloses é mais eficiente do que a remoção de lignina para melhorar a taxa de hidrólise 

enzimática, enquanto outros defendem que a remoção da lignina exerce papel mais 

determinante (GAO et al., 2013; KRUYENISKI et al., 2019). 

Embora esteja amplamente disponível, a utilização da hemicelulose é mais 

complexa do que a da celulose, devido à sua estrutura diversificada e à dificuldade de hidrólise 

enzimática das pentoses. Por outro lado, essa mesma diversidade estrutural oferece 

oportunidades para modificações químicas e enzimáticas mais seletivas, em função das 

diferentes ligações glicosídicas e da presença de grupos hidroxila reativos. Assim, a 

hemicelulose apresenta elevado potencial para aplicações que requerem adaptações específicas 

em sua estrutura molecular (YOUSUF et al., 2019). 
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2.2.3 Lignina 

 

A lignina é considerada o segundo heteropolímero hidrofóbico mais 

abundante da Terra. Ela consiste em monômeros derivados dos álcoois coniferílico, cumarílico 

e sinapílico (Figura 6) (ABRAHAM et al., 2020). Na biomassa lignocelulósica, a lignina atua 

como um agente de ligação que conecta as fibras de celulose e hemicelulose, preenchendo os 

espaços entre elas e formando uma estrutura molecular reticulada em três dimensões. Essa 

configuração confere recalcitrância e elevada resistência à degradação (HAQ et al., 2021). 

 

Figura 6 – Estrutura da Lignina 

 

Fonte: PRIEUR, 2017. 

 

É amplamente reconhecido que a lignina desempenha um papel negativo na 

conversão da celulose, sendo esse efeito influenciado pelo conteúdo total de lignina, bem como 

por sua composição e estrutura. Assim como a hemicelulose, suas cadeias atuam como barreira 

física, limitando a acessibilidade das enzimas hidrolíticas ao polissacarídeo. Além disso, a 

lignina pode adsorver irreversivelmente celulases e outras enzimas durante a hidrólise, devido 

a suas características hidrofóbicas, como ligações de hidrogênio, grupos metoxi e estruturas 
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poliaromáticas. A remoção parcial da lignina interrompe a matriz lignina-carboidratos, aumenta 

a porosidade da biomassa e reduz os locais de adsorção não produtivos, favorecendo a ação 

enzimática (KRUYENISKI et al., 2019; ZOGHLAMI & PAËS, 2019). 

 

2.2.4 Biomassa de bagaço de cana-de-açúcar 

 

A cana-de-açúcar é composta por diferentes frações, incluindo água, fibra, 

açúcares e outros componentes estruturais. O colmo, principal parte da planta, contém entre 10 

e 17% de sacarose, além de pequenas quantidades de outros açúcares (0,5–1%) (IRENA, 2019). 

A fibra, que representa entre 8 e 14% do colmo, é composta principalmente por celulose, 

hemicelulose e lignina. Além disso, a cana apresenta elevado teor de umidade (65–70%), o que 

influencia seu processamento e aproveitamento para diversas finalidades, como a produção de 

biocombustíveis e biomateriais (MASON et al., 2020). 

Após a extração do caldo, o bagaço da cana-de-açúcar constitui um resíduo 

lignocelulósico de grande relevância. Esse material, juntamente com a palha (folhas secas, 

verdes e pontas), contribui significativamente para a biomassa total da planta. A proporção 

desses resíduos varia de acordo com a variedade da cana, as condições ambientais e as práticas 

agrícolas. O aproveitamento eficiente dessas frações é essencial para maximizar o valor da 

cultura e promover o uso sustentável dos seus subprodutos (MASON et al., 2020). 

A natureza heterogênea e fibrosa do bagaço torna a moagem uma etapa crucial 

para o desenvolvimento de processos de conversão destinados à produção de biocombustíveis 

celulósicos e coprodutos. Essa etapa aumenta a área de superfície da biomassa e melhora o 

fluxo da suspensão, otimizando as reações químicas ou bioquímicas subsequentes 

(DRIEMEIER et al., 2011). Assim, a moagem representa um passo fundamental para viabilizar 

a conversão industrial da biomassa em produtos de valor agregado. 

O manejo sustentável do bagaço é indispensável para evitar práticas como a 

queima a céu aberto, que contribui para a poluição ambiental e ameaça a flora e a fauna. Inserido 

no contexto das respostas às crises ambientais e energéticas, o bagaço de cana-de-açúcar 

apresenta propriedades ideais para a produção de energia limpa e a redução eficiente de 

resíduos. Suas aplicações incluem a geração de eletricidade, a produção de enzimas, açúcares, 
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ácidos orgânicos, ração animal, biossorventes, entre outros produtos de alto valor agregado 

(ALOKIKA et al., 2021). 

O Brasil é o maior produtor mundial de cana-de-açúcar e o quinto maior 

produtor de biomassa, com 8,44 milhões de hectares cultivados e uma produção de 642,71 

milhões de toneladas de colmos na safra 2019/20 (BARBOSA et al., 2021; WBA, 2023). A cana 

é amplamente utilizada para a produção de bioetanol devido ao seu elevado teor de açúcares 

fermentáveis, mas seu potencial se estende também a biocombustíveis avançados e biomateriais 

(SCHMATZ et al., 2020). Nesse contexto, o bagaço da cana constitui uma matéria-prima 

versátil, cujo uso sustentável pode impulsionar a transição energética, reduzir resíduos e 

promover práticas agrícolas mais eficientes e ecológicas. 
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2.3 PRE-TRATAMENTO DE BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA 

 

Como a lignocelulose é um biopolímero complexo, torna-se necessário pré-

tratar sua estrutura compacta para superar a recalcitrância e facilitar os processos subsequentes 

de digestão e fermentação. Os pré-tratamentos têm como objetivo aumentar a acessibilidade da 

celulose por meio da remoção de hemiceluloses e/ou lignina, da alteração da estrutura celular 

ou da modificação química da lignina e de suas propriedades superficiais (ZHOU et al., 2021). 

De modo geral, as metodologias de pré-tratamento da biomassa podem ser 

categorizadas em abordagens físicas, químicas e biológicas (Tabela 1) (ANUKAM & 

BERGHEL, 2021). Para serem eficazes, essas estratégias devem garantir alta eficiência na 

sacarificação enzimática, com baixo consumo de enzimas, além de serem aplicáveis a diferentes 

tipos de biomassa. Devem, ainda, requerer o mínimo de capital e reagentes químicos, 

priorizando a reutilização e reciclagem de substâncias, bem como reduzir a geração de resíduos 

e a liberação de compostos tóxicos (SHAFIEI et al., 2015). 

Outro aspecto fundamental é que o pré-tratamento minimize a degradação dos 

carboidratos fermentáveis e a formação de compostos inibitórios que possam comprometer a 

hidrólise enzimática ou a fermentação. Também deve apresentar eficiência em condições de 

alta carga de sólidos e baixo teor de umidade. Embora nenhum método atual atenda 

integralmente a todos esses requisitos, tais parâmetros são essenciais para o desenvolvimento 

de processos economicamente viáveis (ANUKAM & BERGHEL, 2021; SHAFIEI et al., 2015). 

Assim, as metodologias de pré-tratamento devem ser especificamente 

adaptadas à origem da biomassa e às aplicações em bioconversão e biorrefinaria. Entre as 

principais barreiras enfrentadas destacam-se os elevados custos e a obtenção de um produto 

pré-tratado de alta qualidade, questões que devem continuar a ser objeto de pesquisas em 

desenvolvimento (ANUKAM & BERGHEL, 2021). 
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Tabela 1 – Vantagens e desvantagens dos principais tipos de pré-tratamento de biomassa. 

Métodos de  

Pré-tratamento 
Vantagens Desvantagens Referências 

Pré-tratamento 

físico 

• Operação simples e fácil; 

• Grandes volumes de biomassa podem ser manuseados; 

• Aumenta a área de superfície e o tamanho dos poros; 

• Aumenta as densidades de massa e energia; 

• Reduz a cristalinidade da celulose; 

• Não envolve o uso de produtos químicos. 

• Consumo de energia bastante alto; 

• Requer etapas adicionais de pré-tratamento. 

 

ANUKAM et al, 2019; 

ANUKAM et al, 2017, 

PRASAD et al 2007, 

CHEN et al, 2020 

Pré-tratamento 

químico 

• Aumenta a acessibilidade à celulose; 

• Altera a estrutura da lignina; 

• Hidrolisa a hemicelulose em várias frações de açúcar. 

• Alto custo de produtos químicos; 

• Problemas relacionados à corrosão com 

equipamentos; 

• Sujeito a formar substâncias inibidoras; 

• Requer longo tempo de tratamento. 

BAK et al, 2009; 

MOSIER et al, 2005 

Pré-tratamento 

biológico 

• Equipamento simples; 

• Degrada com eficiência tanto a celulose quanto a hemicelulose; 

• Adequado para altos e baixos teores de umidade da biomassa; 

• Baixos requisitos de energia. 

• Degrada ligeiramente a lignina; 

• Taxa de hidrólise muito lenta; 

• O processo requer um grande espaço; 

• Requer longos tempos de tratamento. 

AGBOR et al, 2011; 

CHANDRA et al, 2007 

Fonte: ANUKAM & BERGHEL, 2021. 
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2.3.1 Pré-tratamento físico 

 

Os métodos físicos de pré-tratamento da biomassa lignocelulósica têm como 

objetivo reduzir o tamanho das partículas e, consequentemente, aumentar a área de superfície, 

favorecendo a acessibilidade da celulose e elevando sua suscetibilidade à ação enzimática 

(ZHENG et al., 2014; SHAFIEI et al., 2015). 

Entre as técnicas mais utilizadas estão a moagem e a trituração. A moagem, 

por exemplo, pode reduzir a cristalinidade da celulose e melhorar o acesso das enzimas. 

Entretanto, sua principal desvantagem está na elevada demanda energética, especialmente em 

processos como a moagem de bolas, que, além do alto consumo de energia, não promove a 

remoção da lignina. Como alternativa, a moagem de disco úmido apresenta menor consumo 

energético, embora possa ser mais lenta em alguns casos (SHAFIEI et al., 2015). 

Outros métodos físicos incluem tratamentos por micro-ondas e ultrassom, que 

utilizam, respectivamente, energia eletromagnética e acústica para romper a estrutura da 

biomassa e aumentar o acesso enzimático. No caso do pré-tratamento por micro-ondas, a 

geração de zonas de aquecimento localizado no interior das partículas contribui para maior 

eficiência na hidrólise (MANKAR et al., 2021). 

 

2.3.2 Pré-tratamento químico 

 

O pré-tratamento químico tem como principal objetivo a desconstrução da 

biomassa lignocelulósica por meio do uso de agentes como ácidos, álcalis e solventes orgânicos. 

O tratamento ácido, por exemplo, é altamente eficaz na remoção de hemicelulose e no aumento 

da acessibilidade da celulose às enzimas. Contudo, esse processo apresenta desafios, como a 

corrosão dos equipamentos e a formação de subprodutos que podem inibir a fermentação. Já o 

pré-tratamento alcalino, geralmente realizado com hidróxido de sódio, é eficiente na remoção 

da lignina e no aprimoramento da hidrólise enzimática. Entretanto, pode apresentar custos 

elevados e demandar maior tempo de processamento (MANKAR et al., 2021). 

Outra alternativa é o pré-tratamento organosolv, que utiliza solventes 

orgânicos e se mostra eficaz na ruptura das ligações entre lignina e hemicelulose. Apesar dessa 
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eficiência, seu alto custo e as dificuldades na recuperação dos solventes limitam a viabilidade 

do processo em escala industrial. Embora os métodos químicos tenham proporcionado avanços 

significativos na desconstrução da biomassa, sua aplicação exige um gerenciamento 

operacional rigoroso, capaz de equilibrar eficiência, custos e desafios técnicos (ZHAO et al., 

2022). 

 

2.3.3 Pré-tratamento biológico 

 

O pré-tratamento biológico utiliza diferentes micro-organismos capazes de 

degradar a lignocelulose por meio da produção de enzimas ligninolíticas. Essas enzimas 

despolimerizam a lignina, levando à abertura da estrutura da parede celular e facilitando a 

hidrólise subsequente dos biopolímeros. Nesse processo, a celulose e a hemicelulose podem ser 

convertidas em açúcares monoméricos por micro-organismos especializados. Essa abordagem 

apresenta vantagens ambientais, por ser menos impactante em comparação com os métodos 

físicos ou químicos, embora ainda enfrente limitações quanto à eficiência e ao tempo de 

processamento (FERDES et al., 2020). 

A complexidade estrutural da biomassa lignocelulósica, entretanto, impõe 

obstáculos significativos à sua desconstrução. A lignina, por exemplo, não possui uma 

sequência estrutural regular, o que dificulta sua degradação. Além disso, a elevada cristalinidade 

da celulose e a baixa digestibilidade da hemicelulose restringem a ação das enzimas 

microbianas (AGBOR et al., 2011). A eficiência desse processo depende de fatores intrínsecos, 

como a capacidade catalítica, a especificidade e o sinergismo entre os componentes do coquetel 

enzimático, e de fatores extrínsecos, como a acessibilidade da celulose, influenciada pelo teor 

de hemicelulose e lignina, pela cristalinidade, pela porosidade e pela distribuição da lignina na 

parede celular. Esses aspectos determinam a viabilidade do pré-tratamento biológico e a eficácia 

da conversão da biomassa (ZHOU et al., 2021). 

Micro-organismos como fungos e bactérias desempenham papel central nesse 

processo devido à capacidade de secretar enzimas extracelulares que degradam polímeros 

complexos. Entre as principais enzimas estão as celulases, responsáveis pela degradação da 

celulose; as hemicelulases, que atuam na hemicelulose; e as ligninases, que promovem a 

despolimerização da lignina. A ação conjunta dessas enzimas permite a conversão da biomassa 
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em compostos menores e fermentáveis, fundamentais para a produção de biocombustíveis e 

outros produtos de valor agregado (Tabela 2) (FERDES et al., 2020). 

 

Tabela 2 – Diferentes enzimas degradadoras de biomassa produzidas por bactérias e fungos 

Enzimas 
Espécies bacterianas 

representativas 

Espécies fúngicas 

representativas 
Referências 

Enzimas 

Celulolíticas 
   

Endoglucanase Clostridium sp. Trichoderma reesei 

SUN & 

CHENG, 

2002; LÓPEZ-

MONDÉJAR 

et al, 2016. 

Cellobiohydrolase 

or exoglucanase 
Bacillus sp. Aspergillus niger 

Glycosyltransferases Thermomonospora sp Penicillium helicum 

 Streptomyces sp. Piptoporus betulinus 

 Fibrobacter succinogenes Aspergillus nidulans 

 Ruminococcus albus 
Aspergillus 

fumigatus 

 Ruminococcus flavefaciens Aspergillus oryzae 

 Pedobacter sp. Magnaporthe grisea 

 Mucilaginibacter sp. Neurospora crassa 

  
Fusarium 

gramineum 

    

Enzimas 

Hemicelulolíticas 
  

VALÁŠKOV

Á & 

BALDRIAN, 

2006 

Xylanases Bacillus sp Aspergillus niger 

Mannanase Ruminococcus flavefaciens Botrytis cinerea 

Endoglucanase Prevotella bryantii Piptoporus betulinus 

β-Xylosidas Pseudobutyrivibrio xylanivorans Aspergillus nidulans 

α-Galactosidase Fibrobacter succinogenes 
Aspergillus 

fumigatus 

Acetyl esterase Ruminococcus albus Aspergillus oryzae 

β-Glucosidase Bacteroides succinogenes Magnaporthe grisea 

 Pedobacter sp. 
Fusarium 

gramineum 

 Mucilaginibacter sp.  

    

Enzimas 

Lignolíticas 
  

ZHOU et al, 

2000; 

SARITHA et 

al, 2012; 

PÉREZ et al, 

2002;  

Laccase Azospirillum lipoferum Dichomitus squalens 

Lignin peroxidase Bacillus subtilis 
Ganoderma 

applanatum 

Manganese 

perioxidase 
Cupriavidus basilensis Pleurotus sp. 

Versatile 

perioxidase 
Raoultella ornithinolytica Trichoderma reesei 

Cellobiose 

dehydrogenase 
Pseudomonas sp. 

Trichoderma 

longibrachiatum 
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 Prevotella sp 
Phanerochaete 

chrysosporium 

 Pseudobutyrivibrio sp. Merulius tremellosus 

  
Ceriporiopsis 

subvermispora 

  Phellinus pini 

  Phlebia sp. 

  
Physisporinus 

rivulosus 

  
Pycnoporus 

cinnabarinus 

  Placuna placenta 

Fonte: Modificado de SHARMA et al. 2019. 

 

Entre os micro-organismos mais eficazes listados, estão bactérias 

como Clostridium sp., Cellulomonas sp., Bacillus sp., Thermomonospora sp. e Streptomyces 

sp., além de fungos como Phanerochaete chrysosporium, Trichoderma reesei, Trichoderma 

viride e Aspergillus niger, conhecidos por sua habilidade em hidrolisar biopolímeros naturais. 

Esses agentes biológicos são fundamentais para a desconstrução eficiente da biomassa, embora 

seu uso em escala industrial ainda exija otimização para superar desafios como custos e tempo 

de processamento (SHARMA et al., 2019). 

 

2.3.3.1 Pré-tratamento bacteriano 

 

O pré-tratamento bacteriano envolve o uso de diversas espécies capazes de 

produzir enzimas degradadoras de biomassa, desempenhando papel essencial na produção de 

biocombustíveis (SHARMA et al., 2019). A celulose e a hemicelulose apresentam maior 

facilidade de degradação em comparação à lignina, e bactérias como Cellulomonas fimi e 

Thermomonospora fusca estão entre as mais estudadas para a produção de celulases. Outras 

espécies, como Paenibacillus campinasensis, demonstram potencial para atuar em condições 

adversas. Além disso, mais de 30 espécies bacterianas celulolíticas já foram identificadas no 

rúmen, muitas delas apresentando mecanismos específicos de adesão à celulose e de hidrólise 

subsequente (SUN & CHENG, 2002; LÓPEZ-MONDÉJAR et al., 2016). 

Entre as bactérias anaeróbicas, Clostridium thermocellum e Bacteroides 

cellulosolvens destacam-se por produzirem elevada atividade celulolítica, embora em baixa 
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concentração enzimática. Cepas gram-positivas e gram-negativas, como Bacillus, 

Pseudomonas e Rahnella, também exibem alta capacidade de degradação celulósica (PAUDEL 

& QIN, 2015; VAN BLOOIS et al., 2010). 

Além do papel na hidrólise da biomassa, algumas bactérias apresentam 

destaque em processos fermentativos. Zymomonas mobilis, por exemplo, é amplamente 

investigada pela sua eficiência na fermentação para produção de etanol. A degradação 

bacteriana da lignina também tem despertado crescente interesse científico, sobretudo com a 

descoberta de enzimas como peroxidases, lacases e β-eterases, associadas à despolimerização 

desse polímero recalcitrante (CHANDRA et al., 2015; PICART et al., 2015; SHAH et al., 

2019). 

 

2.3.3.2 Pré-tratamento fúngico 

 

O crescimento e o metabolismo dos fungos são fatores determinantes para sua 

utilização eficiente no pré-tratamento microbiano. Entre as variáveis que afetam esse processo, 

destacam-se o teor de umidade, as características da biomassa, a competição com micro-

organismos indígenas, a disponibilidade de nutrientes, o pH e a concentração de oxigênio 

(WAN & LI, 2012). 

Os fungos são amplamente reconhecidos por sua capacidade de degradar 

resíduos lignocelulósicos por meio da secreção de enzimas celulolíticas, hemicelulolíticas e 

ligninolíticas. Entre os mais estudados estão os ascomicetos, como Aspergillus, Penicillium e 

Trichoderma reesei, e os basidiomicetos, incluindo fungos de podridão branca e marrom 

(WENSHENG, 2015). Trichoderma longibrachiatum, por exemplo, se destaca pela produção 

de três tipos de celulases, fundamentais para a solubilização da celulose cristalina e para uma 

hidrólise mais eficiente. Ainda assim, a lignina representa um desafio para a degradação, devido 

à sua estrutura complexa, o que dificulta a seleção de cepas fúngicas eficazes (ZHOU et al., 

2000; SARITHA et al., 2012; PÉREZ et al., 2002). 

Fungos de podridão branca, como Phanerochaete chrysosporium, 

desempenham papel central na degradação da lignina, secretando enzimas como lacases e 

peroxidases que promovem sua despolimerização e mineralização. Outras espécies promissoras 

incluem Phellinus pini-2 e Pholiota mutabilis, com potencial na degradação da lignina. No 
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entanto, a identificação de cepas capazes de degradar esse polímero recalcitrante sem 

comprometer a recuperação da celulose ainda constitui um desafio. Apesar dos avanços, a 

aplicação comercial desses fungos permanece limitada e demanda maiores desenvolvimentos 

tecnológicos (SALVACHÚA et al., 2011). 
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2.4 BIOGÁS 

 

O biogás é uma fonte de energia renovável produzida principalmente pela 

digestão anaeróbica de materiais orgânicos, como resíduos agrícolas, esterco animal e águas 

residuais. Nesse processo, micro-organismos decompõem a matéria orgânica, liberando uma 

mistura gasosa composta principalmente por metano (CH₄) e dióxido de carbono (CO₂) 

(PARSAEE et al., 2019). Com o apoio político e iniciativas governamentais, extensas pesquisas 

têm se desenvolvido para aprimorar a utilização da biomassa lignocelulósica na produção de 

biogás (AGARWAL et al., 2022). 

A produção de biogás apresenta diversos benefícios ambientais. Além de 

auxiliar na gestão de resíduos, reduzindo a deposição de matéria orgânica em aterros — que 

liberariam metano, um potente gás de efeito estufa —, o biogás constitui uma fonte energética 

versátil, que pode ser utilizada para aquecimento, geração de eletricidade e como combustível 

veicular. Adicionalmente, os subprodutos gerados, como o digestato, podem ser empregados 

como fertilizantes orgânicos, promovendo práticas agrícolas mais sustentáveis (RAFIEE et al., 

2020; KABEYI & OLANREWAJU, 2022). 

A composição do biogás varia em função do tipo e da proporção das matérias-

primas utilizadas, das condições operacionais e das etapas do processo de digestão anaeróbica 

(RAFIEE et al., 2020). Em digestores operando à temperatura ambiente, o biogás contém 

tipicamente entre 50% e 70% de metano e de 30% a 50% de dióxido de carbono, além de 

pequenas quantidades de impurezas, como monóxido de carbono, hidrogênio, sulfeto de 

hidrogênio, oxigênio, nitrogênio e material particulado. A Tabela 3 apresenta os principais 

componentes do biogás (DENG et al., 2020). 
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Tabela 3 – Componentes presente no biogás 

Componentes Proporção de volume (%) 

CH4 Metano 50-75 

CO₂ Dióxido de carbono 25-50 

N2 Nitrogênio 0-4 

O2 Oxigênio 0-3 

H2S Sulfeto de hidrogênio 0.03-0.5 

H2 Hidrogênio 2-7 

Fonte: DENG et al. 2020. 

 

Diversos substratos orgânicos podem ser utilizados para a produção de 

biogás, incluindo palha de trigo, palha de milho, bagaço de cana-de-açúcar, resíduos florestais, 

sorgo, resíduos alimentares, lodo de esgoto, esterco e águas residuais com elevado teor de 

matéria orgânica (MORAGA et al., 2019). A produção de biogás a partir de resíduos de 

plantações tem sido apontada como alternativa promissora para enfrentar crises energéticas 

(SHARMA & KAR, 2015; MATIN et al., 2020). Essa fonte lignocelulósica renovável pode ser 

empregada como combustível para veículos, além de gerar eletricidade e calor (MATIN et al., 

2018; SUMARDIONO et al., 2023). 

O biogás derivado de resíduos orgânicos também pode contribuir para atender 

à demanda energética de comunidades, ao mesmo tempo em que reduz a necessidade de 

descarte de resíduos. Dessa forma, garante benefícios ambientais, melhora o saneamento e 

reforça a segurança energética, representando uma alternativa que contribui diretamente para 

vários Objetivos de Desenvolvimento Sustentável (ODS), como o acesso à energia, a mitigação 

das mudanças climáticas e a promoção da saúde pública (NIZAMI et al., 2017; OLABI et al., 

2021). 

 

2.4.1 Processo de produção do Biogás. 

 

 A conversão de matéria orgânica em biogás ocorre por meio da ação de um 

consórcio de micro-organismos e de uma série de estágios metabólicos denominados hidrólise, 

acidogênese, acetogênese e metanogênese (Figura 7). 
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Na primeira etapa, compostos orgânicos complexos, como lipídios, proteínas 

e polissacarídeos, são convertidos em monômeros ou oligômeros solúveis (por exemplo, 

aminoácidos, ácidos graxos de cadeia longa, açúcares e glicerol) por meio da hidrólise, 

conduzida por bactérias hidrolíticas (SURENDRA et al., 2014). Os compostos solúveis 

resultantes são então fermentados por bactérias acidogênicas, originando dióxido de carbono 

(CO₂), hidrogênio (H₂), álcoois e ácidos graxos voláteis (AGV) de baixo peso molecular, como 

os ácidos propiônico e butírico, em um processo denominado acidogênese (AMARAL & 

KUNZ, 2019). 

Durante a acetogênese, álcoois e AGV são oxidados anaerobicamente por 

bactérias acetogênicas produtoras de hidrogênio, resultando em acetato, H₂ e CO₂. O acetato 

também pode ser formado a partir de H₂ e CO₂ por bactérias acetogênicas oxidantes de 

hidrogênio, conhecidas como homoacetogênicas (DENG et al., 2020). 

 

Figura 7 –  Esquema do processo de produção do biogás e suas vias metabólicas 

 

AA (aminoácidos); LCFA (long chain fatty acids – ácidos graxos de cadeia longa); CH₄ (metano); CO₂ (dióxido 

de carbono); H₂ (hidrogênio). 

Fonte: Adaptado de DENG et al. 2020. 
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Na etapa final, arqueias metanogênicas acetotróficas e hidrogenotróficas 

convertem acetato, H₂ e CO₂ em uma mistura de CH₄ e CO₂. As arqueias acetotróficas utilizam 

o acetato como substrato em um processo denominado metanogênese acetotrófica, enquanto as 

hidrogenotróficas reduzem CO₂ utilizando H₂ como doador de elétrons, em um processo 

chamado metanogênese hidrogenotrófica. Do total de CH₄ produzido, aproximadamente 70% 

se origina da descarboxilação do acetato, enquanto a maior parte do restante provém da redução 

de CO₂ (ZIEMIŃSKI & FRAC, 2012). Quantidades menores de CH₄ também podem ser 

formadas a partir de ácidos fórmico, propiônico e butírico, além de outros substratos orgânicos 

(AMARAL & KUNZ, 2019). 

É importante destacar que, para matérias-primas com alto teor de sólidos, a 

hidrólise constitui a etapa limitante da taxa do processo. Já para substratos altamente solúveis, 

a etapa limitante é a metanogênese. Os processos anaeróbicos desviam cerca de 14% da energia 

disponível para o crescimento microbiano (10% para bactérias fermentativas e 4% para arqueias 

metanogênicas), enquanto a maior parte da energia (aproximadamente 86%) é retida no produto 

final, o CH₄ (SURENDRA et al., 2014; DENG et al., 2020). 
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2.5 BIOPROSPECÇÃO DE MICRO-ORGANISMOS PARA PRODUÇÃO DE 

BIOCOMBUSTÍVEIS 

 

Os micro-organismos provenientes de diversos habitats produzem 

naturalmente uma ampla gama de compostos bioativos utilizados na produção de combustíveis, 

medicamentos e outros produtos químicos de relevância industrial. Eles têm se destacado na 

produção de biocombustíveis por meio da biossíntese de enzimas que atuam sobre diferentes 

matérias-primas em variados processos (AHMED et al., 2018; TAHA et al., 2016). 

Grande parte das estratégias de conversão da biomassa lignocelulósica em 

biocombustíveis requer a despolimerização de polissacarídeos, catalisada pela ação de enzimas 

específicas. No entanto, um dos principais entraves para o estabelecimento de uma indústria de 

biocombustíveis lignocelulósicos economicamente viável é o elevado custo dessas enzimas 

(ADEGBOYE et al., 2021). 

Estudos demonstram que as enzimas lignocelulolíticas constituem um amplo 

grupo de proteínas extracelulares, composto por hidrolases, como celulases, hemicelulases, 

mananases e pectinases, e por enzimas ligninolíticas, incluindo lacases, peroxidases e oxidases. 

Outras enzimas, como quitinases, proteases e amilases, também podem estar associadas à 

degradação de biomassa (ADEGBOYE et al., 2021). Para a produção eficiente de 

biocombustíveis a partir de resíduos lignocelulósicos, é essencial a seleção de uma cepa 

microbiana fermentativa adequada, capaz de metabolizar completamente as frações de açúcares 

(hexoses e pentoses) liberadas no pré-tratamento e de tolerar a presença de compostos 

inibitórios (BILAL et al., 2020). 

Entretanto, a maioria dos micro-organismos fermentativos apresenta 

dificuldades em metabolizar açúcares de cinco carbonos. Além disso, aqueles que conseguem 

utilizá-los são frequentemente inibidos tanto pelos subprodutos gerados quanto pela 

acumulação de produtos finais (KIM et al., 2013). Entre os micro-organismos fermentadores 

de etanol, Zymomonas mobilis e Saccharomyces cerevisiae são amplamente reconhecidos pela 

capacidade de converter sacarose e hexoses em etanol, embora o acúmulo de produtos finais 

limite seu crescimento (MOYSÉS et al., 2016). De forma semelhante, cepas fermentadoras de 

pentoses, como Candida shehatae, Pichia stipitis e Pachysolen tannophilus, sofrem inibição 

devido à presença de subprodutos. Os fungos filamentosos, por sua vez, apresentam maior 

tolerância a compostos inibitórios; contudo, sua baixa produtividade e o tempo prolongado de 
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fermentação reduzem seu potencial para aplicações industriais em biocombustíveis (MANKAR 

et al., 2021; LU et al., 2022). 

A cepa ideal para a produção de biocombustíveis pode ser natural ou 

geneticamente modificada para expressar genes relacionados à síntese eficiente de enzimas que 

favoreçam a conversão da biomassa lignocelulósica. Entre as características desejáveis estão: 

rápido crescimento celular, elevada eficiência na síntese enzimática em hidrolisados, alta 

tolerância a inibidores e a produtos finais, capacidade de metabolizar tanto hexoses quanto 

pentoses, além da resistência a condições adversas, como baixo pH e temperaturas elevadas (LI 

et al., 2019; LU et al., 2022). 

 

2.5.1 Fungos filamentosos do solo e Serrapilheira 

 

Os fungos saprófitos do solo desempenham papéis cruciais nos ecossistemas, 

como a decomposição da matéria orgânica e a agregação do solo. A compreensão dessas 

funções requer uma abordagem baseada em características funcionais, com destaque para a taxa 

de crescimento e para o repertório enzimático desses organismos (ZHENG et al., 2020). A taxa 

de crescimento reflete a rapidez com que os fungos exploram e consomem substratos, enquanto 

o repertório enzimático indica sua capacidade de degradar diferentes tipos de compostos. 

Embora modelos teóricos sugiram uma compensação entre essas duas características, ainda não 

há evidências experimentais conclusivas que confirmem tal relação (EICHLEROVÁ et al., 

2015; CROWTHER et al., 2019). 

Estudos iniciais com fungos ectomicorrízicos sugerem uma possível relação 

entre a produção enzimática e a competitividade na exploração de recursos (MOELLER et al., 

2016). Por exemplo, fungos que não produzem enzimas como as fenoloxidases tendem a 

explorar fontes de carbono mais facilmente disponíveis em longas distâncias, o que pode indicar 

uma adaptação evolutiva às condições do solo e à disponibilidade de nutrientes. Entretanto, 

ainda são necessários estudos mais específicos para testar diretamente essas hipóteses em 

diferentes grupos de fungos do solo (ZHENG et al., 2020). 

Esses micro-organismos apresentam capacidade de secretar diversas enzimas 

extracelulares, como lacases e celobiohidrolases, envolvidas na degradação de lignina, celulose, 

aminoácidos e compostos contendo fósforo. Dessa forma, exercem funções essenciais nos 
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ciclos do carbono, nitrogênio e fósforo, contribuindo para a dinâmica da matéria orgânica no 

solo (EICHLEROVÁ et al., 2015; LEHMANN et al., 2019; LEHMANN et al., 2020). 

Apesar de seu grande potencial, a aplicação industrial dos sistemas 

enzimáticos fúngicos ainda enfrenta desafios, como o alto custo e a complexidade da produção 

em larga escala. Avanços em biotecnologia, como a edição gênica e o uso de consórcios 

fúngicos, vêm abrindo novas perspectivas para a utilização de fungos lignocelulolíticos na 

produção sustentável de energia e de produtos derivados da biomassa (SAINI & SHARMA, 

2021). 

A serrapilheira corresponde à camada de matéria orgânica formada por folhas, 

galhos, frutos e outros resíduos vegetais que se acumula no solo em ecossistemas naturais e 

cultivados (Figura 8) (SILVA et al., 2011). Essa camada é fundamental para a ciclagem de 

nutrientes, liberando elementos essenciais como nitrogênio, fósforo, potássio e cálcio durante 

a decomposição, os quais são reabsorvidos pelas plantas e mantêm a fertilidade do solo e o 

equilíbrio ecológico. Além disso, a serrapilheira protege o solo contra a erosão, melhora a 

retenção de umidade e regula a temperatura. Em sistemas agroflorestais, desempenha papel 

relevante ao promover uma ciclagem de nutrientes mais eficiente do que em sistemas agrícolas 

convencionais, favorecendo a sustentabilidade e a produtividade (AGUIAR et al., 2011). 

 

Figura 8 – Serrapilheira: camada de matéria orgânica acumulada no solo 

 

Fonte: MONDO, 2023. 
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A decomposição da serrapilheira é um processo dinâmico que varia em 

função do clima, da vegetação e da fauna associada. Esse processo é fundamental para o 

funcionamento dos ecossistemas, especialmente em solos de baixa fertilidade, como os de 

regiões semiáridas, onde a serrapilheira exerce papel crucial na manutenção da qualidade 

edáfica e no aporte contínuo de matéria orgânica (OLIVEIRA et al., 2017; CARVALHO et al., 

2019). 

Os fungos do solo, além de sua relevância para a identificação taxonômica 

das espécies, constituem objeto de estudo importante por revelarem processos metabólicos 

associados à decomposição da matéria orgânica. Esses processos apresentam grande potencial 

para aplicações biotecnológicas, além de contribuírem para a compreensão das interações 

ecológicas nos ecossistemas (SILVA et al., 2011). 

 

2.5.2 Bactérias de cupins e degradação de biomassa 

 

Os cupins são decompositores fundamentais nos ecossistemas, 

particularmente eficientes na degradação da biomassa lignocelulósica. Essa capacidade 

depende de uma simbiose complexa entre o inseto e micro-organismos presentes em seu 

intestino, incluindo bactérias, arqueias e protistas, que permitem a digestão eficiente de 

materiais vegetais, tornando os cupins agentes essenciais no ciclo global do carbono (YADAV 

et al., 2024). 

Nos cupins inferiores, predominam protistas flagelados em associação com 

bactérias, enquanto os cupins superiores dependem principalmente da atividade bacteriana para 

a degradação da lignocelulose. As comunidades microbianas intestinais produzem enzimas 

como celulases, xilanases e ligninolíticas, que atuam na decomposição da madeira e de outros 

materiais vegetais (Figura 9) (BIGNELL et al., 2011). Essas enzimas convertem biomassa 

complexa em compostos mais simples, como açúcares, que servem de fonte energética para os 

cupins. Além disso, as interações simbióticas no intestino contribuem para a produção de 

metano, influenciando as emissões globais desse gás de efeito estufa. Por outro lado, esse 

sistema digestivo natural apresenta grande potencial para aplicações em biotecnologia e 

soluções energéticas sustentáveis (ENAGBONMA & BABALOLA, 2019). 
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Figura 9 – Micro-organismos provenientes de cupins no pré-tratamento de biomassa 

 

Fonte: BHUJBAL et al. 2021. 

 

A microbiota intestinal dos cupins tem recebido crescente atenção pelo seu 

potencial na produção de biocombustíveis, em especial no aprimoramento da digestão 

anaeróbica de resíduos lignocelulósicos. Esses micro-organismos mostraram-se capazes de 

aumentar os rendimentos de biogás e de promover a degradação da biomassa de forma mais 

eficiente do que muitos métodos convencionais (BHUJBAL et al., 2021; YADAV et al., 2024). 

Pesquisas futuras poderão ampliar o uso desses microrganismos intestinais na conversão de 

resíduos em bioenergia (Tabela 4). 

A densidade bacteriana simbiótica no intestino de cupins pode atingir entre 

10⁹ e 10¹¹ UFC/mL (ZHOU et al., 2019). Esses simbiontes têm sido identificados por meio da 

análise de sequências do gene 16S rRNA, sendo classificados principalmente nos filos 

Spirochaetes, Bacteroidetes, Firmicutes, Fibrobacteres, Proteobacteria, Actinobacteria e 

Elusimicrobia. Entre eles, os Spirochaetes são frequentemente relatados como predominantes 

em análises metagenômicas (LIU et al., 2019). 
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Tabela 4 – Cepas bacterianas de intestino de cupins e suas enzimas envolvidas na degradação da biomassa lignocelulósica 

Cupim Espécies de Bactérias Funções das cepas bacterianas Referências 

Reticulitermes santonensi Bacillus subtilis Xilanase (endoxilanase) TARAYRE et al, 

2013. 

Heterotermes indicola Bacillus licheniformis HI08 Celulase AFZAL et al, 

2019. 

Psammotermes hypostoma 

Paenibacillus lactis 

Lysinibacillus macrolides 

Stenotrophomonas maltophilia  

Lysinibacillus fusiformis 

Bacillus cereus 

Produção de carboximetilcelulase ALI et al, 2019. 

Coptotermes curvignathus 

Lysinibacillus sp. 

Bacillus sp. 

Acinetobacter sp 

Produção de enzimas ligninolíticas como peroxidase de manganês, 

lacase e peroxidase de lignina 
AYERONFE et al. 

2019. 

Anacanthotermes sp. Bacillus sp. CF96 
Produção de b-1,4-glucanase (enzima que apresenta características 

bifuncionais tanto endo quanto exoglucanase atividade) 

JAVAHERIKER

MANI & 

ASOODEH, 

2019. 

Cryptotermes brevis 
Bacillus sp. BMP01 

Ochrobactrum oryzae BMP03 

Produção de xilanase e carboximetilcelulase; 

Produção de enzimas ligninolíticas como lacase e lignina peroxidase 
TSEGAYE et al, 

2019. 

Termitidae Paenibacillus macerans IIPSP3 Produção de xilanase termoestável DHEERAN et al, 

2012. 

Microtermes 

pakistanicus 
Pseudocitrobacter anthropi MP-4 Produção de enzimas ligninolíticas como lacase e lignina peroxidase LI et al, 2019. 

Bulbitermes sp. 

Bacillus sp. B1 

Bacillus sp. B2 

Brevibacillus sp. Br3 

Produção de enzimas lignocelulolíticas como endoglucanase, 

exoglucanase, b-glucosidase, xilanase, lignina peroxidase, manganês 

peroxidase, e lacas 

KAMSANI et al, 

2016. 

Fonte: Adaptado de BHUJBAL et al. 2021 
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A diversidade microbiana do intestino dos cupins é considerada uma das mais 

complexas do reino animal, fornecendo vantagem ecológica para a digestão da lignocelulose. 

Embora esses insetos sejam mais eficientes que os ruminantes na degradação desse material, 

seu potencial biotecnológico para a produção de bioetanol e biogás ainda não foi plenamente 

explorado (BHUJBAL et al., 2021; ZHOU et al., 2019). 
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2.6 TAXONOMIA POLIFÁSICA DE MICRO-ORGANISMOS 

 

A diversidade microbiana é um elemento fundamental para a vida na Terra, 

refletindo a notável capacidade dos micro-organismos de evoluir e se adaptar a diferentes nichos 

ecológicos. Esses organismos desempenham funções essenciais, desde a regulação de ciclos 

biogeoquímicos até a influência direta na saúde de organismos multicelulares (SHU; HUANG, 

2022). O avanço das tecnologias de sequenciamento de alta performance tem impulsionado a 

exploração dessa diversidade, revelando ecossistemas microbianos vastos e complexos, 

abrangendo múltiplas funções e adaptações (GIBBONS; GILBERT, 2015; FUKE et al., 2021).  

A quantificação da diversidade microbiana é frequentemente realizada por 

meio das Unidades Taxonômicas Operacionais (OTUs), que agrupam sequências genéticas com 

base na similaridade. Entretanto, métodos de maior resolução têm permitido identificar padrões 

mais refinados (EREN et al., 2014; CHIARELLO et al., 2021). Fatores ambientais, como 

salinidade, pH e condições físico-químicas, influenciam diretamente a estrutura das 

comunidades microbianas, cuja diversidade impacta ecossistemas globais, contribuindo para a 

regulação climática e para a saúde humana. O estudo dessa diversidade tem revolucionado áreas 

como medicina, agricultura, biotecnologia e engenharia ambiental, além de abrir perspectivas 

para a exploração espacial (PHILIPPOT et al., 2013; SUMAN et al., 2022). 

Nesse contexto, a avaliação da diversidade alfa, que envolve a riqueza de 

espécies, a equitabilidade de abundâncias e, em alguns casos, componentes filogenéticos, tem 

se tornado ferramenta indispensável para compreender a complexidade das comunidades 

microbianas. Novas abordagens propõem o uso integrado de índices de riqueza (Chao1, 

OTUs/ASVs observados), diversidade (Shannon, Simpson) e diversidade filogenética (Faith’s 

PD), possibilitando análises mais robustas e menos enviesadas (CASSOL et al., 2025). Além 

disso, estudos recentes têm expandido a noção de diversidade alfa para além da taxonomia, 

incluindo a diversidade funcional, baseada na variabilidade de genes codificadores de proteínas, 

o que permite relacionar a composição das comunidades com o potencial metabólico e 

adaptativo (FINN, 2024; FAN et al., 2025). 

A taxonomia polifásica é a abordagem mais utilizada para a classificação 

microbiana, combinando características fenotípicas, genotípicas e quimiotaxonômicas. Ao 

longo do tempo, incorporou avanços como a análise do gene 16S rRNA, essencial para 

estabelecer relações filogenéticas entre procariontes, e a aplicação de técnicas de fingerprinting 
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molecular. Com o advento do sequenciamento de genoma completo (WGS), essa abordagem 

tornou-se ainda mais robusta, permitindo comparações genômicas detalhadas e a descrição de 

novas espécies (RAINA et al., 2019). A consolidação de diretrizes internacionais e o 

desenvolvimento de plataformas automatizadas de análise genômica, como o AutoMLST2, têm 

reforçado a aplicação da taxonomia polifásica, ao mesmo tempo em que demonstram sua 

relevância para a identificação de novas espécies e compreensão da diversidade microbiana 

global (JIAO et al., 2024; POURMOHSENIN et al., 2025; NOUIOUI et al., 2025). 

A avaliação morfológica das colônias continua sendo uma ferramenta 

importante para compreender a diversidade bacteriana e suas adaptações, com implicações 

relevantes na microbiologia clínica e no manejo de infecções (SOUSA et al., 2013). No caso 

dos fungos, a morfologia também desempenha papel crucial na adaptação e na eficiência em 

processos biotecnológicos. Em fungos filamentosos, por exemplo, a estrutura pode variar entre 

micélio disperso e pellets, o que influencia diretamente a transferência de oxigênio e nutrientes, 

bem como a produção de metabólitos de interesse industrial. Assim, métodos morfológicos 

constituem etapa preliminar essencial antes da implementação de técnicas de sequenciamento 

(ZAFRA et al., 2015; HUTH et al., 2017). 

O sequenciamento de DNA revolucionou a identificação e caracterização de 

micro-organismos, permitindo análises precisas da diversidade genética e da evolução. 

Técnicas como o sequenciamento do gene 16S rRNA para bactérias e 18S para fungos 

possibilitam a distinção de espécies com alta confiabilidade, superando as limitações de 

métodos fenotípicos (SABAT et al., 2017). Abordagens mais abrangentes, como o WGS, 

fornecem uma visão detalhada da genética microbiana e são fundamentais em estudos de 

epidemiologia, resistência antimicrobiana e aplicações biotecnológicas. Além disso, a 

possibilidade de identificar micro-organismos diretamente em amostras ambientais ou clínicas, 

sem necessidade de cultivo, consolidou o sequenciamento como ferramenta poderosa para o 

diagnóstico de infecções e o monitoramento de comunidades microbianas (FRANCO-

DUARTE et al., 2019). 

Entre as técnicas modernas, a espectrometria de massas MALDI-TOF MS 

(Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionization Time-of-Flight Mass Spectrometry) 

revolucionou a microbiologia ao permitir a identificação rápida e precisa de micro-organismos 

com base em perfis proteicos. O método utiliza ionização a laser para detectar proteínas 

ribossômicas e gerar espectros específicos para cada cepa, posteriormente comparados a bancos 

de dados de referência (ASHFAQ et al., 2022). Desde sua introdução, tem sido amplamente 
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aplicada na identificação de bactérias e fungos, substituindo métodos convencionais por sua 

rapidez, custo-efetividade e confiabilidade (KOSTRZEWA et al., 2013). Contudo, desafios 

permanecem, incluindo interferências espectrais e limitações na identificação de fungos 

filamentosos, que demandam aprimoramento na preparação de amostras e na ampliação dos 

bancos de dados (BECKER et al., 2014; FISSEL et al., 2022). 

Apesar dessas restrições, o MALDI-TOF MS consolidou-se como ferramenta 

essencial em laboratórios clínicos, reduzindo significativamente o tempo de identificação e 

aumentando a eficácia diagnóstica (BISWAS; ROLAIN, 2013). Sua aplicação em fungos 

continua em expansão, embora a variabilidade morfológica e a rigidez da parede celular ainda 

representem obstáculos (WILKENDORF et al., 2020).  

Outra abordagem promissora é a espectroscopia de infravermelho com 

transformada de Fourier (FTIR), utilizada em plataformas como o sistema IR Biotyper®. Essa 

técnica baseia-se na absorção de luz infravermelha por carboidratos, lipídios e proteínas 

celulares, gerando espectros específicos que permitem a tipagem rápida de micro-organismos 

em nível de espécie ou subespécie (VATANSHENASSAN et al., 2020). Suas aplicações 

incluem controle de qualidade, vigilância epidemiológica e monitoramento ambiental, 

destacando-se como alternativa econômica e de alto rendimento em relação ao WGS (NOVAIS 

et al., 2019). Entretanto, sua precisão pode ser afetada por fatores como preparo da amostra, 

polimorfismos genéticos e heterogeneidade química dos polissacarídeos bacterianos, exigindo 

contínua otimização (SHI et al., 2020; ZENDRI et al., 2024). 

Embora distintas, as técnicas MALDI-TOF MS e FTIR são complementares. 

Enquanto a primeira se sobressai na identificação rápida de espécies bacterianas e fúngicas com 

base em perfis proteicos, a segunda é particularmente eficaz na diferenciação de cepas e na 

análise metabólica. A integração dessas abordagens amplia a capacidade diagnóstica em 

laboratórios clínicos e ambientais, permitindo diagnósticos mais precisos e estratégias de 

controle mais eficazes (ASHFAQ et al., 2022; PASCALE et al., 2022). 
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3 CAPÍTULO II: PRODUÇAO DE ENZIMAS LIGNOLÍTICAS 

POR MICRO-ORGANISMOS PROVENIENTES DE FONTES 

ALTERNATIVAS 

 

3.1 RELEVÂNCIA DO ESTUDO 

 

A produção de enzimas ligninolíticas por micro-organismos de fontes 

alternativas é de grande importância por seu potencial na degradação da biomassa 

lignocelulósica, permitindo a conversão de resíduos agrícolas, florestais e industriais em 

produtos de valor agregado, como biocombustíveis. Além de favorecer a economia circular ao 

reutilizar resíduos e reduzir impactos ambientais, a bioprospecção em ambientes pouco 

explorados amplia as chances de descoberta de novas enzimas com propriedades únicas, 

aplicáveis a setores como papel e celulose, têxtil e bioenergia, impulsionando a inovação 

tecnológica e promovendo soluções industriais mais eficientes e sustentáveis. 

 

3.2 OBJETIVOS 

3.2.1 Objetivo geral 

 

Investigar o potencial biotecnológico de fungos filamentosos isolados de solo 

de serrapilheira e de bactérias provenientes do intestino de cupins, com ênfase na produção de 

enzimas ligninolíticas e celulolíticas, visando a degradação de biomassa lignocelulósica e a 

geração de açúcares fermentáveis, de modo a contribuir para o desenvolvimento de processos 

sustentáveis em bioenergia e aplicações industriais diversas. 

 

3.2.2 Objetivos específicos 

 

• Coletar amostras de solo de serrapilheira do refúgio biológico de Foz do Iguaçu e 

isolar fungos filamentosos; 

• Coletar cupins de madeira e isolar bactérias provenientes do intestino; 
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• Realizar triagens enzimáticas para produção das enzimas celulases e ligninases, a 

partir dos fungos filamentos e bactérias isolados; 

• Avaliar a produção das enzimas lignolíticas (lacase, manganês peroxidase e lignina 

peroxidase), xilanase e celulase, a partir dos fungos filamentos e bactérias 

selecionados nos ensaios de triagem enzimática; 

• Analisar a produção de açúcares redutores por linhagens de Talaromyces mycothecae e 

Rossellomorea marisflavi. 

 

3.3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.3.1 Obtenção das amostras 

 

As amostras de solo de serrapilheira, para posterior obtenção dos fungos 

filamentosos, foram coletadas em 10 de fevereiro de 2021 no Refúgio Biológico Bela Vista, 

localizado na Itaipu Binacional (Av. Tancredo Neves, 6702-07 – Jardim Itaipu, Foz do Iguaçu 

– PR, 85856-970). Já os cupins, para posterior obtenção das bactérias, Nasutitermes sp., foram 

coletados vivos em 26 de agosto de 2021, diretamente de um ninho presente em restos de 

madeira, em uma residência situada no bairro Jardim Universitário, Foz do Iguaçu – PR (CEP 

85869-200). 

 

3.3.1.1 Coleta de solo de serrapilheira e isolamento dos fungos filamentosos  

 

Foram selecionados quatro pontos distintos na superfície do solo para a coleta 

(Figura 10). As amostras de solo da camada de serrapilheira foram coletadas sob técnica 

asséptica, usando luvas, espátula estéril e frascos de vidro de boca larga também estéreis. Em 

cada ponto, após a remoção cuidadosa de detritos grosseiros, coletaram-se aproximadamente 

100–200 g da interface serrapilheira–solo (0–5 cm) com espátula estéril e transferiram-se 

imediatamente para frascos estéreis, que foram vedados e transportados (NARESH et al., 2019). 

As amostras foram transportadas em temperatura ambiente para o Laboratório de Biotecnologia 

Ambiental da UNILA, onde foram armazenadas a 4 °C por um período de 24 horas, até o início 

do processamento. 
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Figura 10 – Local de coleta do solo de serrapilheira em Foz do Iguaçu 

a) b) 

  
a) Foto do primeiro ponto de coleta de solo; b) Mapa indicado com o ponto de coleta do solo de serrapilheira 

do Refúgio Biológico Bela Vista (Foz do Iguaçu – PR), nas coordenadas -25.448791, -54.556537.  

Fonte: A autora, 2025. 

 

As amostras de solo foram submetidas a um processo de lavagem com 300 

mL de água destilada estéril. O líquido resultante da lavagem, contendo pequenos fragmentos 

da massa lignocelulósica, foi utilizado para facilitar o isolamento de células fúngicas presentes 

no material (MELO et al., 2017). 

Para o isolamento dos fungos, alíquotas de 100 µL de cada amostra foram 

submetidas a diluições seriadas (10⁻¹, 10⁻² e 10⁻³). Essas diluições foram semeadas em meio de 

cultivo PDB (caldo batata-dextrose), preparado com 200 g de batata, 20 g de glicose e 1 L de 

água destilada, suplementado com 0,5% de carboximetilcelulose (CMC). As placas foram 

incubadas a 28 °C por 7 dias. Após o período de incubação, as colônias que apresentaram 

características morfológicas distintas foram selecionadas e isoladas em novas placas contendo 

PDB a 10%. Essas colônias foram mantidas a 28 °C por mais 7 dias, visando ao crescimento e 

à estabilização dos isolados fúngicos (LEGODI et al., 2019). 
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3.3.1.2 Isolamento de bactérias associadas ao intestino de cupins 

 

Os cupins da espécie Nasutitermes sp. (Figura 11), identificados 

morfologicamente, foram coletados vivos em 26 de agosto de 2021, em uma residência 

localizada em Foz do Iguaçu – PR. A coleta foi realizada por meio da retirada de um fragmento 

da colônia com o auxílio de uma espátula, sendo os insetos transferidos para um frasco de vidro 

estéril, destinado ao transporte até o Laboratório de Biotecnologia Ambiental da UNILA. 

Os cupins foram submetidos à esterilização superficial em etanol 70% (v/v) 

por 50 segundos, seguida de enxágue com água destilada estéril e secagem à temperatura 

ambiente por 1 minuto. Sob condições assépticas, o intestino dos cupins, incluindo a região 

abdominal, foi removido com o auxílio de pinças esterilizadas. O material intestinal foi então 

suspenso em 10 mL de solução salina (NaCl 0,85% p/v) para a obtenção da suspensão (AZIZI-

SHOTORKHOFT et al., 2016). 

 

Figura 11 – Cupins Nasutitermes sp. selecionados para isolamento de bactérias 

 

Cupins Nasutitermes sp., em placas de Petri de vidro, no Laboratório de Biotecnologia Ambiental da UNILA. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Um volume de 1 mL da suspensão obtida foi inoculado em 100 mL de meio 

de cultivo suplementado com carboximetilcelulose (CMC) como única fonte de carbono. O 

meio foi preparado com os seguintes componentes: 3,0 g L⁻¹ de extrato de levedura, 3,5 g L⁻¹ 

de peptona, 2,0 g L⁻¹ de KH₂PO₄, 1,0 g L⁻¹ de MgSO₄·7H₂O e 1,0 g L⁻¹ de (NH₄)₂SO₄, ajustado 

para pH 7,0. A mistura foi incubada a 37 °C, sob agitação de 150 rpm, por 24 horas. 
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Após a incubação, foram realizadas diluições seriadas até 10⁻⁷ da suspensão 

de cultura em água destilada estéril. Alíquotas de 0,1 mL de cada diluição foram semeadas pela 

técnica de espalhamento em superfície em placas contendo ágar nutriente (NB) para o 

crescimento bacteriano. As placas foram incubadas a 37 °C por 24 horas. Colônias com 

morfologias distintas foram selecionadas e cultivadas em meio específico para bactérias 

(AZIZI-SHOTORKHOFT et al., 2016; XIE et al., 2023; PINTO et al., 2017). 

 

3.3.2 Cultivo dos micro-organismos em meio líquido para testes enzimáticos 

 

As bactérias isoladas foram transferidas, utilizando alça de platina estéril, 

para frascos Erlenmeyer de 50 mL contendo 30 mL de meio de cultivo líquido nutriente (NB), 

composto por 3 g L⁻¹ de extrato de carne e 5 g L⁻¹ de peptona. Os frascos foram incubados sob 

agitação mecânica de 150 rpm, a 37 °C por 24 horas. Após o crescimento, as culturas foram 

centrifugadas a 5.000 rpm por 10 minutos, e o sobrenadante rico em metabólitos extracelulares 

foi separado das células utilizando pipeta estéril (CHENG et al., 2018). 

Para o cultivo de fungos filamentosos, três fragmentos (1 × 1 cm) de micélio 

foram retirados de culturas recém-crescidas em meio sólido e inoculados em frascos 

Erlenmeyer de 50 mL contendo 30 mL de meio de extrato de malte a 3%. Os frascos foram 

incubados sob agitação mecânica de 150 rpm, a 28 °C por 7 dias. Após o crescimento, as 

amostras foram filtradas a vácuo em membrana de 0,45 µm e centrifugadas a 5.000 rpm por 10 

minutos, para completa separação das células. O sobrenadante rico em metabólitos 

extracelulares foi então coletado utilizando pipeta estéril (MENEZES et al., 2017). 

 

3.3.2.1 Meio Mínimo Salino – Teste de produção de açúcares redutores 

 

O meio mínimo salino foi preparado com os seguintes sais (mg L⁻¹): nitrato 

de amônio (NH₄NO₃) 600; nitrato de potássio (KNO₃) 1900; cloreto de cálcio di-hidratado 

(CaCl₂·2H₂O) 600; sulfato de magnésio heptaidratado (MgSO₄·7H₂O) 300; fosfato 

monopotássico (KH₂PO₄) 170; cloreto de potássio (KCl) 300; e sulfato de manganês 

monoidratado (MnSO₄·H₂O) 10 (KAO & MICHAYLUK, 1975). 
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3.3.3 Ensaios enzimáticos qualitativos 

3.3.3.1 Produção de Ligninases com Guaiacol 

 

 Os micro-organismos reativados foram submetidos a uma triagem inicial 

para detecção da produção de enzimas ligninolíticas, utilizando meios de cultura suplementados 

com guaiacol como indicador de atividade fenol-oxidase. As bactérias reativadas foram 

semeadas em meio sólido ágar nutriente (NA), acrescido de 425 μL de guaiacol 99%, e 

incubadas a 37 °C por 3 dias. O aparecimento de coloração marrom-escura no verso do meio 

foi considerado indicativo de atividade positiva para ligninases. 

Para os fungos filamentosos, cubos de 1 cm de aresta contendo colônias 

fúngicas reativadas foram inoculados em placas de Petri com meio sólido PDA suplementado 

com 425 μL de guaiacol 99%. As placas foram incubadas a 28 °C por 14 dias, e a formação de 

halos escuros ao redor das colônias foi considerada indicativa de atividade positiva para 

ligninases (SUN et al., 2017). 

 

3.3.3.2 Produção de Celulases em CMC 

 

A triagem foi realizada utilizando o corante Vermelho Congo. Para a 

avaliação da produção de celulases, os isolados foram inicialmente cultivados em meios 

líquidos: NB (Peptona 5,0 g L⁻¹; Extrato de carne 3,0 g L⁻¹; NaCl 5,0 g L⁻¹; Água destilada 1 

L) para bactérias e PDB (200 g de batata, 20 g de glicose, 1 L de água destilada) para fungos. 

Após o crescimento microbiano, preparou-se o meio sólido de triagem 

contendo (g L⁻¹): sulfato de magnésio (0,2), cloreto de cálcio (0,02), fosfato monopotássico 

(1,0), fosfato dipotássico (1,0), sulfato de amônio (0,5), nitrato de sódio (0,5), extrato de 

levedura (0,6), ágar (15) e carboximetilcelulose (CMC) a 0,5%. As bactérias foram cultivadas 

em 5 mL de NB líquido por 24 h a 37 °C. Em seguida, alíquotas de 10 μL foram transferidas 

para placas de Petri contendo meio sólido com CMC, que foram incubadas a 37 °C por 24 h. 

Os fungos filamentosos, previamente cultivados em 10 mL de PDB a 28 °C 

por 7 dias, foram inoculados (10 μL) no centro de placas de Petri contendo meio sólido com 

CMC e incubados a 28 °C por 7 dias. Após a incubação, adicionaram-se 5 mL de corante 
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Vermelho Congo (2,5 g L⁻¹) às placas, que permaneceram em temperatura ambiente por 15 

minutos. Em seguida, a solução foi descartada, e as culturas foram lavadas com 10 mL de 

solução de NaCl 1 M, aguardando-se mais 15 minutos para a visualização dos halos de 

descoloração. A atividade de celulase foi considerada positiva quando houve a formação de 

halos claros ao redor das colônias (TEATHER & WOOD, 1982). 

 

3.3.4 Ensaios enzimáticos quantitativos 

3.3.4.1 Lacase (LCC) 

 

A quantificação da produção de lacase foi realizada apenas com os isolados 

considerados positivos no item 3.3.3, por meio do método espectrofotométrico indireto 

utilizando ABTS (2,2′-azino-bis(3-etilbenzotiazolina-6-sulfonato)) como substrato indicador 

de atividade fenol-oxidase. 

Para os ensaios, foram preparados frascos Erlenmeyer em duplicata contendo 

30 mL de meio de cultivo NA para as bactérias e extrato de malte 3% para os fungos 

filamentosos. As bactérias foram inoculadas a partir de colônias em meio sólido utilizando alça 

de platina estéril, e incubadas a 37 °C, sob agitação mecânica de 150 rpm, por 24 h. Os fungos 

filamentosos foram cultivados a partir de cubos de 1 cm de aresta contendo colônias ativas em 

meio sólido PDA, inoculados em meio líquido de extrato de malte 3% e incubados a 28 °C, sob 

agitação mecânica de 150 rpm, por 7 dias. 

Após o crescimento, os extratos foram separados: as culturas bacterianas 

foram centrifugadas a 10.000 rpm por 10 min para coleta do sobrenadante, enquanto os fungos 

foram submetidos à filtração a vácuo em membranas de filtro de papel de 0,45 µm, seguida de 

centrifugação a 5.000 rpm por 10 min, para completa separação celular. As reações enzimáticas 

foram realizadas em tubos de ensaio de 5 mL, contendo: 1,8 mL de extrato microbiano, 0,9 mL 

de tampão acetato 0,1 mol L⁻¹ e 0,3 mL de solução de ABTS. A leitura da absorbância foi 

realizada a 420 nm imediatamente após a adição do ABTS e, novamente, após incubação por 

10 min em estufa (28 °C para fungos e 37 °C para bactérias). 

A atividade enzimática da lacase foi determinada espectrofotometricamente 

pelo aumento da absorbância a 420 nm (ε = 3,6 × 10⁴ M⁻¹ cm⁻¹). Uma unidade de atividade (U) 
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foi definida como a quantidade de enzima capaz de oxidar 1 μmol de ABTS por minuto, sendo 

expressa em U g⁻¹ de biomassa (BUSWELL et al., 1995). 

As reações foram conduzidas em triplicata, contendo: 0,6 mL de tampão 

acetato de sódio 0,1 mol L⁻¹, 1,2 mL da solução enzimática de cada cultivo e 0,2 mL de ABTS, 

utilizando como controle negativo o meio de cultivo sem crescimento microbiano (BUSWELL; 

CAI; CHANG, 1995). A atividade foi calculada conforme a equação de Baltierra-Trejo, 

Márquez-Benavides e Sánchez-Yáñez (2015): 

 

UL =  
(∆A)(V t)

(t)(ε)(V s)
𝑥106 

 

U = atividade enzimática (μmol min⁻¹ L⁻¹); 

ΔA = absorbância final – inicial; 

Vt = volume total da reação (mL); 

Vs = volume do extrato enzimático (mL); 

t = tempo de reação (min); 

ε = coeficiente de extinção molar (36.000 M⁻¹ cm⁻¹); 

10⁶ = fator de correção (μmol/mol). 

 

3.3.4.2 Lignina peroxidase (LnP) 

 

A atividade da lignina peroxidase foi determinada conforme a metodologia 

descrita por Arora & Gill (2001), baseada na oxidação do álcool veratrílico a aldeído veratrílico. 

A reação foi realizada em tubos de ensaio contendo: 1 mL de tampão tartarato de sódio (125 

mM, pH 3), 500 µL de álcool veratrílico (10 mM), 500 µL de solução de peróxido de hidrogênio 

(2 mM) e 500 µL de extrato enzimático. O início da reação foi marcado pela adição do peróxido 

de hidrogênio. A formação do aldeído veratrílico foi monitorada espectrofotometricamente pela 

leitura da absorbância a 310 nm, após 5 minutos de reação. 
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3.3.4.3 Manganês peroxidase (MnP) 

 

A atividade de manganês peroxidase (MnP) foi determinada pela oxidação do 

vermelho de fenol na presença de manganês e peróxido de hidrogênio, conforme Silva et al. 

(2014). A mistura reacional foi composta por: 0,5 mL de extrato enzimático, 0,1 mL de 

vermelho de fenol (0,01%), 0,1 mL de lactato de sódio (0,25 M), 0,2 mL de albumina bovina 

(0,5%), 50 µL de MnSO₄ (2 mM) e 50 µL de peróxido de hidrogênio (2 mM), em tampão 

succinato de sódio (20 mM, pH 4,5). As reações foram incubadas à temperatura ambiente por 

5 minutos e monitoradas espectrofotometricamente a 610 nm. A reação foi interrompida pela 

adição de 40 µL de NaOH (2 M), seguida de nova leitura espectrofotométrica para quantificação 

da atividade enzimática. 

 

3.3.4.4 Produção de celulase  

 

A quantificação da produção de celulase foi realizada utilizando o kit Azo-

CM-Cellulase, com os isolados considerados positivos no item 3.4.1. Os isolados foram 

cultivados novamente em meios líquidos específicos (NB para bactérias e PDB para fungos), 

repetindo-se o processo de obtenção dos extratos enzimáticos descrito no item 3.2. O 

crescimento celular foi conduzido a 37 °C por 24 h (bactérias) e a 28 °C por 5 dias (fungos), 

ambos sob agitação de 150 rpm. 

Após a obtenção dos extratos, a atividade da celulase foi avaliada com Azo-

CM-Cellulose (Assay of endo-1,4-β-Glucanase using AZO-CMCELLULOSE, Megazyme, 

Bray, Irlanda), de acordo com as instruções do fabricante, com modificações. Para cada reação, 

foram misturados 20 μL de extrato microbiano com 20 μL de solução de Azo-CM-Cellulose 

2% em tampão McIlvaine 2× (McIlvaine, 1921). 

As reações foram incubadas, interrompidas conforme protocolo do kit, e em 

seguida centrifugadas a 16.000 g por 1 min. Foram coletados 100 μL do sobrenadante, cuja 

absorbância foi medida a 600 nm em espectrofotômetro. A atividade enzimática foi então 

calculada segundo o método descrito pela Megazyme (2011). 
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3.3.4.5 Produção de xilanase 

 

A produção de xilanase foi determinada de acordo com o protocolo do 

fabricante (Assay of endo-1,4-β-Xylanase using AZO-XYLAN Birchwood, Megazyme, Bray, 

Irlanda), com modificações. Inicialmente, 0,5 mL da amostra enzimática tamponada e pré-

equilibrada a 40 °C foi adicionada a 0,5 mL de substrato Azo-Xylan de madeira de bétula (1% 

p/v), sendo a mistura homogeneizada vigorosamente. Em seguida, a solução foi incubada em 

banho-maria a 40 °C por 10 min. 

Após a incubação, a reação foi interrompida pela adição de 2,5 mL de etanol 

95% (v/v), sob agitação vigorosa, o que promoveu a precipitação do substrato não hidrolisado. 

As amostras foram mantidas em temperatura ambiente por 5 min, agitadas novamente e 

centrifugadas a 1.000 g (≈ 3.000 rpm) por 10 min. O sobrenadante foi então transferido para 

cubetas de espectrofotômetro e a absorbância medida a 590 nm contra branco de água destilada. 

Para o branco de reação, 2,5 mL de etanol (95% v/v) foi adicionado a 0,5 mL da solução de 

substrato (1% p/v) sob agitação, seguido da adição de 0,5 mL da solução enzimática e nova 

homogeneização por 10 s. 

A atividade enzimática foi calculada em relação a uma curva padrão ou por 

meio do software MegaCalc™ (Megazyme, 2011), sendo definida como a quantidade de 

enzima necessária para liberar 1 μmol de D-xilose por minuto a 40 °C, em pH 4,5 ou 6,0. 

 

3.3.5 Produção de açúcares redutores por Talaromyces mycothecae BR04; BR15; SG3,6 e 

Rossellomorea marisflavi CPM1; CPM2 

 

O experimento foi conduzido em triplicata, utilizando metodologia adaptada 

de Ghose (1987), para avaliar a produção de açúcares redutores por fungos filamentosos e 

bactérias, tendo o papel de filtro como única fonte de carbono. Foram utilizados frascos 

Erlenmeyer de 100 mL, cada um contendo 30 mL de meio mínimo estéril. Como fonte exclusiva 

de carbono, adicionou-se uma tira de papel de filtro Whatman nº 1 (1,0 × 6,0 cm; 50 mg), 

previamente autoclavada a 121 °C por 15 min. Durante o ensaio, foram retiradas alíquotas de 1 

mL a cada 24 h, por um período de 7 dias consecutivos, para análise da liberação de açúcares 

redutores. 
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3.3.5.1 Preparação do reagente DNS 

 

O método baseia-se na oxidação do grupo aldeído dos açúcares redutores e 

na simultânea redução do ácido 3,5-dinitrossalicílico (DNS) a ácido 3-amino-5-nitrossalicílico. 

O produto reduzido apresenta coloração avermelhada, com absorbância máxima a 540 nm, 

permitindo a quantificação dos açúcares redutores por espectrofotometria. O reagente DNS foi 

preparado da seguinte forma: 

• 5 g de ácido 3,5-dinitrossalicílico (Acros Organics) foram dissolvidos em 250 mL de 

água destilada, aquecida a 80 °C; 

• Após resfriamento da solução até temperatura ambiente, foram adicionados 100 mL de 

NaOH 2 N (Sigma) e 150 g de tartarato de sódio tetrahidratado (Merck); 

• O volume foi completado com água destilada até 500 mL. 

Devido à sua fotossensibilidade, a solução foi armazenada em recipiente 

protegido com papel alumínio e mantida sob refrigeração a 5 °C, por até 2 dias (GONÇALVES 

et al., 2010) 

 

3.3.5.2 Procedimento de estimativa de açúcar redutor  

 

A metodologia foi adaptada de Deshavath et al. (2020). O ensaio DNS foi 

realizado adicionando-se 100 µL de amostra a tubos Eppendorf de 0,5 mL, seguidos da adição 

de 100 µL do reagente DNS. As misturas reacionais foram aquecidas em termociclador a 100 

°C por 5 min e, em seguida, resfriadas em banho de gelo por 10 min para interrupção da reação. 

A absorbância foi medida a 540 nm em leitor modular de placas de microtitulação. O controle 

em branco foi preparado substituindo a amostra por 1 mL de água destilada. 
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3.3.5.3 Preparo da curva analítica 

 

Para a obtenção da curva analítica, foi preparada uma solução padrão de 

glicose a 4 g L⁻¹, a partir da qual foram realizadas diluições seriadas até a concentração final de 

0,062 g L⁻¹ (Apêndice A). 

Em tubos Eppendorf de 0,5 mL, adicionaram-se 100 µL da solução DNS e 

100 µL de cada solução padrão de glicose. Os tubos foram então agitados, aquecidos a 100 °C 

por 5 min e resfriados em banho de gelo. Após a reação, cada solução foi transferida para poços 

de uma placa de microtitulação, e a absorbância foi medida a 540 nm em leitor modular de 

placas (MILLER, 1959; ZERAIK et al., 2008). Os valores obtidos e a curva de calibração 

encontram-se no Apêndice A. A partir da curva, foi determinada a equação da reta, expressa 

como: 

𝛾 = 𝑎𝑋 + 𝑏 

onde y representa a absorbância, X a concentração de açúcares redutores (mg/mL), e a e b são 

os coeficientes obtidos por regressão linear. 

 

3.3.5.4 Calculo da Concentração de açúcares redutores 

 

A concentração de açúcares redutores foi determinada pela substituição dos 

valores de absorbância na equação da reta (y = aX + b). Os resultados foram expressos em 

mg/mL de açúcares redutores (MILLER, 1959). A quantidade total de açúcares redutores (mg) 

produzidos ao longo do tempo foi calculada multiplicando-se a concentração de açúcares 

redutores (mg/mL) pelo volume total do meio de cultivo (30 mL). Para determinar a produção 

diária, a quantidade total de açúcares redutores do dia anterior foi subtraída da quantidade total 

obtida no dia atual (GHOSE, 1987). 
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3.3.5.5 Análises estatísticas 

 

Os dados obtidos de produção acumulada de biogás foram organizados em 

triplicata e expressos como média ± desvio padrão. As diferenças entre os tratamentos foram 

avaliadas por meio de análise de variância de uma via (ANOVA), considerando um nível de 

significância de 5% (p < 0,05). Em caso de significância, aplicou-se o teste de comparações 

múltiplas de Tukey (HSD) para identificar diferenças entre os grupos. Todas as análises foram 

realizadas em ambiente Python, utilizando o pacote Statsmodels, adequado para análises 

estatísticas em experimentos biológicos (MOORE, 2025). Os resultados estatísticos tabulados 

encontram-se no APÊNDICE D. 
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3.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.4.1 Isolamento de fungos filamentosos de serrapilheira 

 

A partir das amostras de solo de serrapilheira coletadas no Refúgio Biológico 

Bela Vista, localizado nas dependências da Itaipu Binacional, foram recuperados 40 isolados 

de fungos filamentosos. As amostras foram triadas com base nas características morfológicas 

das colônias, priorizando aquelas com morfologias distintas (Figura 12). Após a triagem, 28 

isolados foram selecionados para estudos posteriores e avaliados quanto à produção de 

ligninases e celulases, enzimas de interesse biotecnológico. 

 

Figura 12 – Fungos filamentosos isolados do solo de serrapilheira 

A) B) 

  
A e B: Fungos isolados do solo de serrapilheira com características de colônias diferentes (SC6.3 Talaromyces 

mycothecae; SG12 Aspergillus tubingensis). 

Fonte: A autora, 2025. 

 

O isolamento de fungos filamentosos a partir de serrapilheira é fundamental 

para o estudo da diversidade micológica e para a compreensão dos processos de decomposição 

da matéria orgânica em ecossistemas florestais (Rodrigues et al., 2020). No Brasil, pesquisas 

em ambientes de serrapilheira têm revelado elevada diversidade desses fungos, com 

predominância dos gêneros Penicillium, Aspergillus, Trichoderma e Paecilomyces. Por 

exemplo, Fraga e Pereira (2012) isolaram 87 fungos, pertencentes a quatro gêneros e 22 

espécies distintas, em amostras oriundas da Mata Atlântica brasileira. 
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Nos últimos anos, técnicas moleculares, como abordagens metagenômicas e 

o sequenciamento de alto desempenho da região ITS2 do rDNA, têm complementado as 

metodologias tradicionais, oferecendo uma visão mais abrangente da diversidade fúngica. 

Yamauchi et al. (2021) demonstraram que a composição das comunidades fúngicas em solos 

do sudeste brasileiro é fortemente influenciada pela cobertura vegetal e pelos teores de matéria 

orgânica. Além disso, métodos especializados vêm sendo desenvolvidos para o isolamento de 

grupos funcionais específicos. Sun et al. (2020), por exemplo, utilizaram meios seletivos para 

identificar fungos celulolíticos com alta capacidade de degradação de holocelulose em 

substratos de serrapilheira florestal, evidenciando o potencial desses micro-organismos. 

Os resultados deste estudo reforçam a elevada diversidade de fungos 

filamentosos em solos de serrapilheira. A identificação de linhagens com potencial enzimático 

relevante confirma que, além de sua contribuição ecológica para a ciclagem de nutrientes e 

manutenção da fertilidade do solo, esses micro-organismos representam uma fonte promissora 

para o desenvolvimento de processos biotecnológicos voltados à valorização de resíduos 

lignocelulósicos. 

 

3.4.2 Isolamento de bactérias do intestino de cupins 

 

A partir das amostras de cupins Nasutitermes sp., foram isoladas nove 

bactérias, selecionadas em placas de Petri com base em suas diferenças morfológicas, 

priorizando colônias com aspectos distintos entre si. Nasutitermes sp., conhecidos 

popularmente como “conehead”, constituem um gênero amplamente distribuído nas regiões 

tropicais das Américas e do Caribe. Esses cupins são considerados invasores devido à elevada 

capacidade de adaptação e colonização, favorecida pela reprodução acelerada, pela formação 

de colônias ocultas nos estágios iniciais e pela ampla variedade de substratos que compõem sua 

dieta (THORNE, 2024). 

No gênero Nasutitermes, a degradação de celulose está fortemente associada 

a bactérias simbióticas presentes no intestino, particularmente aderidas às partículas de madeira. 

Estudos mostram que grande parte da atividade celulolítica ocorre no intestino posterior, 

diretamente sobre as fibras ingeridas, evidenciando a especialização funcional das comunidades 

bacterianas (SALGADO et al., 2024). Além disso, análises metagenômicas confirmam que o 
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trato digestivo de cupins atua como um verdadeiro biorreator natural, abrigando micro-

organismos capazes de produzir um arsenal enzimático direcionado à degradação eficiente da 

lignocelulose (ENAGBONMA et al., 2025). Esse potencial biotecnológico abre perspectivas 

promissoras para a utilização de bactérias simbiontes de cupins no desenvolvimento de 

processos sustentáveis, incluindo a conversão de resíduos lignocelulósicos em produtos de 

valor agregado e a otimização de bioprocessos industriais de baixo custo e impacto ambiental. 

 

3.4.3 Ensaios enzimáticos qualitativos 

 

Neste estudo, os 28 fungos e as 9 bactérias isoladas foram submetidos a 

triagens enzimáticas para avaliar a produção qualitativa de celulases e ligninases. Para a triagem 

de celulases, utilizou-se a carboximetilcelulose (CMC) como única fonte de carbono. O CMC, 

um derivado solúvel da celulose, tem se mostrado um substrato eficaz para a identificação de 

micro-organismos celulolíticos (ZHAO et al., 2021). A formação de halos transparentes no 

meio contendo CMC indicou a hidrólise do substrato, confirmando a presença de atividade 

celulolítica. 

A atividade de ligninases foi avaliada na presença de guaiacol, um composto 

fenólico utilizado como indicador da atividade de lacases, enzimas multicobre envolvidas na 

oxidação de fenóis (JOSHI et al., 2022). Os testes foram realizados em placas de Petri, e os 

halos resultantes foram utilizados como parâmetro para seleção dos micro-organismos mais 

promissores (Tabela 5). 
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Tabela 5 – Ensaios qualitativos com CMC e Guaiacol 

Halos em CMC por fungos 
Halos em CMC por bactérias 

de cupim 

Fungo em placa com 

Guaiacol 

A) 

 

B) 

 

C) 

 

SG14  CPM15; CPM3  SC6.3  

A) Halos em CMC por fungos filamentosos (Coniochaeta velutina SG14) usando Vermelho Congo; B) Halos em 

CMC por bactérias de cupim (Bacillus amyloliquefaciens CPM3; Pseudomonas azotoformans CPM15) usando 

Vermelho Congo; C) Coloração escura indicativa de ligninases na presença de Guaiacol pelo fungo (Talaromyces 

mycothecae SC6.3).   

Fonte: A autora, 2025. 

 

Nos ensaios com fungos, nove isolados foram selecionados com base na 

formação de halos enzimáticos em meio contendo CMC e na capacidade de produzir lacase em 

meio suplementado com guaiacol. Em contraste, todas as linhagens bacterianas testadas 

apresentaram halos em CMC, indicando atividade celulolítica, mas não demonstraram 

produção detectável de lacases. Assim, a utilização combinada de CMC e guaiacol mostrou-se 

eficaz como triagem inicial, permitindo distinguir produtores de celulases e lacases. Contudo, 

como ressaltado por BABINSKAS e MATIJOŠYTĖ (2025), os ensaios em placa com guaiacol 

apresentam limitações para detecção de lacases, sobretudo bacterianas, que podem requerer 

condições específicas de pH, temperatura e cofatores para expressão ideal da atividade. 

Estudos prévios com fungos de solo de serrapilheira reforçam a aplicação do 

guaiacol como substrato para detecção de lacases, tanto em meios sólidos quanto em extratos 

enzimáticos (GRAMSS et al., 1998; CRIQUET et al., 1999; PUNDIR et al., 2016). Para 

celulases, o método mais empregado é a coloração com vermelho congo em meio contendo 

CMC, permitindo visualizar halos de hidrólise e calcular índices enzimáticos (RUEGGER; 

TAUK-TORNISIELO, 2004; SUN et al., 2020), havendo ainda adaptações para maior 

sensibilidade (MELO et al., 2018; ESCORIÇA et al., 2021). 
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No caso das bactérias do intestino de cupins, há registros de produção de 

lacases detectadas com guaiacol, porém em testes mais sensíveis realizados por 

espectrofotometria (COY et al., 2010; GENG et al., 2018; XIAO et al., 2021). Já a atividade 

celulolítica identificada com CMC e revelada com vermelho congo em placas é amplamente 

relatada, sendo uma técnica comum em triagens iniciais de bactérias simbióticas de cupins 

(PERISTIWATI et al., 2018; DAR et al., 2022; ARFAH et al., 2019). 

 

3.4.4 Ensaios enzimáticos quantitativos 

 

Os ensaios realizados com fungos e bactérias evidenciaram diferentes 

potenciais enzimáticos entre os isolados analisados. Entre os fungos, destacou-se Aspergillus 

versicolor BR14, com maior produção de manganês peroxidase (716,97 U L⁻¹), enquanto 

Talaromyces mycothecae BR4 apresentou o melhor desempenho na produção de celulase (13,52 

U mL⁻¹) e T. mycothecae SC6.3 foi o isolado com maior atividade de xilanase (64,24 U mL⁻¹). 

No grupo das bactérias, Rossellomorea marisflavi CPM2 foi a maior produtora de manganês 

peroxidase (1.737,27 U L⁻¹), Priestia megaterium CPM18 apresentou o maior valor de lignina 

peroxidase (1.863,80 U L⁻¹) e Bacillus subtilis CPM6 destacou-se na produção de celulase 

(12,68 U mL⁻¹). Os resultados de produção enzimática estão apresentados nas Tabelas 6 e 7. 

Estudos prévios confirmam o protagonismo de Aspergillus e Penicillium 

como produtores eficazes de celulases, amplamente explorados na biotecnologia para 

degradação de biomassa lignocelulósica (KUMAR et al., 2021). De forma complementar, 

trabalhos recentes apontam o gênero Talaromyces como promissor na produção dessas enzimas 

(SILVA et al., 2021). A comparação entre os grupos avaliados revelou que as bactérias isoladas 

do intestino de cupins apresentaram maior produção de enzimas ligninolíticas, enquanto os 

fungos provenientes da serrapilheira se destacaram na produção de celulases e, principalmente, 

xilanases, refletindo adaptações distintas aos seus ambientes de origem (NGALIMAT et al., 

2021). 
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Tabela 6 – Análises de produção de enzimas pelos fungos isolados do solo de serrapilheira 

Fungos Isolados Triagem em placa Análises em espectrofotômetro 

Código Identificação 
Ligninase 

(Guaiacol) 

Celulase 

CMC 

Lacase 

(ABTS) 

U/L-1 

Lignina 

Peroxidase 

U/L-1 

Manganês 

Peroxidase 

U/L-1 

Celulase 

U/mL-1 

Xilanase 

U/mL-1 

SC6,3 Talaromyces mycothecae + +    9,09 64,24 

BR4 Talaromyces mycothecae  + 0,001   13,51 39,42 

BR15 Talaromyces mycothecae + +   523,93 4,83 9,53 

BR14 Aspergillus versicolor  +  465,94 716,96 11,17 13,51 

BG10 Aspergillus hiratsukae  +    5,35 19,69 

SG12 Aspergillus tubingensis  + 0,002   8,05 20,53 

BR19 Aspergillus fumigatus  + 0,019  1130,60 4,40 8,75 

SG16 Trichoderma sp.  +    6,14 24,13 

BC01 Trichoderma sp.  +    9,28 28,63 

Os fungos filamentosos foram identificados em análises descritas no Capítulo III deste trabalho. 

Fonte: A autora, 2025. 
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Tabela 7 – Análises de produção de enzimas pelas bactérias isoladas do intestino de cupins 

Bactérias Isoladas Triagem em placa Análises em espectrofotômetro  

Código Identificação 
Lacase 

Guaiacol 
Celulase CMC 

Lacase 

(ABTS) 

U/L-1 

Lignina 

Peroxidase 

U/L-1 

Manganês 

Peroxidase 

U/L-1 

Celulase 

U/mL-1 

Xilanase 

U/mL-1 

CPM1 Rossellomorea marisflavi  +   319,87 11,30 7,92 

CPM2 Rossellomorea marisflavi  +  501,79 1.737,27 4,66 4,00 

CPM3 Bacillus amyloliquefaciens  + 0,156 1290,32 209,57 6,25 9,56 

CPM6 Bacillus subtilis  +  1505,37  12,67 7,93 

CPM8 Bacillus amyloliquefaciens  +  1003,58 60,66 12,33 6,38 

CPM13 Bacillus cereus  +  286,73 292,30 9,40 3,05 

CPM15 Pseudomonas azotoformans  +   485,33 7,91 4,44 

CPM16 Bacillus subtilis  +   237,15 3,80 2,25 

CPM18 Priestia megaterium  +  1863,79 330,90 10,69 8,17 

As bactérias foram identificadas em análises descritas no Capítulo III deste trabalho. 

Fonte: A autora, 2025. 
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Entre os fungos, T. mycothecae SC6.3 se destacou pela elevada atividade 

xilanásica, superando valores previamente relatados para fungos de solo, como Trichoderma 

viride (22,37 U mL⁻¹; OYEDEJI et al., 2018) e T. funiculosus (SYRCHIN et al., 2023). Este é 

o primeiro registro de T. mycothecae como produtora de enzimas ligninolíticas, espécie até 

então conhecida apenas pela síntese de extrólitos como duclauxina e rubropunctatina 

(BARBOSA et al., 2018). Embora já existam relatos de produção de xilanases, β-xilosidases e 

outras enzimas termoestáveis em espécies do gênero (GOYARI et al., 2015; ROMDHANE et 

al., 2010; GUERFALI et al., 2009), os resultados aqui obtidos ampliam o conhecimento sobre 

a diversidade metabólica de T. mycothecae e revelam seu potencial biotecnológico em 

processos de valorização de resíduos lignocelulósicos. 

Na atividade celulolítica, destacaram-se A. versicolor BR14 e Trichoderma 

sp. BC01, com valores comparáveis ou superiores aos relatados na literatura (QAISAR et al., 

2014; LEE et al., 2011). A. versicolor BR14 também foi o único a produzir lignina peroxidase 

detectável, além de expressiva produção de manganês peroxidase e atividade de xilanase, 

reforçando seu caráter multifuncional. Estudos recentes confirmam sua capacidade de produzir 

β-glicosidases e xilooligossacarídeos de interesse biotecnológico (HUANG et al., 2021; 

FORSAN et al., 2023). De modo geral, observou-se uma complementaridade entre gêneros: 

Talaromyces mostrou especialização em xilanases, enquanto Aspergillus revelou versatilidade 

enzimática, o que reflete a dinâmica sinérgica da decomposição na serrapilheira (ORENCIO-

TREJO et al., 2016). 

As bactérias isoladas do intestino de cupins também apresentaram atividades 

expressivas. B. subtilis CPM6 e B. amyloliquefaciens CPM8 exibiram valores superiores aos 

relatados para B. subtilis RLI2019 (4,06 U mL⁻¹ de endoglucanase; LIU et al., 2023) e para 

isolados de Macrotermes gilvus (2,5 U mL⁻¹; ARFAH et al., 2019). Em alguns trabalhos, 

atividades variaram entre 0,12 e 3,36 U mL⁻¹, o que reforça a eficiência dos isolados deste 

estudo. Também se destacou P. megaterium CPM18, com alta atividade celulolítica e 

ligninolítica, consolidando-se como linhagem versátil para degradação de biomassa. 

A produção de xilanases também foi relevante, especialmente por B. 

amyloliquefaciens CPM3 e B. cereus CPM13, alinhando-se a relatos prévios de variabilidade 

na síntese dessas enzimas entre bactérias intestinais de cupins (LIU et al., 2023). Algumas 

cepas, como B. amyloliquefaciens CPM3 e P. megaterium CPM18, produziram 

simultaneamente celulases e xilanases, caracterizando-se como degradadores versáteis. Entre 

as ligninases, P. megaterium CPM18 apresentou a maior atividade de lignina peroxidase, 
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enquanto R. marisflavi CPM1 e CPM2 exibiram os maiores níveis de manganês peroxidase. 

Também foi detectada baixa produção de lacase em B. amyloliquefaciens CPM3, achado 

relevante dado que essa enzima é pouco comum em bactérias (XIAO et al., 2021). 

Esses resultados demonstram a adaptação ecológica dos micro-organismos 

aos seus respectivos nichos: as bactérias simbiontes do intestino de cupins desempenham papel 

fundamental na degradação da lignina (XIE et al., 2023), enquanto os fungos da serrapilheira 

atuam como decompositores primários da matéria vegetal, especialmente de celulose e 

hemicelulose (SOUZA et al., 2022). Essa divisão funcional reforça o potencial biotecnológico 

tanto das bactérias simbiontes quanto dos fungos decompositores (ADESIOYE et al., 2022). 

Por fim, ressalta-se que os valores obtidos foram alcançados em condições 

não otimizadas de cultivo. Ajustes em variáveis como pH, temperatura, inóculo e composição 

do meio podem aumentar significativamente a produção enzimática. Estratégias de otimização 

estatística, como demonstrado em estudos recentes, reforçam a importância de buscar condições 

ideais para explorar plenamente o potencial desses micro-organismos (MA et al., 2024; 

SHAIKH et al., 2025). 

 

3.4.5 Produção de açúcares redutores 

 

A produção de açúcares redutores a partir de diferentes substratos é 

amplamente estudada devido à sua relevância para as indústrias de biocombustíveis, alimentos 

e biotecnologia (ZOLOTAREV et al., 2022; NATH, 2024). Esses açúcares, resultantes da 

degradação de polissacarídeos como celulose e amido, são essenciais em processos 

fermentativos, servindo como fonte de carbono para micro-organismos na síntese de diversos 

produtos biotecnológicos (DUSABE et al., 2023). A eficiência dessa conversão depende da 

escolha dos micro-organismos, das condições de cultivo e dos métodos de quantificação 

utilizados (YU et al., 2016). 

No presente estudo, foi utilizada uma tira de papel filtro como única fonte de 

carbono para três linhagens de fungos (Talaromyces mycothecae BR04, BR15 e SG3.6) e uma 

bactéria (Rossellomorea marisflavi CPM2). Esses micro-organismos foram selecionados com 

base não apenas nos resultados enzimáticos obtidos neste trabalho, mas também pelo fato de 

representarem linhagens ainda pouco exploradas na literatura quanto à produção de enzimas. 
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Ao longo do experimento, observou-se a olho nu o crescimento dos fungos 

filamentosos (T. mycothecae BR04, BR15 e SG3.6) e a degradação progressiva do papel filtro 

(Figura 13). Diversos fungos, como Aspergillus niger, Aspergillus oryzae, Penicillium 

chrysogenum, Mucor racemosus, Hypocrea lixii e Laetisaria arvalis, já foram descritos como 

capazes de crescer e degradar papel filtro (BERGADI et al., 2014; NAVARRO et al., 2014). 

Entretanto, não foram encontrados registros anteriores na literatura de cepas de T. mycothecae 

com essa capacidade, tampouco de sua atuação na produção de açúcares redutores. 

 

Figura 13 – Visualização do crescimento dos fungos e degradação do papel filtro 

A) B) 

  
C) D) 

 
 

A) e B) Crescimento fúngico com formação de longas hifas filamentosas; C) Formação de 

esporos na parte sobrenadante do papel filtro; D) Degradação do papel filtro obervada pela ação 

do Talaromyces mycothecae. 

Fonte: A autora, 2025. 
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Com relação à bactéria Rossellomorea marisflavi CPM2, não foi possível 

observar crescimento visível no meio de cultivo, embora tenha ocorrido a produção de açúcares 

redutores. O primeiro registro dessa espécie produzindo açúcares redutores foi descrito 

recentemente, em estudos auxiliados por nanopartículas de óxido de cálcio (CaONPs) com 

aplicação voltada à produção de bio-hidrogênio (YOUSEF et al., 2024). Esse resultado reforça 

o potencial degradador da linhagem, estimulando investigações adicionais sobre suas 

capacidades metabólicas, especialmente considerando sua origem no intestino de cupins. 

Todas as linhagens avaliadas apresentaram tendência de aumento na produção 

de açúcares redutores ao longo do tempo, embora com variações na quantidade produzida 

diariamente (Figura 14).  

 

Figura 14 – Produção diária de açúcares redutores (mg/mL-1) 

 

Talaromyces mycothecae BR04; BR15; SG3,6; Bacillus amyloliquefaciens CPM2 

Fonte: A autora, 2025. 
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A linhagem BR04 demonstrou perfil crescente e consistente, atingindo os 

maiores valores ao final do período (0,17 mg mL⁻¹). Já a BR15 também exibiu incremento 

progressivo, mas em níveis ligeiramente inferiores, apresentando um pico logo no primeiro dia 

(0,18 mg mL⁻¹). A linhagem SG6.3 apresentou comportamento intermediário, com aumento 

gradual até atingir 0,139 mg mL⁻¹ no quinto dia. Por fim, a linhagem CPM2 (R. marisflavi) 

iniciou com baixa produção (0,06 mg mL⁻¹), mas apresentou expressivo incremento a partir do 

sexto dia, alcançando 0,17 mg mL⁻¹ e aproximando-se dos valores obtidos pelas demais 

linhagens no final do experimento. Os resultados obtidos indicam que todas as linhagens foram 

capazes de produzir açúcares redutores ao longo do tempo, destacando-se Talaromyces 

mycothecae BR15, que alcançou um total de 23,95 mg de açúcares produzidos ao final do 

experimento. 

Outro ponto relevante observado no gráfico de produção diária de açúcares 

redutores foi a oscilação nas curvas de produção, com períodos de declínio seguidos por 

retomada do aumento. Esse comportamento está relacionado ao metabolismo microbiano 

durante a deslignificação da biomassa lignocelulósica: os micro-organismos liberam açúcares 

redutores, mas também podem consumi-los como fonte de energia. Estudos indicam que a 

delignificação microbiana favorece a liberação de polissacarídeos, mas a eficiência do processo 

pode ser comprometida pelo consumo simultâneo desses açúcares (TSEGAYE et al., 2019). 

Além disso, o equilíbrio entre produção e consumo é fator crítico para a viabilidade de 

processos fermentativos industriais, demandando estratégias que reduzam esse consumo para 

otimizar rendimentos (SINGH et al., 2014). 

O gráfico de produção acumulada de açúcares redutores (AR) ao longo de 

sete dias (Figura 15) evidenciou uma tendência crescente em todas as linhagens, indicando 

liberação contínua de AR durante o período experimental. A linhagem BR15 manteve o melhor 

desempenho, enquanto BR04 e SG6,3 apresentaram produção intermediária, e CPM2 obteve o 

menor valor acumulado. Embora tenham sido observadas diferenças aparentes entre os 

isolados, o teste de Kruskal–Wallis não indicou significância estatística, sugerindo capacidade 

equivalente de produção entre eles. Esses resultados corroboram a literatura, que destaca a 

maior eficiência dos fungos na secreção de coquetéis enzimáticos voltados à degradação da 

biomassa lignocelulósica (TAMBOLI et al., 2017), bem como a relevância das β-glicosidases 

fúngicas, geralmente mais eficazes do que as bacterianas, resultando em maiores rendimentos 

fermentativos (CASA-VILLEGAS et al., 2018). 
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Figura 15 – Produção acumulada de açúcares redutores 

 

Talaromyces mycothecae BR04; BR15; SG3,6; Bacillus amyloliquefaciens CPM2 

Fonte: A autora, 2025. 

 

A produção total de AR ao final do experimento reforçou o desempenho 

superior da linhagem BR15 (23,96 mg ± 4,3), seguida por BR04 e SG6,3, com CPM2 exibindo 

a menor produção. Esses resultados demonstram que tanto fungos de serrapilheira quanto 

bactérias intestinais de cupins são capazes de converter substratos celulósicos simples, como 

papel filtro, em açúcares redutores, o que está em consonância com achados prévios sobre a 

eficiência de micro-organismos na hidrólise de resíduos lignocelulósicos (MAGRI; DIAS, 

2016; RITIKA et al., 2023; SALGADO et al., 2024). 
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Tabela 8 – Total de glicose produzida pelos micro-organismos 

Micro-organismo Glicose (mg)  

BR04 21,81 ±3,4 

BR15 23,95 ±4,3 

SG6,3 20,51 ±2,9 

CPM2 19,59 ±3,4 

Talaromyces mycothecae BR04; BR15; SG3,6. Bacillus amyloliquefaciens CPM2 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Apesar disso, os valores obtidos foram inferiores aos relatados em estudos 

que utilizaram resíduos agroindustriais mais complexos ou estratégias de co-cultivo e pré-

tratamento. Magri e Dias (2016) observaram maior eficiência em palha de milho a partir da 

interação entre Aspergillus niger e Ceriporiopsis subvermispora, enquanto RITIKA et al. 

(2023) reportaram valores muito superiores em fermentação simultânea. De forma semelhante, 

DUSABE et al. (2023) atingiram 16,5 g L⁻¹ de AR após 48 h de hidrólise de resíduos 

alimentares com consórcios de fungos e leveduras. Esses resultados reforçam que a escolha do 

substrato e o uso de consórcios microbianos são determinantes para elevar os rendimentos de 

AR. 

A utilização do papel filtro neste estudo, embora menos complexa 

estruturalmente que resíduos agroindustriais, evidenciou o potencial das linhagens em liberar 

AR a partir de um substrato celulósico simples. O método do ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) 

mostrou-se eficiente para quantificação da atividade, já empregado em trabalhos com 

Talaromyces funiculosus (SYRCHIN et al., 2023) e T. thermophilus (MALLEK et al., 2016). 

No entanto, estudos envolvendo bactérias do gênero Rossellomorea ainda são raros e se 

concentram principalmente em aspectos taxonômicos e filogenéticos (NAVARRO-TORRE et 

al., 2021; KUMAR et al., 2025), sem detalhar sua capacidade hidrolítica. Assim, os resultados 

apresentados reforçam a originalidade deste estudo, que explora o potencial enzimático de 

fungos de serrapilheira e bactérias intestinais de cupins em condições pouco investigadas. 

Considerando que a literatura ainda se concentra principalmente em gêneros como Trichoderma 

e Aspergillus (BASSO, 2010; SIVARAMANAN, 2014), esta pesquisa contribui de forma 

pioneira para ampliar a compreensão da diversidade funcional microbiana em processos de 

bioconversão de biomassa, com potencial aplicação em estratégias biotecnológicas de 

valorização de resíduos. 
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3.4.6 Potencial Biotecnológico Sustentável das Bactérias Isoladas de Intestino de Cupins. 

 

O presente estudo analisou bactérias isoladas do intestino de cupins 

Nasutitermes sp., destacando seu potencial para aplicações na produção de biocombustíveis e 

bioenergia. O microbioma intestinal desses insetos desempenha um papel essencial na 

degradação da biomassa lignocelulósica, um fator-chave para processos biotecnológicos 

sustentáveis (HE et al., 2013; VIKRAM et al., 2021). Algumas das principais aplicações 

sustentáveis dessas bactérias foram apresentadas na Tabela 9. 

Entre as bactérias analisadas, Bacillus amyloliquefaciens é uma espécie que 

se destaca pela produção de enzimas termostáveis e alcalifílicas, como alfa-amilase e proteases, 

essenciais para a conversão de resíduos agrícolas em bioetanol. Sua capacidade de sacarificar 

amido cru e outros substratos reforça seu potencial na economia circular, contribuindo para a 

valorização de resíduos em biocombustíveis e biopolímeros (PRAJAPATI et al., 2017; 

NGALIMAT et al., 2021). De forma complementar, Bacillus subtilis apresenta metabolismo 

flexível e robustez fisiológica, características que permitem sua aplicação em processos 

fermentativos de baixo custo e curta duração. Além disso, sua versatilidade inclui a secreção de 

diversas enzimas hidrolíticas, relevantes para a produção de biocombustíveis e compostos 

bioativos (SU et al., 2020; KOVÁCS, 2019; ARNAOUTELI et al., 2021; ERRINGTON et al., 

2020). 

Outros isolados também mostraram potencial biotecnológico descrito na 

literatura. Pseudomonas azotoformans apresenta capacidade de degradar polímeros sintéticos, 

como filmes de poliuretano, além de perspectivas para a biorremediação de solos contaminados 

(ZHANG et al., 2010; ARKATKAR et al., 2012). Já P. megaterium destaca-se na produção de 

enzimas associadas ao metabolismo de carboidratos e à biossíntese de moléculas de interesse 

industrial, como vitamina B12 e heme (WANG et al., 2018; BIEDENDIECK et al., 2021). 
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Tabela 9 – Potencial biotecnológico sustentável das bactérias isoladas de intestino de cupins 

Código Identificação  Enzimas e Metabólitos Potencial Sustentável Referências 

CPM1 

CPM2 

Rossellomorea 

marisflavi 

Lacases; 

Catalase-positivo; 

Esculina e caseína são hidrolisadas. 
 

Produção renovável de biohidrogênio; 

Descolore corantes sintéticos; 

Biocatalisador em células de combustível microbianas; 

Síntese de nanopartículas de prata; 

Biofoculante. 

 
 

GUPTA et al, 2020; 

YOUSEF et al, 2024; 

WANG et al, 2015; 

YEN et al, 2013; 

LONG et al, 2013 

SEGUNDO et al 2024; 

CPM3 
Bacillus 

amyloliquefaciens 

Queratinolítica, atividade proteolítica; 

celulolítica; α-amilolítica 
 

Excelente hospedeiro em biorreatores; 

Biocontrole eficaz contra doenças fúngicas pós-colheita; 

Biofertilizante; 

YE et al, 2018; 

PRAJAPATI, et al, 

2017; ZALILA-KOLSI 

et al, 2023; wang et al, 

2022 

CPM6 

CPM16 
Bacillus subtilis 

Hidrolases de peptidoglicano; 

Muramidases. Amilases; Endopeptidases 

Formação de biofilmes complexos com potencial para produzir 

biomateriais; 

Produção sustentável de surfactina; 
 

KOVÁCS, 2029;  SU 

et al, 2020; 

ARNAOUTELI et al, 

2021; JANEK et al, 

2021 

CPM13 Bacillus cereus 
Proteases; Amilase; amiloglucosidase; 

DNase; 

Substituição de fertilizantes convencionais; Biocontrole de 

pragas; Diminuição de metais em amostras; Produção de 

enzimas industriais. 

 
 

RATHNASAMY et al, 

2020; YANG et al, 

2023; KULKOVA et al, 

2023; JUN et al, 2020 

CPM15 
Pseudomonas 

azotoformans 
Ureases; Proteínases. 

Degradação de filmes de poliuretano 

degradar uma ampla gama de outros herbicidas 

Reparo de fissuras em concreto. 

ARKATKAR et al, 

2010; ZHANG et al, 

2017; HEIDARI 

NONAKARAN et al, 

2015 
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Melhora o desenvolvimento das plantas e a fitorremediação em 

ambientes de seca, 

CPM18 
Priestia 

megaterium 

Biossíntese de vitamina B12; 

levansucrases, α-ciclodextrina 

glicosiltransferase, dextransucrase, 

xilanase, glicose desidrogenase, β-

galactosidase e manitol desidrogenase 

Biossíntese de Biomoléculas 

Biotransformações e Biorremediação 

Aplicações em Processos Industriais 

WANG et al. 2018; 

BIEDENDIECK et al, 

2021; LAKOWITZ et 

al, 2017; 

ABDULMUGHNI et 

al, 2017; 

BIEDENDIECK et al, 

2021 

Fonte: A autora, 2025.
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Os resultados obtidos na avaliação do potencial biotecnológico das bactérias 

isoladas reforçam a relevância do microbioma de cupins como uma fonte valiosa de micro-

organismos com capacidade de degradar biomassa lignocelulósica. Essa diversidade funcional 

revela um arsenal enzimático capaz de atuar na conversão de resíduos vegetais em moléculas 

de interesse energético, evidenciando seu papel estratégico na busca por alternativas 

sustentáveis. A exploração dessas bactérias pode impulsionar a produção de biocombustíveis e 

bioenergia de forma mais eficiente, contribuindo para a valorização de resíduos agroindustriais 

e para a inserção da economia circular no setor energético. Além disso, sua aplicação reduz a 

dependência de combustíveis fósseis, promove a mitigação de impactos ambientais e abre 

perspectivas para o desenvolvimento de bioprocessos inovadores, alinhados às demandas 

globais por soluções renováveis e ecologicamente responsáveis. 

 

3.4.7 Potencial Biotecnológico Sustentável dos Fungos Isolados do Solo De Serrapilheira 

 

A biodiversidade fúngica apresenta um vasto potencial para a bioenergia e a 

produção de biocombustíveis, especialmente devido à capacidade de algumas espécies de 

degradar biomassa lignocelulósica e converter resíduos em produtos de valor agregado. A 

exploração de fungos ligninolíticos é essencial para ampliar as opções de micro-organismos 

utilizados na conversão de biomassa (OSONO et al., 2020). 

No presente estudo, foram identificadas diferentes espécies fúngicas com 

potencial para aplicações bioenergéticas e outras aplicações sustentáveis (Tabela 10). Dentre 

elas, destaca-se o Aspergillus fumigatus, conhecido por sua capacidade de degradar biomassa 

vegetal e converter resíduos agrícolas em substratos fermentáveis (JIN et al., 2020; MONDAL 

et al., 2020). Outro fungo relevante para a bioenergia é Aspergillus tubingensis, que se destaca 

na degradação de bagaço de cana-de-açúcar, liberando açúcares fermentáveis como glicose e 

xilose sem necessidade de suplementação enzimática comercial. Sua aplicação pode reduzir 

custos na produção de etanol de segunda geração (PRAJAPATI et al., 2020). Já Aspergillus 

hiratsukae não apresenta pesquisas evidenciando a produção de enzimas de interesse industrial, 

o que indica uma lacuna científica e abre espaço para futuras investigações sobre seu potencial 

biotecnológico. 
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Tabela 10 – Potencial biotecnológico sustentável dos fungos isolados do solo de serrapilheira 

Código Identificação  Enzimas e Metabólitos Potencial Sustentável Referências 

SC6.3   

BR04 

BR15 

Talaromyces mycothecae 
Duclauxina; 

alcalóides, peptídeos, lactonas, policetídeos 
Ainda não explorado. 

BARBOSA et 

al, 2018 

ZHAI et al, 2016 

BR19 Aspergillus fumigatus 
CMCase, FPase e β-glicosidase), xilanase, 

pectinase e amilase MnP e lacase 

Produzir altos títulos de celulases e hemicelulases a 

baixo custo; Degradação da palha de arroz; recicla 

fontes de carbono e nitrogênio; 

GILL et al, 2023 

DAGENAIS & 

KELLER, 2009; 

WIEMANN et 

al, 2013 

SG12 Aspergillus tubingensis 
Esterase e Lipase 

Cellulase and hemicellulase 

Biodegradação de lixo; Fungos que podem 

biodegradar o plástico; Geração de açúcares 

fermentáveis; Hidrólise de agrorresíduos; Degrada PU 

– Polyurethane. 

NASRABADI 

et al, 2023; 

PRAJAPATI et 

al, 2020 

BG10 Aspergillus hiratsukae 

Antibacterianos notáveis em S. aureus, B. 

subtilis e E. coli. 

α-pirona 

Biorremediação de cobre; sem evidências sobre 

produção de enzimas de interesse industrial. 

PALANIVEL et 

al, 2023; SAIED 

et al, 2020; 

PRIGITANO et 

al, 2023; CHEN 

et al, 2022 

SG16 

BC01 
Trichoderma sp. 

Endoxilanases; β-xilosidases; glucanasesα-

galactosidase, acetileno xilanesterases, 

lacases (benzendiol: oxigênio 

Biocontrole fúngico contra micro-organismos 

patogênicos; Decomposição natural e agente biológico 

de biorremediação. 

SOOD et al, 

2020; ZIN & 

BADALUDDIN
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oxidoredutases, poligalacturonase, pectina 

liase e pectina 

, 2020; 

GOORUEE et 

al, 2024 

BR14 Aspergillus versicolor 

Beta-glucosidase, Proteases, peptidases, 

glutaminases, γ-glutamil transpeptidases, 

diversas glicosidases, lipases, tanases e 

oxidorredutases 

Elevada atividade na degradação de celulose; 

Produção de enzimas lignocelulolíticas para 

degradação de resíduos vegetais e geração de 

bioenergia 

HUANG et al., 

2021; PÓCSI et 

al., 2024; 

Fonte: A autora, 2025. 

 

 

  



88 
 

Trichoderma spp. é amplamente estudado por sua eficiência na decomposição 

de resíduos orgânicos e na produção de enzimas lignocelulolíticas, especialmente celulases e 

xilanases, fundamentais para a conversão de biomassa em biocombustíveis (ZIN et al., 2020; 

GOORUEE et al., 2024). T. reesei é um exemplo clássico desse potencial tecnológico, 

reconhecido pela produção em larga escala dessas enzimas, tornando-se um agente central em 

processos industriais de bioenergia (YAN et al., 2021; LIMA et al., 2020). 

Outro fungo de interesse, segundo as pesquisas, Aspergillus versicolor 

representa uma fonte versátil de enzimas e metabólitos com elevado potencial biotecnológico 

sustentável. Esta espécie se destaca pela produção de beta-glucosidase e outras enzimas 

hidrolíticas, aplicáveis na conversão de biomassa lignocelulósica e na biorremediação de 

poluentes (HUANG et al., 2021; PÓCSI et al., 2024), além de apresentar capacidade de gerar 

quitosana a partir de resíduos agrícolas, contribuindo para a produção de biopolímeros 

biodegradáveis (SANTHOSH; UMESH, 2025). Seus metabólitos secundários incluem 

compostos bioativos como physcion, com propriedades antioxidantes, anti-inflamatórias e 

neuroprotetoras (ELAWADY et al., 2023), e asperversilactonas, com atividade citotóxica contra 

células cancerígenas (QUANG et al., 2021). Essa combinação de capacidade enzimática e 

metabólica posiciona A. versicolor como recurso promissor para aplicações industriais, 

farmacêuticas e ambientais alinhadas a estratégias sustentáveis. 

Talaromyces mycothecae merece destaque neste estudo por unir novidade 

científica e potencial aplicado. Embora a literatura descreva sobretudo seus metabólitos 

secundários, como a duclauxina com cromóforo de rubropunctatina (BARBOSA et al., 2018), 

e dados de classificação, não há registros publicados que atribuam a essa espécie a produção de 

enzimas ligninolíticas. Esse cenário contrasta com o que se conhece, em termos gerais, para o 

gênero Talaromyces, notável pela diversidade metabólica e aplicações biotecnológicas 

(FRISVAD et al., 2013). Ao evidenciar atividade enzimática de interesse em T. mycothecae, os 

resultados apresentados inauguram uma frente promissora para a bioconversão sustentável de 

biomassa, reforçando a importância de explorar e conservar cepas nativas como recurso 

estratégico para inovação em bioenergia.  
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3.5 CONCLUSÃO 

 

Os resultados obtidos evidenciam que tanto os fungos filamentosos isolados 

de serrapilheira quanto as bactérias simbiontes do intestino de cupins apresentam elevado 

potencial enzimático, refletindo suas adaptações ecológicas e capacidades complementares na 

degradação da biomassa lignocelulósica. Enquanto os fungos se destacaram pela produção de 

celulases e xilanases, essenciais para a decomposição de polissacarídeos estruturais, as bactérias 

mostraram forte atividade ligninolítica, desempenhando papel fundamental na quebra da 

lignina, polímero mais recalcitrante da parede celular vegetal. 

De forma inédita, este estudo revelou o potencial de espécies pouco 

exploradas, como Talaromyces mycothecae, na produção de enzimas ligninolíticas e 

xilanolíticas, ampliando o conhecimento sobre sua diversidade metabólica e aplicações 

biotecnológicas. Da mesma maneira, bactérias como Priestia megaterium e Rossellomorea 

marisflavi se mostraram versáteis na secreção de diferentes classes de enzimas, reforçando a 

relevância do microbioma intestinal de cupins como fonte estratégica para a prospecção de 

novos biocatalisadores. 

Assim, os achados não apenas contribuem para o avanço científico no campo 

da microbiologia aplicada, mas também oferecem bases sólidas para o desenvolvimento de 

bioprocessos sustentáveis voltados à valorização de resíduos lignocelulósicos. A diversidade 

funcional e a complementaridade entre fungos e bactérias demonstram um potencial promissor 

para aplicação em áreas como bioenergia, biorremediação e produção de biocombustíveis, 

alinhando-se às demandas globais por soluções inovadoras e ambientalmente responsáveis. 
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4. CAPÍTULO III: CARACTERIZAÇÃO TAXONÔMICA 

POLIFÁSICA DOS ISOLADOS COM POTENCIAL 

BIOTECNOLÓGICO SUSTENTÁVEL RECUPERADOS DE 

FONTES ALTERNATIVAS  

 

4.1 RELEVÂNCIA DO ESTUDO 

 

A bioprospecção de micro-organismos de fontes diferenciadas é crucial para 

descobrir novas espécies com potencial biotecnológico. A taxonomia polifásica é fundamental 

para a identificação confiável de microrganismos, integrando análises morfológicas, 

bioquímicas e moleculares. Sua aplicação assegura precisão em pesquisas de biodiversidade, 

bioprospecção e biotecnologia. Os fungos da serrapilheira, que decompõem matéria orgânica, 

e as bactérias simbióticas dos cupins, que digerem celulose, podem ser explorados para o 

desenvolvimento de biotecnologias voltadas à reciclagem de nutrientes, produção de 

biocombustíveis e tratamento de resíduos orgânicos. A identificação precisa desses micro-

organismos permite o aproveitamento de suas capacidades biológicas, promovendo soluções 

inovadoras e sustentáveis para desafios ambientais.  

 

4.2 OBJETIVOS 

4.2.1 Objetivo geral 

 

Aplicar a taxonomia polifásica para a identificação precisa de fungos 

filamentosos isolados do solo de serrapilheira e de bactérias do intestino de cupins, integrando 

análises morfológicas, espectrométricas e moleculares, de modo a contribuir para a 

bioprospecção de micro-organismos com potencial biotecnológico e aplicações em processos 

sustentáveis. 
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4.2.2 Objetivos específicos 

 

• Realizar a identificação macroscópica e microscópica dos isolados com potencial 

biotecnológico selecionados de intestino de cupins e do solo de serrapilheira; 

• Identificar os isolados por MALDI-TOF MS; 

• Analisar o agrupamento das linhagens em FT-IR; 

• Identificar todos os isolados por biologia molecular; 

• Caracterizar os isolados identificados através da taxonomia polifásica. 

 

4.3 MATERIAIS E MÉTODO 

 

4.3.1 Taxonomia Polifásica dos isolados de interesse biotecnológico 

4.3.1.1 Caracterização morfológica 

 

As células bacterianas foram cultivadas em meio NA (3 g L⁻¹ de extrato de 

carne; 5 g L⁻¹ de peptona; 15 g L⁻¹ de ágar) por 24 h a 37 °C. Após o crescimento, foi preparado 

um esfregaço em lâminas, onde uma pequena quantidade de células foi depositada para 

coloração e posterior identificação. A coloração de Gram foi realizada segundo protocolo 

padrão disponibilizado pelo Ministério da Saúde (2001), utilizando os seguintes corantes: 

violeta de metila a 1%, lugol a 5%, álcool a 95% e fucsina a 0,2%. 

As amostras de fungos foram cultivadas em placas de Petri contendo meio 

PDA (15 g L⁻¹ de ágar; 20 g L⁻¹ de dextrose; 4 g L⁻¹ de extrato de batata). Uma pequena alçada 

contendo esporos de cada fungo foi inoculada no centro das placas, que foram incubadas por 7 

dias a 25 °C. Após esse período, as colônias foram analisadas quanto à morfologia e, em 

seguida, utilizou-se a técnica do azul de algodão associada à microscopia. Para isso, foi 

realizado microcultivo, onde as lâminas foram preparadas com o crescimento do fungo por 7 

dias a 28 °C e posteriormente coradas com azul de metileno a 20% (FORTUNA, 2020). O 

exame direto das colônias também foi realizado por meio da coleta de uma alçada do 

crescimento fúngico e sua transferência para lâmina. 
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4.3.1.2 Identificação por MALDI-TOF MS 

 

O método de transferência direta de colônias, sugerido para bactérias e fungos 

(bactérias previamente cultivadas em NA por 24 h a 28 °C e fungos cultivados em PDA por 5 

dias a 25 °C), consistiu na transferência de uma alçada de colônias das linhagens selecionadas 

para a placa do MALDI-TOF MS (MALDI target plate). Em seguida, cada ponto foi coberto 

com 1 µL de ácido fórmico a 70% (v/v) e seco em temperatura ambiente. Posteriormente, 

aplicou-se a solução de matriz composta por ácido α-ciano-4-hidroxicinâmico (CHCA) 

(solução saturada em 50/50 [v/v] de acetonitrila/H₂O contendo 2,5% de ácido trifluoroacético). 

Após a secagem ao ar, as amostras foram analisadas no equipamento Bruker 

MALDI-TOF MS Biotyper®. Os espectros bacterianos gerados foram comparados com o 

banco de dados da Bruker®, enquanto os espectros de fungos filamentosos foram analisados 

utilizando o banco de dados Mass Spectrometry Imaging (MSI) (CALDERARO & CHEZZI, 

2024). 

 

4.3.1.3 Espectroscopia de infravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

 

As bactérias analisadas em equipamento FT-IR (Bruker Fourier Transform 

Infrared spectroscopy system, IR Biotyper®) foram previamente cultivadas em meio NA a 28 

°C por 24 h. Para a preparação das amostras, adicionaram-se 50 µL de etanol a 70% ao frasco 

de suspensão contendo cilindros de metal. A biomassa da cultura foi coletada com uma alça de 

inoculação de 1 µL e submersa no etanol do frasco de suspensão, sendo removida da alça em 

seguida. O frasco foi fechado e agitado em agitador tipo Vortex para obtenção de uma suspensão 

homogênea. Para aumentar a tensão superficial, adicionaram-se 50 µL de água deionizada a 

cada frasco. Em seguida, pipetaram-se 15 µL de cada suspensão em pelo menos três pontos da 

placa de silício. A secagem da placa de amostra foi realizada por incubação a 37 °C por um 

período entre 10 e 30 min. 

Após a secagem, a placa foi introduzida no equipamento. Os espectros 

obtidos foram avaliados pelo software dedicado, com classificação automática de qualidade: 

“Passed” (Aprovado): indicando que a amostra foi identificada corretamente e atende aos 

critérios de qualidade da análise; “Failed” (Reprovado): indicando que a amostra não atendeu 
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aos critérios de qualidade, seja por baixa qualidade do espectro, baixa similaridade com a 

referência ou falha na análise (Bruker, 2021). 

Para a análise de fungos filamentosos por FT-IR, foi necessário adaptar a 

metodologia original. As quantidades de água e álcool a 70% foram aumentadas, e a 

homogeneização foi realizada em equipamento FastPrep em substituição ao agitador Vortex, 

devido à maior potência de agitação. Essa modificação considerou a composição da parede 

celular dos fungos filamentosos, formada principalmente por polissacarídeos como quitina, β-

glucanos e α-glucanos, que conferem resistência estrutural e proteção contra estresses 

ambientais. Em comparação com as bactérias, os fungos possuem parede celular mais espessa 

e complexa (YOSHIMI et al., 2022). O esquema a seguir (Figura 16) exemplifica os passos do 

protocolo adaptado. 

 

Figura 16 – Esquema da metodologia do FT-IR adaptada para fungos filamentosos 

Figura construída na ferramenta Biorender. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Inicialmente, foram coletadas alçadas ricas em esporos fúngicos e hifas a 

partir de culturas crescidas a 25 °C em estufa por cinco dias. Em seguida, os esporos foram 

adicionados a tubos Eppendorf contendo bastões de metal fornecidos pelo fabricante (Bruker, 

2021), 150 µL de água destilada estéril e 150 µL de álcool a 70%. A mistura foi então 

homogeneizada e submetida ao equipamento FastPrep, operando a 6,0 m s⁻¹ com adaptador 

QuickPrep, por 30 s. Posteriormente, 150 µL de cada amostra, em triplicata, foram depositados 

em uma placa de sílica, incubada a 37 °C por 10 a 30 min, garantindo a secagem completa. 
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Após esse processo, a leitura foi realizada no FT-IR, seguida da análise dos espectros pelo 

software específico. 

 

4.3.2 Caracterização Molecular  

4.3.2.1 Extração de DNA genômico de fungos 

 

O DNA genômico de cada isolado fúngico foi extraído utilizando um 

protocolo modificado descrito por Rodrigues et al. (2009). Os fungos foram cultivados em meio 

líquido PDB por 5 dias a 28 °C sob agitação de 150 rpm. Após o crescimento, a biomassa 

fúngica foi filtrada. Para a extração de DNA, 200 mg de biomassa foram transferidos para um 

microtubo de 1,5 mL contendo 100 µL de tampão de lise (Tris-HCl 200 mM, pH 8,5; NaCl 250 

mM; EDTA 25 mM; 0,5% [p/v] SDS). 

A lise celular foi realizada no equipamento FastPrep por 30 s, utilizando 

esferas de vidro (glass beads). Após a lise mecânica, foram adicionados 900 µL de tampão de 

lise, e as amostras foram incubadas por 1 h a 65 °C. Em seguida, as amostras foram 

centrifugadas a 14.000 × g por 10 min à temperatura ambiente, e 800 µL da fase superior foram 

transferidos para um novo microtubo de 2 mL. Polissacarídeos e proteínas foram precipitados 

pela adição de 1 mL de acetato de sódio frio (3 M, pH 5,5). As amostras foram misturadas por 

inversão, incubadas a –20 °C por 10 min e centrifugadas a 14.000 × g por 10 min à temperatura 

ambiente. 

O sobrenadante foi transferido para um novo microtubo e o DNA precipitado 

com um volume de isopropanol frio (–20 °C). As amostras foram suavemente misturadas por 

inversão por 2 min, incubadas a –20 °C por 2 h e centrifugadas a 14.000 × g por 10 min. Os 

pellets de DNA foram lavados duas vezes com 1 mL de etanol a 70% frio, centrifugados a 

14.000 × g por 10 min e secos. As amostras de DNA foram avaliadas quanto à qualidade por 

quantificação no equipamento NanoDrop™ 1000 (Thermo Fisher Scientific Inc., Wilmington, 

EUA) e por eletroforese em gel de agarose a 1% (p/v) por 30 min a 80 V. Para coloração 

utilizou-se SYBR® Safe DNA Gel Stain (Invitrogen, Carlsbad, EUA), e como marcador de 

peso molecular foi utilizado NZYDNA ladder III (NZYTech Lda, Lisboa, Portugal).  
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4.3.2.2 Extração de DNA genômico de bactérias 

 

A extração de DNA bacteriano foi realizada utilizando o innuPREP DNA 

Mini Kit 2.0 (IST Innuscreen GmbH, 2023), seguindo as instruções do fabricante. Inicialmente, 

células bacterianas cultivadas em meio sólido NA foram coletadas com uma alçada e 

transferidas para um tubo de 1,5 mL. As células foram sedimentadas por centrifugação a 3.000 

× g por 10 min, o sobrenadante foi descartado e o pellet celular ressuspendido em 100 µL de 

tampão TE. 

A etapa de lise enzimática foi conduzida conforme a classificação bacteriana. 

Para bactérias Gram-negativas, adicionou-se opcionalmente lisozima (10 mg mL⁻¹, 400 U 

µL⁻¹), seguida de incubação a 37 °C por 30 min sob agitação contínua. Para bactérias Gram-

positivas, foi necessária uma etapa adicional de pré-lise com lisozima nas mesmas condições, 

seguida da adição de 5 µL de mutanolizina (0,4 U µL⁻¹) e incubação a 37 °C por mais 30 min. 

Após a lise enzimática, procedeu-se à lise proteolítica com a adição de 280 

µL da solução de lise CBV e 20 µL de Proteinase K. A mistura foi vortexada brevemente e 

incubada a 60 °C por 30 min em termomisturador ajustado a 550 rpm. Para amostras que 

necessitavam de DNA livre de RNA, adicionou-se RNAse A (2 µL de uma solução a 10 mg 

mL⁻¹), seguida de incubação por 10 min à temperatura ambiente. 

Em seguida, adicionaram-se 200 µL da solução de ligação SBS à amostra 

lisada, que foi misturada vigorosamente por pipetagem. A amostra foi aplicada no Spin Filter 

posicionado em um tubo coletor de 2 mL, e a centrifugação foi realizada a 11.000 × g por 2 

min. O filtrado foi descartado e o Spin Filter reposicionado. Foram realizadas duas lavagens 

sucessivas com 650 µL da solução de lavagem MS, cada uma seguida de centrifugação a 11.000 

× g por 1 min. Após uma etapa adicional de centrifugação a velocidade máxima por 3 min, para 

remoção de etanol residual, o Spin Filter foi transferido para um tubo de eluição. 

Para eluição, adicionaram-se 100 µL de água, com incubação a temperatura 

ambiente por 2 min, seguida de centrifugação a 11.000 × g por 1 min. Uma segunda eluição 

pôde ser realizada para aumentar o rendimento. O DNA foi armazenado entre 4 °C e 8 °C para 

uso a curto prazo. 

As amostras de DNA foram avaliadas quanto à qualidade por quantificação 

no equipamento NanoDrop™ 1000 (Thermo Fisher Scientific Inc., Wilmington, EUA) e por 
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eletroforese em gel de agarose a 1% (p/v) por 30 min a 80 V. Para coloração utilizou-se SYBR® 

Safe DNA Gel Stain (Invitrogen, Carlsbad, EUA), e como marcador de peso molecular foi 

utilizado NZYDNA ladder III (NZYTech Lda, Lisboa, Portugal). 

.  

4.3.2.3 Amplificação por PCR e Sequenciamento do DNA 

 

Para identificar as cepas fúngicas, foi realizada a amplificação parcial do 

espaçador interno transcrito da região do DNA ribossômico (ITS) e/ou do gene da β-tubulina 

(benA). O ITS foi amplificado utilizando os primers ITS1 (5′-TCC GTA GGT GAA CCT GCG 

G-3′) e ITS4 (5′-TCC TCC GCT TAT TGA TAT GCC-3′), descritos por White et al. (1990). O 

gene benA foi amplificado com os primers Bt2a (5′-GGT AAC CAA ATC GGT GCT GCT 

TTC-3′) e Bt2b (5′-ACC CTC AGT GTA GTG ACC CTT GGC-3′), projetados por Glass e 

Donaldson (1995). 

Para bactérias, a identificação dos isolados e a construção de bibliotecas 

gênicas foram realizadas a partir da amplificação e sequenciamento de fragmentos do gene 16S 

rRNA, utilizando os primers 10f (5′-AGT TTG ATC CTG GCT C-3′) e 1100r (5′-GGG TTG 

CGC TCG TTG-3′) (BELGINI et al., 2013). 

As reações de PCR incluíram 25 µL de Taq DNA polimerase Master Mix 2× 

(VWR Life Science, Leuven, Bélgica), 2 µL de cada primer (10 mM) e 2 µL de DNA total, em 

volume final de 50 µL. Os parâmetros de PCR no termociclador foram: 

• Para ITS: 94 °C por 3 min; 35 ciclos de 94 °C por 1 min, 55 °C por 1 min e 72 °C por 

1 min; seguido de extensão final a 72 °C por 5 min. 

• Para benA: 95 °C por 3 min; 35 ciclos de 95 °C por 1 min, 56 °C por 45 s e 72 °C por 

90 s; seguido de extensão final a 72 °C por 10 min. 

O sucesso da amplificação foi verificado em gel de agarose a 1% (p/v). Os 

produtos de PCR foram purificados utilizando o kit NZYGelpure (NZYTech Lda, Lisboa, 

Portugal), conforme instruções do fabricante, e enviados para sequenciamento no laboratório 

da Universidade do Minho. Todas as sequências foram submetidas ao GenBank, e os códigos 

de acesso obtidos foram tabulados. 
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3.3.4 DNA Fingerprint  

 

Cepas selecionadas de fungos da mesma espécie, identificadas pelo sequenciamento 

genético, foram submetidas a análises de PCR fingerprinting genético. Foi utilizado o primer 

(GACA)₄ (5′-GACAGACAGACAGACA-3′), conforme metodologia adaptada de Khalaf & 

Shabaa (2022). 

As reações foram preparadas com 12,5 µL de Master Mix, 1 µL de DNA das amostras, 

2 µL de primer (GACA)₄ e 9,5 µL de H₂O. 

As condições do termociclador foram: 

• Estágio 1 (desnaturação inicial): 95 °C por 2 min (1×); 

• Estágio 2 (ciclagem): 35 ciclos de 95 °C por 1 min, 50 °C por 1 min e 72 °C por 2 min; 

• Estágio 3 (extensão final): 72 °C por 5 min (1×). 

Os fragmentos amplificados foram separados em gel de agarose a 1,5% (p/v), submetido 

à eletroforese sob as condições de 120 V por 4 min e 60 V por 90 min. Os resultados foram 

visualizados em transiluminador 

 

4.3.6 Análises filogenéticas 

 

As sequências obtidas foram comparadas com dados de ITS1/ITS2, β-

tubulina e 16S rRNA de cepas disponíveis em bancos públicos (GenBank, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov) por meio de busca BLAST. As análises evolutivas foram 

conduzidas no software MEGA 11, utilizando o modelo de dois parâmetros de Kimura para 

estimar distâncias evolutivas. As árvores filogenéticas foram reconstruídas pelo método de 

neighbor-joining (NJ), com suporte estatístico de bootstrap obtido a partir de 1.000 repetições 

(NEWMAN et al., 2016). 
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4.3.3 Local de realização dos experimentos e colaboração internacional 

 

A maioria dos experimentos destinados à identificação dos isolados foi 

conduzida na Universidade do Minho (Campus de Gualtar, Braga – Portugal), durante estágio 

de doutorado sanduíche realizado com apoio da CAPES (PDSE – Programa de Doutorado 

Sanduíche no Exterior, processo nº 88881.846749/2023-01), entre novembro de 2023 e julho 

de 2024. As amostras foram previamente enviadas à instituição (outubro de 2023), reativadas e 

analisadas no laboratório da Micoteca da Universidade do Minho (MUM), sob orientação do 

Prof. Nelson Manuel Viana da Silva Lima e com suporte técnico da curadora Célia Maria 

Gonçalves Soares. 

A Micoteca da Universidade do Minho (MUM) é uma coleção de culturas de 

fungos filamentosos e leveduras reconhecida internacionalmente, com infraestrutura para 

preservação, identificação molecular, criopreservação e cultivo de micro-organismos. Essa 

instituição desempenha papel estratégico na conservação da diversidade fúngica e no suporte a 

pesquisas aplicadas em áreas biotecnológicas, médicas e ambientais, possibilitando a 

caracterização de estirpes de interesse científico e industrial. 
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4.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.4.1 Caracterização taxonômica polifásica das bactérias isoladas de cupim 

 

As nove linhagens bacterianas analisadas nesta fase foram selecionadas com 

base no desempenho nos testes de atividades enzimáticas descritos no Capítulo II. A 

caracterização taxonômica polifásica incluiu análises morfológicas (coloração de Gram e 

observação de colônias em microscopia), moleculares (sequenciamento do gene 16S rRNA), 

perfis proteicos obtidos por MALDI-TOF MS e análise de estruturas químicas celulares por FT-

IR. 

Na coloração de Gram, apenas o isolado Pseudomonas azotoformans CPM15 

apresentou coloração rósea, sendo identificado como Gram-negativo. As demais linhagens 

foram Gram-positivas. Todos os isolados foram submetidos à identificação por MALDI-TOF 

MS, e os resultados foram posteriormente validados por sequenciamento do gene 16S rRNA 

(Tabela 11). 
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Tabela 11 – Identificação morfológica, molecular e proteica das bactérias isoladas dos cupins 

Código Gram 

N° de acesso 

atribuídos no 

Gen Bank 

Ident. 

16S rRNA 
% Ident 

N° acesso das 

Linhagens 

Referência 

Coleção de 

Cultura 

Ident. 

MALDI-TOFF MS 
Log score 

CPM1 + PV715725 Rossellomorea marisflavi  99.64% NR_118437.1 JCM 11544 T Rossellomorea marisflavi 2,02 

CPM2 + PV715726 Rossellomorea marisflavi 99.68% NR_118437.1 JCM 11544 T Rossellomorea marisflavi 2,07 

CPM3 + PV715727 Bacillus amyloliquefaciens 100.00% MK182997.1 NBRC 15535 T Bacillus velensis 1,88 

CPM6 + PV715728 Bacillus subtilis 99.55% OP572158.1 DS54 T Bacillus subtilis 2,05 

CPM8 + PV715729 Bacillus amyloliquefaciens 100% MK182997.1 NBRC 15535 T unidentified 1,68 

CPM13 + PV715730 Bacillus cereus 99.70% MN326684.1 ATCC 14579 T Bacillus cereus 2,15 

CPM15 - PV715731 Pseudomonas azotoformans 99.80% LC130639.1 IAM 1603 T Pseudomonas rhodesiae 1,97 

CPM16 + PV715732 Bacillus subtilis 99.13% OP572158.1 DS54 T Bacillus velensis 1,76 

CPM18 + PV715733 Priestia megaterium 100.00% MK424276.1 NBRC 15308 T Priestia megaterium 2,00 

% Ident: BLAST NCBI; as cores em Log score correspondem ao grau de consistência na identificação, sendo indicadas pelo software do próprio MALDI-TOFF MS: Verde: 

Alto grau de identificação; Amarelo: Baixo grau de identificação (aborda grupos taxonômicos próximos); Vermelho: Não identificado (espectros não identificados). 

FONTE: A autora, 2025. 
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A análise por MALDI-TOF MS gerou um dendrograma de similaridade 

proteica (Figura 17). O isolado Bacillus amyloliquefaciens CPM8 foi excluído por não 

apresentar espectros comparáveis. O agrupamento obtido refletiu de forma geral as relações 

esperadas entre as espécies: Bacillus subtilis CPM6 e CPM16 foram agrupados juntos; Bacillus 

cereus CPM13 e Bacillus velezensis CPM3 também se agruparam, em concordância com sua 

proximidade filogenética (Vater et al., 2023). A cepa Priestia megaterium CPM18, 

anteriormente classificada como Bacillus megaterium, posicionou-se próxima de espécies do 

gênero Bacillus, refletindo sua história taxonômica. De forma inesperada, Pseudomonas 

rhodesiae CPM15 foi agrupada junto a Bacillus cereus CPM13, evidenciando que o MALDI-

TOF MS pode aproximar espécies com perfis proteicos semelhantes, ainda que geneticamente 

distantes (Pereyre et al., 2013; Torres-Sangiao et al., 2021). 

 

Figura 17 – Dendrograma gerado por MALDI-TOF MS com a identificação das bactérias 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Cinco isolados (CPM1, CPM2, CPM6, CPM13 e CPM18) apresentaram LOG 

score > 2,0, sendo identificados de forma consistente e confirmados pelo sequenciamento. 

Outros três (CPM3, CPM15 e CPM16) obtiveram LOG scores entre 1,76 e 2,0, mostrando 

divergências a nível de espécie, mas concordância no nível de gênero. Já o isolado CPM8, 
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identificado como Bacillus amyloliquefaciens pelo sequenciamento, não foi reconhecido pela 

biblioteca da Bruker®, sugerindo lacuna nos bancos de referência para bactérias ambientais. 

Surányi et al. (2023) também relataram que o MALDI-TOF MS falhou em identificar até um 

terço dos isolados ambientais, reforçando a limitação das bibliotecas disponíveis. Por outro 

lado, Ashfaq et al. (2022) demonstraram a aplicabilidade do método em contextos ambientais, 

embora recomendem a contínua expansão das bases de dados. 

A árvore filogenética baseada no sequenciamento (Figura 18) corroborou 

alguns agrupamentos do dendrograma, como a proximidade entre Rossellomorea marisflavi 

CPM1 e CPM2, e entre B. subtilis CPM6 e CPM16. Entretanto, divergências também foram 

observadas: Pseudomonas rhodesiae CPM15 e Priestia megaterium CPM18 formaram ramos 

bem definidos e distantes de Bacillus na filogenia, mas foram associados a esse gênero no 

dendrograma. Essas diferenças podem ser atribuídas ao fato de o MALDI-TOF MS basear-se 

em perfis proteicos, enquanto o sequenciamento de 16S reflete relações genéticas. 

O gênero Bacillus merece destaque, por ser altamente diverso e polifilético. 

Estudos genômicos recentes sugerem a subdivisão do grupo em novos gêneros, como o clado 

“Subtilis”, com base em marcadores moleculares e proteínas conservadas (Harirchi et al., 

2022). Além disso, a classificação das espécies do grupo Bacillus cereus é particularmente 

desafiadora devido à elevada similaridade genética, o que dificulta a distinção em nível de 

espécie mesmo por 16S rRNA (Carroll et al., 2022). 

Apesar dos resultados obtidos, algumas lacunas ainda permanecem e podem 

ser exploradas em trabalhos futuros. A ampliação das bibliotecas de referência do MALDI-TOF 

MS, com a inclusão de isolados provenientes de habitats específicos como o intestino de cupins, 

representa um passo essencial para aumentar a acurácia da identificação em ambientes não 

convencionais. Paralelamente, análises genômicas de maior resolução, como o sequenciamento 

de genomas completos e a comparação por Average Nucleotide Identity (ANI), poderiam 

esclarecer relações filogenômicas pouco definidas. Estudos de proteômica comparativa e 

metabolômica também são recomendados, pois permitiriam compreender melhor a base 

funcional das semelhanças e divergências observadas entre dendrogramas proteicos e árvores 

filogenéticas. Finalmente, a integração de dados fenotípicos, moleculares e genômicos em uma 

abordagem de taxonomia polifásica expandida contribuirá para consolidar a identificação e 

caracterização de linhagens bacterianas associadas a cupins, fortalecendo o entendimento de 

sua diversidade e potencial biotecnológico. 
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Figura 18 – Árvore filogenética das bactérias isoladas do intestino de cupim 

 

Análise filogenética baseada em sequências do gene rDNA 16S dos isolados recuperados do intestino de cupins e espécies relacionadas. Valores de Bootstrap (1000 execuções 

replicadas, mostradas em%) acima de 70% são listados. 

Fonte: A autora, 2025. 
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4.4.1.1 Análise dos grupos bacterianos utilizando FT-IR IR Biotyper 

 

Para uma análise taxonômica mais detalhada, empregou-se a espectroscopia 

de infravermelho com transformada de Fourier (FT-IR) por meio do sistema IR Biotyper®, 

destinado à diferenciação de micro-organismos em nível de espécie e subespécie. O 

dendrograma gerado utilizou a métrica euclidiana com ligação média, a partir de componentes 

principais (5 PCs explicando 98,4% da variância), apresentando um coeficiente de correlação 

cofenética de 0,974, o que indica confiabilidade no agrupamento (Figura 19). 

Os resultados mostraram a formação de clusters bem definidos, com 

Rossellomorea marisflavi CPM1 e CPM2 agrupadas entre si, assim como Bacillus cereus 

CPM13 e Bacillus amyloliquefaciens CPM3. Bacillus subtilis CPM6 e CPM16 também se 

agruparam, embora separados por B. amyloliquefaciens CPM8, espécie que, coincidentemente, 

não havia sido identificada pelo MALDI-TOF MS. De modo geral, os arranjos do IR Biotyper® 

reforçaram a proximidade entre espécies do gênero Bacillus, enquanto Pseudomonas 

azotoformans CPM15 apareceu isolada, refletindo sua divergência composicional. 

A separação de Pseudomonas em relação a Bacillus é consistente com sua 

distância filogenética: enquanto Pseudomonas pertence ao filo Proteobacteria e é Gram-

negativa, Bacillus faz parte do filo Firmicutes e é Gram-positiva. Essas diferenças estruturais e 

metabólicas explicam o distanciamento observado (Guan et al., 2018; Carroll et al., 2022). 

Além disso, estudos transcriptômicos demonstram que a interação entre Bacillus e 

Pseudomonas pode modular perfis de expressão gênica em ambas as bactérias (Lyng & Kovács, 

2023), o que pode justificar a similaridade parcial detectada por MALDI-TOF MS (Figura 17) 

e a maior divergência revelada pelo FT-IR (Figura 19). 
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Figura 19 – Dendrograma gerado por IR Biotyper® com as bactérias isoladas de cupim 

 

O dendrograma gerado por IR Biotyper® utiliza a métrica euclidiana com ligação média para agrupar diferentes isolados bacterianos com base em suas características espectrais, 

reduzidas por PCA (5 PCs explicando 98,4% da variância). O coeficiente de correlação cofenética (0,974) indicando um agrupamento confiável 

Fonte: A autora, 2025.
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Outro ponto relevante foi o isolamento de Priestia megaterium CPM18, que 

permaneceu distante de todas as demais espécies no dendrograma do FT-IR, reforçando sua 

singularidade em termos de composição química estrutural. Esse resultado já havia sido 

observado na árvore filogenética (Figura 18) e foi novamente confirmado pelo diagrama de 

dispersão gerado pela Análise Discriminante Linear (Figura 20). Tais achados sugerem que essa 

espécie apresenta perfis únicos de carboidratos, lipídios e componentes de parede celular 

(Bruker, 2023; IR Biotyper®, 2021). 

 

Figura 20 – Diagrama de dispersão bidimensional 

  

Distanciamento entre as réplicas dos isolados destacando CPM18 Priestia megaterium 

(Vermelho), consideravelmente distante das outras cepas bacterianas. Os espectros são 

codificados por cores por isolado, com cada  

Fonte: A autora, 2025. 

 

 

Comparando-se os métodos, observa-se que o MALDI-TOF MS agrupou P. 

megaterium CPM18 com R. marisflavi CPM1 e CPM2 (Figura 17), provavelmente devido à 

proximidade de perfis proteicos, enquanto o FT-IR destacou sua distinção química. Esses 

resultados reforçam que técnicas complementares podem fornecer perspectivas distintas e 

enriquecedoras sobre a diversidade microbiana. 

Até o momento, a aplicação do IR Biotyper® tem se concentrado 

principalmente em microbiologia clínica (Candela et al., 2025; Uribe et al., 2023; Hong et al., 
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2022; Teng et al., 2022). Portanto, o presente estudo se destaca por explorar sua aplicação em 

bactérias de origem ambiental, associadas ao intestino de cupins. Esse enfoque é relevante, pois 

a microbiota intestinal desses insetos constitui um “microbioma central” adaptado à digestão 

de celulose, com forte influência da dieta e da evolução simbiótica (Vikram et al., 2021). 

A integração entre FT-IR e MALDI-TOF MS permitiu identificar tanto 

similaridades quanto divergências nos perfis químicos e proteicos das linhagens. Estudos 

anteriores demonstram que a combinação dessas metodologias pode aumentar 

significativamente a precisão da tipagem microbiana (Feng et al., 2020). De forma semelhante, 

os resultados aqui obtidos evidenciam o potencial dessas abordagens complementares para 

caracterização da microbiota intestinal de cupins, abrindo novas perspectivas para compreender 

suas interações metabólicas, diversidade filogenética e papel ecológico. 

 

4.4.2 Caracterização taxonômica polifásica dos fungos isolados do solo de serrapilheira 

 

Assim como realizado com os isolados bacterianos, a caracterização das 

linhagens de fungos filamentosos de serrapilheira com potencial biotecnológico seguiu uma 

abordagem polifásica. Para isso, foram empregadas técnicas morfológicas, moleculares e 

espectrais (MALDI-TOF MS e FT-IR), o que garantiu uma identificação detalhada e precisa 

dos micro-organismos estudados. Foram selecionadas nove linhagens de fungos filamentosos, 

com base no desempenho nos testes de atividades enzimáticas descritos no Capítulo II. 

Inicialmente, todos os isolados foram submetidos à observação de características morfológicas 

microscópicas. 

Na análise em lâmina, foram identificados os principais gêneros, incluindo 

três isolados de Aspergillus (Figura 21) e dois de Trichoderma. Essa identificação preliminar 

permitiu a seleção das regiões mais adequadas para amplificação e sequenciamento, incluindo 

os genes da β-tubulina e da região ITS do rDNA. 
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Figura 21 –  Aspergillus identificados usando técnica do azul de algodão 

a) 

 

b) 

 

Microscópia óptica, objetiva 40X; Após análises moleculares os respectivos fungos foram identificados: a) BG10 

– Aspergillus hiratsukae; b) BR14 – Aspergillus versicolor. 

FONTE: A autora, 2025. 

 

Após a análise microscópica, os isolados foram submetidos ao 

sequenciamento dos genes ITS e β-tubulina. Os resultados do BLAST/NCBI apresentaram altos 

índices de similaridade, confirmando a identidade dos isolados. SG16 e BC01 foram 

identificados como pertencentes ao gênero Trichoderma, com 98,97% e 100% de identidade, 

respectivamente. SC6.3, BR04 e BR15 foram classificados como Talaromyces mycothecae, 

com percentuais variando entre 99,45% e 99,47%. A análise morfológica revelou colônias com 

centro esverdeado e halo alaranjado, padrão semelhante entre os três isolados, embora a 

intensidade da coloração fosse mais discreta no isolado BR04. 

Por fim, os isolados BR19, SG12, BG10 e SG14 foram identificados como 

Aspergillus fumigatus, Aspergillus tubingensis, Aspergillus hiratsukae e Coniochaeta velutina, 

respectivamente. Os percentuais de identidade variaram entre 99,61% para C. velutina (SG14) 

e 100% para A. fumigatus (BR19) e A. tubingensis (SG12), confirmando a precisão da 

identificação. A integração da análise molecular com os dados morfológicos aumentou a 

confiabilidade dos resultados e favoreceu a compreensão da diversidade fúngica presente nas 

amostras. 

Nas análises por MALDI-TOF MS, nenhum isolado foi identificado pelo 

banco de dados da Bruker®, embora espectros tenham sido gerados. Para contornar essa 
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limitação, os espectros foram reavaliados pela plataforma Mass Spectrometry Imaging (MSI), 

que permitiu a identificação de dois isolados: BR19 como A. fumigatus (score 34,36) e BG10 

como A. hiratsukae (score 20,61). 

A Tabela 12 apresenta também a morfologia das colônias cultivadas em meio 

PDA, destacando diferenças fenotípicas entre os isolados: colônia verde-escura e difusa para 

BR19; preta e esporulada para SG12; branca e aveludada para BG10; e marrom aveludada para 

SG14. Essas variações evidenciam a diversidade morfológica dos isolados e complementam os 

dados moleculares e proteômicos obtidos. 

Após a identificação, foram construídas árvores filogenéticas a partir das 

sequências gênicas comparadas ao GenBank, visando avaliar a proximidade evolutiva dos 

isolados com espécies de referência. Para essa análise, utilizou-se o gene da β-tubulina em 

BR19, BG10, SG12, BR15, BR04 e SC6.3 (Figura 22), e o gene ITS do rDNA em BC01, SG14 

e SG16 (Figura 23). As árvores foram elaboradas no software MEGA 11. 

. 
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Tabela 12 – Identificações e classificação dos fungos isolados do solo de serrapilheira 

Código 

N° de acesso 

atribuídos no 

Gen Bank 

Identificação % Ident.  

N° acesso das 

Linhagens 

Referência 

Coleção de 

Cultura 

MALDI-

TOFF MS 

+ MSI-2 

Score 

MSI-2 

Fotos 

Meio – PDB 

 β-tubulina 

SC6.3  Talaromyces mycothecae 99.45% 

LT855561 CBS 142494T 

  

 

BR04  Talaromyces mycothecae 99.47%   

 

BR15  Talaromyces mycothecae 99.47%   

 

BR19  Aspergillus fumigatus 100.00% LC589344.1 NRRL 163T 
Aspergillus 

fumigatus 
34,36 
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SG12  Aspergillus tubingensis 100.00% KT965711.1 
en 34T 

 
  

 

BG10  Aspergillus hiratsukae 99.78% FJ433874.1 
UOA/HCPF 

EM9708 T 

Aspergillus 

hiratsukae 
20,61 

 
 ITS 

SG16 PV730329 Trichoderma sp. 98.97% 

MT065756.1 
Thar22 T 

 

  

 

BC01 PV730328 Trichoderma sp. 
100.00% 

 
  

 

SG14 PV730330 Coniochaeta velutina 99.61% MK656234.1 
8878 T 

 
  

 
% Ident: BLAST NCBI;  

Fonte: A autora, 2025.
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Figura 22 – Árvore filogenética dos isolados afiliados aos gêneros Aspergillus e Talaromyces. 

 

Análise filogenética baseada em sequências do gene β-tubulina dos isolados recuperados de serrapilheira. Valores 

de Bootstrap (1000 execuções replicadas, mostradas em%) acima de 70% são listados.  

Fonte: A autora, 2025.
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Figura 23 – Árvore filogenética dos isolados afiliados aos gêneros Trichoderma e Coniochaeta. 

 
 

  
Análise filogenética baseada em sequências do gene rDNA ITS dos isolados recuperados de serrapilheira. Valores de Bootstrap 

(1000 execuções replicadas, mostradas em%) acima de 70% são listados.  

Fonte: A autora, 2025.
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A análise filogenética realizada permitiu avaliar as relações evolutivas entre 

os isolados fúngicos e espécies de referência, fornecendo uma identificação precisa, bem 

suportada pelos valores de bootstrap. Quanto mais próximo de 100, maior a confiabilidade dos 

agrupamentos. Os isolados pertencentes ao gênero Aspergillus foram claramente diferenciados 

na árvore filogenética (Figura 22). O isolado BR19 agrupou-se com Aspergillus fumigatus 

NRRL 163ᵀ, com suporte de bootstrap de 100. De forma semelhante, BG10 mostrou 

proximidade com Aspergillus hiratsukae V0517ᵀ e Neosartorya hiratsukae EM9708ᵀ, também 

com bootstrap de 100. O isolado SG12 foi identificado como Aspergillus tubingensis EN34ᵀ, 

igualmente com bootstrap de 100, corroborando sua classificação taxonômica. 

Os isolados BR15, SC6.3 e BR04, pertencentes ao gênero Talaromyces, 

apresentaram forte suporte filogenético, agrupando-se com Talaromyces mycothecae CBS 

142494ᵀ (bootstrap 100). Além disso, T. mycothecae mostrou proximidade evolutiva com outras 

espécies do gênero, como Talaromyces ruber, T. amestolkiae e T. brasiliensis, com valores de 

bootstrap entre 87 e 99, indicando uma relação filogenética consistente. 

A segunda árvore filogenética (Figura 23) evidenciou separação clara entre 

os gêneros Trichoderma e Coniochaeta, refletindo diferenças evolutivas significativas. No topo 

da árvore, o isolado BC01 agrupou-se com Trichoderma harzianum Thar22ᵀ, com suporte de 

bootstrap de 68, indicando relação moderada. Dentro do mesmo clado, o isolado SG16 mostrou 

proximidade com espécies como Trichoderma lentiforme, T. harzianum CBS 227-95ᵀ, T. 

inhamatum, T. simmonsii, T. lixii e T. martiale, com valores de bootstrap de 50 a 85, refletindo 

diferentes níveis de suporte. 

A identificação precisa das espécies de Trichoderma permanece um desafio, 

conforme destacado por Cai et al. (2022), que recomendam a análise de pelo menos três genes 

barcode: ITS (Internal Transcribed Spacer), tef1 (fator de elongação 1-alfa) e rpb2 (subunidade 

2 da RNA polimerase). Atualmente, conjuntos completos desses três loci estão disponíveis para 

apenas 273 espécies, muitas ainda com sequências incompletas ou compartilhando filótipos de 

tef1 ou rpb2 com outras espécies, dificultando a identificação inequívoca. Assim, estima-se que 

apenas 224 espécies (cerca de 60% do total conhecido) possam ser identificadas com precisão, 

enquanto aproximadamente 40% ainda apresentam ambiguidade molecular. 

O outro clado identificado na árvore corresponde ao gênero Coniochaeta, 

incluindo C. velutina, C. mutabilis, C. fasciculata e C. luteoviridis. Esse agrupamento 

apresentou valores de bootstrap elevados, entre 98 e 100, demonstrando alta confiabilidade das 
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relações inferidas. A separação entre os clados de Trichoderma e Coniochaeta confirma 

divergência genética bem definida entre esses grupos. A escala de 0,050 na árvore sugere 

distância evolutiva significativa entre as espécies analisadas. O agrupamento dentro de cada 

gênero reflete coerência taxonômica e robustez da análise filogenética, permitindo melhor 

compreensão das relações entre os isolados estudados. 

 

4.4.2.1 Análise do perfil dos isolados de mesma espécie por FT-IR 

 

Após as análises de identificação dos fungos de serrapilheira, observou-se a 

presença de cinco isolados pertencentes a duas espécies: três Talaromyces mycothecae e dois 

Trichoderma spp. A disponibilidade do equipamento IR Biotyper® na Micoteca da 

Universidade do Minho (MUM) possibilitou a realização de novos testes, nos quais foram 

selecionados os fungos pertencentes às mesmas espécies, a fim de uma caracterização mais 

aprofundada, complementando e enriquecendo os dados já obtidos. 

Embora o FT-IR seja amplamente utilizado na identificação de 

microrganismos, especialmente bactérias, sua aplicação em fungos filamentosos ainda é pouco 

explorada (WANG-WANG et al., 2022). A complexidade estrutural e a variabilidade das 

paredes celulares desses organismos representam desafios para a padronização de protocolos 

de identificação. 

O estudo de Dzurendová et al. (2021) destaca que o FT-IR é eficaz na 

detecção de fosfatos na biomassa de fungos, devido às fortes bandas de absorção desses 

compostos. No entanto, apresenta limitações para a identificação de carotenoides, que não 

podem ser detectados diretamente pela técnica em razão de sua baixa concentração na biomassa. 

Apesar dessas restrições, o FT-IR continua sendo uma ferramenta relevante na análise de fungos 

filamentosos, especialmente para caracterização de lipídios, polissacarídeos da parede celular e 

proteínas, demonstrando valor para pesquisa e monitoramento da biomassa fúngica. 

Outro estudo, realizado com fungos filamentosos de queijo, demonstrou que 

o FT-IR possui alta capacidade de diferenciação rápida com base em seus espectros (Kirtil et 

al., 2024). Entretanto, relatos sobre a aplicação da técnica em amostras de fungos filamentosos 

são praticamente inexistentes. Em decorrência dessas limitações, ainda não há protocolos 

amplamente estabelecidos para a identificação desses fungos pelo IR Biotyper®. Pesquisas 
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adicionais são necessárias para o desenvolvimento de metodologias padronizadas que 

possibilitem sua aplicação eficaz. 

A metodologia adaptada neste estudo mostrou-se eficaz, gerando espectros 

que puderam ser analisados. Os resultados obtidos após a leitura da placa de sílica com as 

amostras de Talaromyces mycothecae (BR04, BR15 e SC6.3) e Trichoderma sp. (BC01 e SG16) 

foram representados em um dendrograma (Figura 24) e em um diagrama de dispersão 

bidimensional (Figura 25), analisados a seguir. 
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Figura 24 – Dendograma gerado por IR Biotyper® com fungos filamentosos Tichoderma sp e Talaromyces mycothecae. 

O dendrograma gerado por IR Biotyper® utiliza a métrica euclidiana com ligação média para agrupar as cepas de fungo com base em suas características espectrais, reduzidas 

por PCA (5 PCs explicando 96,7% da variância). O coeficiente de correlação cophenética (0,949) indicando um agrupamento confiável 

Fonte: A autora, 2025. 
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Figura 25 – Diagrama de dispersão bidimensional 

 

Distanciamento entre os isolados considerados mesma espécie (Tichoderma sp e Talaromyces mycothecae). Os espectros são codificados 

por cores por isolado, com cada Região de número de onda 1300–800 cm−1 

Indicação das cores de cada isolado à direta. 

Fonte: A autora, 2025.
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O dendrograma apresentado (Figura 24) exibe a relação de similaridade entre 

os isolados de fungos analisados por FT-IR, com base em agrupamento hierárquico. O método 

utilizou distância euclidiana com ligação média, classificando os isolados em dois grupos 

principais, separados pelo valor de corte de 0,411. O primeiro grupo reuniu isolados 

identificados como Talaromyces mycothecae (SG6.3, BR15 e BR04), enquanto o segundo 

grupo correspondeu a isolados de Trichoderma sp. (BC01 e SG16). A alta correlação 

cophenética (0,949) indica que o agrupamento reflete adequadamente as distâncias reais entre 

as amostras. Esse resultado mostra que o FT-IR foi capaz de diferenciar eficientemente os 

gêneros Talaromyces e Trichoderma, demonstrando sua aplicabilidade na identificação fúngica 

(PASCALE et al., 2022). 

A Análise de Componentes Principais (PCA) já foi aplicada para representar 

separações entre grupos microbianos, mostrando que isolados de diferentes sorogrupos formam 

clusters distintos, reforçando a capacidade do FT-IR de discriminar espécies e subespécies de 

forma rápida e econômica (PASCALE et al., 2022). 

O diagrama de dispersão bidimensional (Figura 25), obtido por PCA, manteve 

96,7% da variância dos dados, permitindo visualizar os agrupamentos. Os isolados de 

Trichoderma sp. SG16 e BC01 formaram um grupo coeso, com elipses de variância 

sobrepostas, indicando alta similaridade espectral. Já os isolados de Talaromyces mycothecae 

se dividiram em dois subgrupos: BR15 e SG6.3 apareceram bem agrupados, enquanto BR04 

ficou mais afastado, sugerindo variação espectral significativa. Essa diferença pode representar 

variações intraespecíficas, embora a separação eficiente entre os gêneros Talaromyces e 

Trichoderma confirme a aplicabilidade do FT-IR para diferenciação fúngica. Ressalta-se que a 

análise experimental no IR Biotyper® foi possível porque as espécies de referência já eram 

conhecidas, permitindo que o equipamento comparasse os espectros químicos estruturais entre 

os isolados. 

Entre as limitações do FT-IR estão: a necessidade de micro-organismos 

cultiváveis e em culturas puras; a dependência de condições de crescimento controladas e 

padronizadas para resultados reprodutíveis; a incompatibilidade entre bancos de dados 

espectrais de diferentes laboratórios devido a variações experimentais; e a escassez de 

bibliotecas especializadas. Embora a técnica seja reconhecida como eficaz para tipagem 

bacteriana abaixo do nível de espécie, sua sensibilidade às condições de preparação dificulta a 

criação de um banco de dados FT-IR globalmente acessível, essencial para aplicações em 

microbiologia clínica, alimentar e ambiental (YANG et al., 2023). No caso dos fungos 
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filamentosos, a carência de referências em bases espectrais agrava ainda mais essas limitações, 

reforçando a necessidade de novas investigações que enriqueçam a plataforma do IR 

Biotyper®. 

Para afirmar que os isolados verificados pertencem à mesma linhagem, seria 

necessário estabelecer um critério quantitativo mais rigoroso, como um limiar de similaridade 

espectral ou a realização de análises genéticas complementares. Assim, com base apenas nos 

dados de PCA, não é possível confirmar que os isolados de Talaromyces mycothecae e 

Trichoderma sp. representam a mesma cepa. Para tal, seria necessária a aplicação de técnicas 

adicionais, como estudos moleculares complementares ou a definição prévia de um valor de 

similaridade espectral. 

Com base nos resultados obtidos pelo FT-IR, as cepas de fungos foram 

submetidas a análises de PCR fingerprinting genético. Para isso, utilizou-se o primer (GACA)₄ 

(5'-GACAGACAGACAGACA-3') (Figura 26). A eficiência desse primer na diferenciação de 

espécies de fungos já foi relatada por Liu et al. (2014). 

 

Figura 26 – Imagens da PCR em gel de agarose dos isolados de mesma espécie 

a)  b) 

  
a) Representando a corrida das amostras de Trichoderma sp. b) Representando a corrida das amostras de 

Talaromyces mycothecae 

  Fonte: A autora, 2025. 
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As imagens apresentam um marcador de peso molecular (Ladder) no primeiro 

poço, utilizado como referência para estimar o tamanho dos fragmentos de DNA. O segundo 

poço foi destinado à verificação da pureza do primer, confirmando que não há interferência na 

presença de bandas das amostras testadas, atuando como controle negativo. 

As bandas das amostras BC01 e SG16 são praticamente idênticas, indicando 

forte evidência de que pertencem à mesma espécie e possivelmente à mesma cepa de 

Trichoderma sp. No gel de agarose contendo as três amostras de Talaromyces mycothecae 

(BR04, BR15 e SG6.3), os padrões de bandas também se mostraram bastante semelhantes, 

sugerindo alta relação genética entre elas. Essa similaridade indica que pertencem à mesma 

espécie e podem representar variantes muito próximas ou até a mesma cepa. 

Entretanto, para confirmação definitiva, é necessário um critério quantitativo 

de similaridade. A identificação e diferenciação de fungos da mesma espécie representam 

desafios na micologia, devido à elevada diversidade morfológica e genética. Métodos 

tradicionais, baseados em características morfológicas e bioquímicas, muitas vezes são 

insuficientes, exigindo abordagens moleculares com marcadores de DNA (TEKPINAR & 

KALMER, 2019). 

O DNA fingerprinting é um conjunto de técnicas que possibilita diferenciar 

linhagens dentro de uma mesma espécie. Métodos como o uso de microssatélites têm sido 

amplamente empregados (IQUEBAL et al., 2021). A combinação de diferentes abordagens 

moleculares tem permitido maior precisão na identificação de fungos, sendo essencial em áreas 

como agricultura, medicina e indústria, nas quais a correta diferenciação impacta diretamente 

o controle de doenças e o desenvolvimento biotecnológico (TEKPINAR & KALMER, 2019). 

Atualmente, a introdução do sequenciamento de genoma completo (Whole-

Genome Sequencing – WGS) na identificação fúngica tem proporcionado uma abordagem mais 

robusta e precisa para fungos filamentosos (SALEM-BANGO et al., 2023). Portanto, embora 

métodos como fingerprinting de DNA e análise de bandas em gel continuem úteis em análises 

comparativas iniciais, apenas a incorporação de técnicas de sequenciamento avançadas pode 

fornecer uma identificação definitiva e confiável. 

.  
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4.5 CONCLUSÃO 

 

Os resultados apresentados neste estudo evidenciam a importância da 

caracterização polifásica na identificação e compreensão da diversidade microbiana associada 

a ambientes específicos, como o intestino de cupins e o solo de serrapilheira. A utilização de 

técnicas morfológicas, moleculares e espectroscópicas permitiu a identificação precisa das 

linhagens bacterianas e fúngicas, ressaltando sua relevância para aplicações biotecnológicas 

sustentáveis. 

A análise das bactérias isoladas revelou a presença de espécies com alto 

potencial biotecnológico, destacando-se Bacillus subtilis, Pseudomonas azotoformans e 

Priestia megaterium, cujas capacidades metabólicas indicam aplicações promissoras na 

conversão de biomassa e produção de biocombustíveis. Além disso, a aplicação de MALDI-

TOF MS e FT-IR demonstrou a eficácia dessas ferramentas na diferenciação taxonômica e na 

análise da similaridade espectral dos isolados. 

No contexto fúngico, a identificação de Aspergillus fumigatus, Aspergillus 

tubingensis e Trichoderma sp. reforça seu papel essencial na degradação da biomassa 

lignocelulósica e produção de enzimas lignocelulolíticas, fundamentais para processos 

bioenergéticos. A espécie Talaromyces mycothecae, ainda pouco explorada, mostrou 

características metabólicas promissoras, sugerindo sua relevância na produção de bioenergia e 

degradação de resíduos lignocelulósicos. 

A originalidade deste estudo reside na aplicação conjunta de diferentes 

metodologias analíticas para a caracterização microbiana, ampliando a compreensão sobre a 

diversidade e o potencial biotecnológico dos microrganismos estudados. A combinação de 

técnicas inovadoras proporcionou uma abordagem robusta para a identificação e diferenciação 

dos isolados, contribuindo para a ampliação do conhecimento sobre microrganismos de 

ambientes naturais. Dessa forma, os achados desta pesquisa reforçam a importância da 

preservação e exploração de microrganismos como fontes valiosas para aplicações sustentáveis. 

Estudos futuros poderão aprofundar as investigações sobre a funcionalidade dessas espécies em 

processos industriais e ambientais, favorecendo o desenvolvimento de tecnologias mais 

eficientes para a produção de biocombustíveis e outras aplicações biotecnológicas. 
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A realização dos experimentos nesse centro de referência (Micoteca da 

Universidade do Minho) permitiu a utilização de tecnologias avançadas e a aplicação de 

protocolos consolidados para identificação e caracterização de fungos e bactérias. A 

colaboração internacional estabelecida ampliou o rigor metodológico da pesquisa, garantindo 

maior confiabilidade nos resultados obtidos e fortalecendo a integração científica entre a 

Universidade Federal da Integração Latino-Americana (UNILA) e a Universidade do Minho. 
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5. CAPÍTULO IV: CONSORCIO MICROBIANO COM FONTES 

DIFERECIADAS NO PRÉ-TRATAMENTO DO BAGAÇO DA 

CANA-DE-AÇÚCAR PARA OBTENÇÃO DE BIOGÁS 

  

5.1 RELEVÂNCIA DO ESTUDO 

 

O uso de um consórcio microbiano, combinando bactérias do intestino de 

cupins e fungos do solo de serrapilheira, no pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar é 

promissor para a produção de biogás. As bactérias especializadas na degradação de celulose e 

lignina, aliadas aos fungos produtores de enzimas como celulases e hemicelulases, podem 

acelerar a decomposição da biomassa, tornando os açúcares mais acessíveis para a fermentação. 

Esse método biológico é mais sustentável, evitando o uso de produtos químicos, reduzindo 

custos e promovendo uma solução eficiente para o aproveitamento de resíduos agrícolas na 

geração de energia renovável. 

 

5.2 OBJETIVOS 

5.2.1 Objetivo geral 

 

Investigar o uso de consórcios microbianos, formados por bactérias intestinais 

de cupins e fungos filamentosos de serrapilheira, no pré-tratamento biológico do bagaço de 

cana-de-açúcar, com foco na eficiência da degradação lignocelulósica e no aumento da 

produção de biogás, visando soluções sustentáveis e de baixo impacto ambiental. 

 

5.2.2 Objetivos específicos 

 

• Desenvolver um consórcio microbiano visando otimizar o pré-tratamento do bagaço de 

cana-de-açúcar; 
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• Determinar a produção de biogás a partir da biomassa pré-tratada pelo consórcio 

microbiano; 

• Comparar a eficiência dos tratamentos (bactérias, fungos e consórcios) quanto à 

produção de biogás; 

• Analisar a contribuição individual e sinérgica de bactérias e fungos, identificando 

vantagens, limitações e potenciais ajustes necessários. 

 

5.3 MATERIAIS E MÉTODO 

5.3.1 Recolha e acondicionamento do bagaço de cana-de-açúcar. 

 

O bagaço de cana-de-açúcar utilizado nos experimentos foi cedido por um 

estabelecimento comercial no centro de Foz do Iguaçu e levado ao Laboratório de 

Biotecnologia Ambiental da UNILA, onde foi acondicionado em refrigerador à 4 °C.  

 

5.3.1.1 Secagem e Moagem 

 

O bagaço da cana-de-açúcar (BCA) coletado foi seco em estufa a 50 °C até 

atingir peso constante e, a seguir, foi triturado em um liquidificador industrial de baixa rotação 

Modelo: MF012 (Metalferreira®). Foram triturados incialmente 500 g de bagaço de cana-de-

açúcar por 5 minutos por duas vezes consecutivas (Figura 27). As amostras trituradas foram 

armazenadas a temperatura ambiente (PAIVA et al, 2009).  
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Figura 27 – Pré-tratamento físico do bagaço de cana-de-açúcar 

a)  

 

b)  

 

c)  

 
a) Primeira trituração; b) Segunda trituração; c) BCA após secagem 

Fonte: A autora, 2025. 

 

 

5.3.2 Seleção dos micro-organismos para pré-tratamento 

 

Foram selecionados três fungos filamentosos recuperados de solo de 

serrapilheira (Talaromyces mycothecae BR04; Trichoderma sp. BC01; Aspergillus versicolor 

BR14) e quatro bactérias isoladas do intestino de cupins (Rossellomorea marisflavi CPM2; 

Bacillus amyloliquefaciens CPM3; Bacillus subtilis CPM6; Priestia megaterium CPM18). A 

escolha foi baseada nos resultados enzimáticos apresentados no Capítulo II, visando à aplicação 

no processo de produção de biogás. 

 

5.3.3 Teste de compatibilidade: Cocultura dos micro-organismos 

5.3.3.1 Compatibilidade fungo-bactéria 

 

Para selecionar combinações microbianas fungo-bactéria compatíveis, as 

quatro cepas de bactérias e as três cepas de fungos foram submetidas ao teste de antagonismo 

in vitro, de acordo com método modificado de Molina-Romero et al. (2017). As bactérias foram 

cultivadas em meio líquido apropriado (NB, 24 h a 37 °C, com agitação de 150 rpm), e os 

fungos em meio sólido (PDB, 5 dias a 28 °C). As placas de Petri utilizadas para o teste de 

compatibilidade foram preparadas com meio sólido PY-Ca (Peptona: 5 g L⁻¹; extrato de 

levedura: 3 g L⁻¹; cloreto de cálcio – CaCl₂: 0,7 g L⁻¹; ágar: 15 g L⁻¹), adequado para o 
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crescimento simultâneo dos micro-organismos. Para a realização do teste, alíquotas de 20 µL 

de cada uma das quatro bactérias foram inoculadas em pontos distintos do meio de cultivo, 

enquanto uma alçada do fungo foi depositada no centro da placa (Figura 28). 

Os três fungos selecionados foram testados frente às quatro bactérias, em 

triplicata. As placas foram incubadas a 30 °C durante 48 horas. Após esse período, avaliou-se o 

crescimento do fungo na presença das bactérias (MOLINA-ROMERO et al., 2017; SANDERS, 

2012). 

 

Figura 28 – Esquema de teste de compatibilidade dos micro-organismos 

 

Fonte: A autora, 2025. 

 

5.3.3.2 Compatibilidade fungo-fungo 

 

Para o teste de compatibilidade fungo-fungo, utilizou-se o método modificado 

de Mohammad et al. (2011). Os três fungos (Talaromyces mycothecae BR04, Trichoderma sp. 

BC01 e Aspergillus versicolor BR14) foram cultivados simultaneamente em placas de Petri 

contendo meio PDA, com distância de 4,0 cm entre os pontos de inoculação (Figura 29). 
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Devido às diferenças nas taxas de crescimento, a inoculação foi realizada em 

duas etapas: primeiro foram inoculados os fungos de crescimento mais lento, T. mycothecae 

(BR04) e A. versicolor (BR14); após três dias, inoculou-se Trichoderma sp. (BC01). As placas 

foram incubadas, em triplicata, a 28 °C por sete dias, e as interações foram avaliadas 

visualmente com base no crescimento e na formação de zonas de inibição ou sobreposição entre 

as colônias. 

 

Figura 29 – Exemplo de placa de teste de compatibilidade fungo-fungo 

 

Fonte: A autora, 2025. 

 

5.3.3.3 Compatibilidade bactéria-bactéria  

 

O teste de compatibilidade entre bactérias foi realizado com base em ensaios 

de antibiograma utilizando discos de papel-filtro (OLIVEIRA et al., 2015). A atividade 

antagônica foi avaliada por ensaios biológicos conduzidos em triplicata. As bactérias 

Rossellomorea marisflavi CPM2, Bacillus amyloliquefaciens CPM3, Bacillus subtilis CPM6 e 

Priestia megaterium CPM18 foram cultivadas em meio NB (24 h a 37 °C, sob agitação) e, em 

seguida, semeadas separadamente com auxílio de swab estéril em placas de Petri contendo meio 

MH (Mueller-Hinton). 

Após a semeadura, discos de papel-filtro estéreis (Ø 6 mm), previamente 

embebidos com 10 µL da cultura celular das demais bactérias, foram depositados 
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equidistantemente sobre cada placa (Figura 30). As placas foram incubadas a 37 °C por 24 h. A 

atividade antagonista foi avaliada pela formação de halos de inibição ao redor dos discos. Esses 

experimentos permitiram identificar quais combinações de fungos e bactérias foram 

compatíveis e, portanto, poderiam ser utilizadas em co-inoculações, considerando a ausência 

de antagonismo nos testes in vitro. 

 

Figura 30 – Exemplo de placa de teste de compatibilidade entre bactérias 

  

Fonte: A autora, 2025. 

 

5.3.4 Preparo do Consórcio  

5.3.4.1 Preparo do consórcio de fungos 

 

Primeiramente, os isolados fúngicos foram cultivados em meio PDA e 

incubados a 28 °C por sete dias. As colônias formadas foram cobertas com 5 mL de solução 

salina estéril (0,1% NaCl), e suspensões foram obtidas sondando-se suavemente a superfície 

com a ponta de uma pipeta Pasteur, gerando uma mistura de fragmentos e esporos. 

As concentrações dessas suspensões foram ajustadas em espectrofotômetro, 

utilizando comprimento de onda de 520 nm, até atingir um nível de transmitância entre 70 e 

72%. A viabilidade do inóculo foi testada por plaqueamento de 10 µL da suspensão em meio 
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PDA, incubado a 28 °C durante sete dias, sendo posteriormente examinada a presença de 

crescimento das colônias fúngicas (SANTOS et al., 2006). 

 

5.3.4.2 Preparo do consórcio de bactérias 

 

Inicialmente, as bactérias CPM2, CPM3, CPM6 e CPM18 foram cultivadas 

em meio NB, a 37 °C por 24 h. O inóculo bacteriano para os ensaios foi preparado diluindo-se 

a massa celular em solução salina (NaCl 0,85%), ajustada à escala de McFarland 0,5 e 

confirmada por leitura espectrofotométrica a 580 nm. As suspensões celulares foram 

posteriormente diluídas até atingirem a concentração de 1,0 × 10⁴ UFC mL⁻¹ (ELLEUCH et al., 

2015; SETTE et al., 2006). 

 

5.3.5 Pré-tratamento biológico do bagaço de cana-de-açúcar 

5.3.5.1 Pré-tratamento do bagaço de cana de açúcar. 

 

Antes do início dos ensaios de pré-tratamento biológico, foram preparados 12 

frascos Erlenmeyer de 500 mL, contendo 10 g de bagaço de cana-de-açúcar (base seca) imersos 

em 400 mL de água destilada estéril, mantidos em repouso à temperatura ambiente por 24 h. 

Após esse período, utilizado como etapa de lavagem, a água foi retirada e o bagaço de cana 

(BCA) novamente seco. 

Em seguida, os BCAs secos foram umedecidos com 100 mL de solução salina 

autoclavada (NaCl 0,85%) e inoculados com 50 µL do inóculo de micro-organismos, conforme 

representado na Figura 31 (MASARIN & FERRAZ, 2008). Os frascos inoculados foram 

mantidos sem agitação a 28 °C por períodos de 7 a 14 dias. 

Após cada período de biotratamento, os sólidos residuais foram suspensos em 

400 mL de água, filtrados em tela de 0,074 mm e secos a 30 °C por uma noite (AKHTAR et al., 

1998). 
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Figura 31 – Esquema de montagem do experimento de pré-tratamento biológico do BCA 

Esquema experimental do pré-tratamento biológico do bagaço de cana-de-açúcar (BCA) com diferentes consórcios 

microbianos: fungos (BCA+F), bactérias (BCA+B), fungos+bactérias (BCA+FB) e controle sem inoculação 

(BCA). As amostras foram incubadas em B.O.D. a 28 °C por diferentes períodos (5, 10 e 14 dias) e, em seguida, 

submetidas à filtração e secagem a 30 °C por 24 h. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

5.3.6 Inóculo: Propriedades e acondicionamento 

 

O inóculo mesofílico anaeróbio, utilizado como starter e contendo uma 

comunidade microbiana metanogênica produtora de biogás (LUIZ et al., 2023), foi doado pelo 

Laboratório de Biogás do Centro Internacional de Energias Renováveis – CIBiogás (Av. 

Presidente Tancredo Neves, 6731 – Parque Tecnológico Itaipu – Ed. das Águas, sala 11). 

A composição do inóculo consistia em uma mistura de efluentes de dejetos 

de suínos e bovinos, na razão 1:1 (v/v), previamente submetidos ao processo de biodigestão 

anaeróbia. Esse material foi armazenado sob refrigeração a 4 °C até o uso, de modo a minimizar 

reações enzimáticas e preservar a comunidade microbiana (ALENCAR, 2017). 
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Antes da utilização, o inóculo foi aclimatado em condições de anaerobiose, 

sem adição de solução tampão, por sete dias, na mesma temperatura dos ensaios (37,5 ± 1,0 

°C), conforme a norma alemã VDI 3630 (2006). O objetivo dessa aclimatação foi reduzir a 

produção de biogás proveniente do próprio inóculo, permitindo que a análise se concentrasse 

nos gases derivados da biomassa (ALENCAR, 2017). 

 

5.3.7 Análises Físico-Químicas 

5.3.7.1 Teor de Sólidos 

 

 Os substratos, compostos por dejeto bovino, bagaço de cana-de-açúcar e 

inóculo, foram caracterizados quanto ao teor de sólidos totais (ST), sólidos fixos (SF) e sólidos 

voláteis (SV). As análises foram realizadas de acordo com o método 2540 descrito no Standard 

Methods for the Examination of Water and Wastewater (APHA, 2005). 

Inicialmente, os cadinhos de porcelana foram calcinados em mufla a 570 °C 

por uma hora. Após esse preparo, as amostras dos substratos, com aproximadamente 2 g cada, 

foram pesadas e submetidas à secagem em estufa a 105 °C até atingirem massa constante 

(aproximadamente duas horas), visando à determinação dos sólidos totais (ST). 

Em seguida, os substratos secos foram submetidos à calcinação a 570 °C para 

a determinação dos sólidos fixos (SF) e, por diferença, dos sólidos voláteis (SV) (WEBER et 

al., 2014; LINS, 2017). Para obtenção do teor de ST, aplica-se o seguinte cálculo (APHA, 

2005): 

 

ST% =
A − B

C − B
× 100 

Onde: 

ST = Sólidos Totais. 

A = Peso da amostra seca (g) 

B = Peso do cadinho (g) 

C = Peso da amostra úmida (g) 

D = Peso da amostra calcinada (g) 
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Para evitar a formação de ácidos, como o acético e outros ácidos graxos 

voláteis, e manter a estabilidade do processo, a relação mássica dos sólidos voláteis (SV) do 

inóculo e do substrato foi ajustada para a razão 2:1 (inóculo:substrato), conforme recomendado 

pela norma alemã VDI 4630 (2006) (ALENCAR, 2017; VDI, 2006). Os cálculos para obtenção 

dos teores de sólidos fixos (SF) e sólidos voláteis (SV) são apresentados nas Equações 2 e 3, 

respectivamente 

 

SF% =
D−B

A−B
× 100                    SV% =

A−D

A−B
× 100 

 

SF = Sólidos Fixos 

SV = Sólidos Voláteis 

A = Peso da amostra seca (g) 

B = Peso do cadinho (g) 

C = Peso da amostra úmida (g) 

D = Peso da amostra calcinada (g) 

 

5.3.7.2 Determinação da Proporção dos Substratos 

 

Com base na capacidade dos biodigestores, definiu-se que, em todos os 

ensaios, seriam adicionados 15 g de massa úmida, correspondendo a 12,39% do volume total 

do biodigestor (W). Essa massa apresentava 9% de sólidos totais (ST, representados por K), 

equivalente a 1,35 g de massa seca (Ms). O percentual de 9% de ST adotado seguiu a 

recomendação de Yavini, Chia e John (2014) para codigestão com dejeto bovino. 

A partir dos resultados obtidos da análise de sólidos totais do bagaço de cana-

de-açúcar (BCA) e do dejeto bovino, calcularam-se as quantidades de massa úmida dos 

substratos a serem adicionadas aos biodigestores, de modo a alcançar 1,35 g de massa seca, 

utilizando-se as equações adaptadas de Albuquerque e Araujo (2016): 
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Ms =  
(K . W)

100
   

 

Ms =  Msd + Msm   

 

Ms =  
Ms

ST
  × 100 

 

Ms =  W − Mu   

 

Sendo que: 

W= Massa total que será adicionada ao biodigestor; 

Ms= Massa seca de substratos; 

Msd = Massa seca de dejetos bovinos; 

Msm = Massa seca de BCA; 

K = Porcentagem de sólidos totais; 

ST = Porcentagem de sólidos totais contidos na amostra; 

Mu= Massa de amostra úmida/fresca; 

A= Massa da solução tampão a ser misturada com Mu para se obter W; 

 

Para o cálculo dos substratos a serem adicionados na codigestão com o inóculo (razão 2:1 de 

inóculo e substratos), foi preciso realizar uma pequena adaptação, sendo utilizadas as equações 

seguintes (COSTA, 2015): 

 

2 =  
Mi × SVi

(Ms × SVs)
=  

Mi × SVi

(Md × SVd) + (Mb × SVb)
 

Mi = Massa do inóculo 

SVi = Sólidos Voláteis do Inóculo 

Ms = Massa do substrato 

SVs = Sólidos Voláteis do substrato 

Md = Massa do dejeto bovino 
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SVd = Sólidos Voláteis do dejeto bovino 

Mb = Massa do bagaço de cana 

SVb = Sólidos Voláteis do bagaço de cana 

Foi adicionado H2O para completar 30 g de massa úmida no reator. 

 

5.3.8 Montagem do experimento de produção de biogás 

 

A Tabela 15 apresenta as quantidades calculadas de amostras e componentes 

utilizadas na montagem do experimento. Foram avaliadas diferentes combinações de 

substratos: bagaço de cana-de-açúcar (BCA) in natura, BCA tratado com fungos (BCA+F), com 

bactérias (BCA+B), com ambos os micro-organismos (BCA+FB), além de uma amostra 

contendo apenas celulose cristalina para efeito comparativo. 

 

Tabela 15 – Quantidades calculadas de amostras e componentes nos reatores de biogás 

Amostras 
Dejeto 

Bovino (g) 
Bagaço (g) Água (g) Inóculo (g) 

Celulose 

cristalina (g) 

Total no 

reator (g) 

BCA+FB 5 3,83 6,17 40,61 - 55,61 

BCA+F 5 5,07 4,93 40,49 - 55,49 

BCA+B 5 4,44 5,56 40,58 - 55,58 

BCA 5 4,01 5,99 40,47 - 55,47 

Celulose 5 - 9,53 41,01 0,47 56,01 

Inóculo - - - 55,5 - 55,5 

Total proporcional para 15 g de substratos. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Os biodigestores, com capacidade de 121 mL, foram preparados com as 

proporções previamente estabelecidas de BCA (pré-tratado conforme cada condição 

experimental), dejeto bovino e água, totalizando 15 g de substrato. Em seguida, adicionou-se o 

inóculo até atingir um volume aproximado de 55 mL em cada reator. Todos os componentes 

foram pesados individualmente, assegurando padronização entre as amostras. 
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Após a preparação, os reatores foram vedados e mantidos em banho-maria a 

37 °C. Para garantir a homogeneização e favorecer a digestão anaeróbia, os frascos foram 

agitados manualmente todos os dias (Figura 32). 

 

Figura 32 – Biodigestores de bancada para produção de biogás 

a)

 

b) 

 
a) Reatores com as amostras em banho-maria; b) Reatores antes de serem vedados com as quantidades 

determinadas de componentes calculados. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

A produção de biogás foi monitorada diariamente por 35 dias. O volume 

acumulado foi medido por deslocamento com seringa, e a pressão interna aferida com 

manômetro digital portátil, possibilitando maior precisão dos resultados. Ao término de cada 

medição, o biogás produzido era liberado, zerando a pressão interna do biodigestor e permitindo 

a correta quantificação da produção no dia subsequente, conforme metodologia descrita por 

Holliger (2016). 

 

5.3.8.1 Normalização do Biogás  

 

A produção de biogás foi padronizada às condições normais de temperatura e 

pressão (CNTP: 273 K e 1.013 hPa), conforme descrito por Kunz, Steinmetz e Amaral (2019). 

VN =
V × (p − pw) × T0

p0 × T
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Onde:   

VN = Volume de biogás normalizado às condições normais de temperatura e pressão (L)  

V = Volume de biogás produzido (mL)  

p = Pressão do biogás no momento da leitura (hPa)  

pw = Pressão de vapor da água em função da temperatura ambiente (hPa)  

T0 = Temperatura nas condições normalizadas (273 K) 

p0 = Pressão nas condições normalizadas (1.013 hPa)  

T = Temperatura do biogás (K) 

 

5.3.9 Análises estatísticas 

 

O teste de Kruskal-Wallis foi aplicado para avaliar as diferenças significativas 

entre as medianas de produção de biogás. O pós-teste de Dunn foi aplicado com um nível de 

significância de 5% para comparação das diferenças, após verificar a ausência de normalidade 

nos dados utilizando o software PAST 4.03 (RANI et al., 2022). 
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5.4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

5.4.1 Formação de consórcios para pré-tratamento de bagaço de cana-de-açúcar 

 

Consórcios microbianos possuem grande potencial para a produção de 

bioenergia, pois permitem a utilização eficiente de substratos complexos e aumentam o 

rendimento dos processos fermentativos. No caso de biocombustíveis, esses consórcios 

possibilitam a conversão mais eficaz da biomassa em etanol, butanol e hidrogênio, ao combinar 

micro-organismos especializados na degradação de materiais lignocelulósicos com aqueles 

capazes de fermentar os açúcares liberados (GOPINATH et al., 2014; BHATIA et al., 2018). 

Com base nesse princípio, o presente trabalho agrupou isolados microbianos 

com produções atrativas de enzimas ligninolíticas, estudadas no Capítulo II, para formar um 

consórcio microbiano capaz de hidrolisar o bagaço de cana-de-açúcar e auxiliar no processo de 

obtenção de biogás a partir desse substrato. 

Para a criação de um consórcio microbiano eficiente, é fundamental realizar 

testes de compatibilidade entre os micro-organismos selecionados (NUNES et al., 2024). Esses 

testes são essenciais para evitar interações negativas, como competição por nutrientes ou 

produção de compostos inibitórios. O co-cultivo em meio de cultura é uma das metodologias 

mais utilizadas para avaliar essas interações (MOHAMMAD et al., 2015; NUNES et al., 2024), 

sendo também a empregada neste estudo. 

Os micro-organismos selecionados para o teste de compatibilidade foram: os 

fungos filamentosos Talaromyces mycothecae BR04, Trichoderma sp. BC01 e Aspergillus 

versicolor BR14; e as bactérias Rossellomorea marisflavi CPM2, Bacillus amyloliquefaciens 

CPM3, Bacillus subtilis CPM6 e Priestia megaterium CPM18. O co-cultivo foi realizado 

conforme descrito na metodologia (Item X.X) e resultou na compatibilidade de quase todos os 

micro-organismos testados, tanto fungos quanto bactérias. A única exceção foi o Trichoderma 

sp. BC01, que apresentou antagonismo quando cultivado com Bacillus amyloliquefaciens 

CPM3, inibindo o crescimento fúngico próximo às colônias da bactéria (Figura 33). 
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Figura 33 – Teste de co-cultura com incompatibilidade entre fungo e bactéria. 

a) b) 

  
a) Verso da placa com crescimento de Trichoderma sp. BC01 e antagonismo de Bacillus 

amyloliquefaciens CPM3 no canto superior direito; b) Frente da placa com crescimento microbiano. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Diversos trabalhos relatam co-cultivos de Trichoderma sp. e Bacillus 

amyloliquefaciens, destacando essa associação como importante e recomendada para 

biocontrole agrícola (MA et al., 2022; PLOCEK et al., 2024; WU et al., 2018; KUANG et al., 

2024). Entretanto, apesar dos inúmeros relatos de sinergismo entre esses micro-organismos, a 

incompatibilidade pode ocorrer quando um deles não recebe suporte metabólico suficiente ou 

quando há competição por recursos essenciais, limitando o crescimento ou a eficiência do 

sistema (RAVIKRISHNAN et al., 2020). 

Diante desses resultados, optou-se por seguir os experimentos de formação 

do consórcio microbiano excluindo Bacillus amyloliquefaciens CPM3 da associação fungo-

bactéria. Os micro-organismos compatíveis foram então organizados em consórcios (Tabela 13) 

para o pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar. 

 

Tabela 13 – Relação de micro-organismos em consórcio para o pré-tratamento do bagaço de 

cana-de-açúcar. 

Tratamento Micro-organismos utilizados 

BCA + FB 

Talaromyces mycothecae BR04 

Trichoderma sp. BC01 

Aspergillus versicolor BR14 

Rossellomorea marisflavi CPM2 

Bacillus subtilis CPM6 

Priestia megaterium CPM18 

BCA + F 

Talaromyces mycothecae BR04 

Trichoderma sp. BC01 

Aspergillus versicolor BR14 
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BCA + B 

Rossellomorea marisflavi CPM2 

Bacillus amyloliquefaciens CPM3 

Bacillus subtilis CPM6 

Priestia megaterium CPM18 

BCA+F: Bagaço de cana-de-açúcar e Fungos; BCA+B: Bagaço de cana-de-açúcar e Bactérias; BCA+FB: Bagaço 

de cana-de-açúcar, Fungos e Bactérias. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Os pré-tratamentos foram elaborados e resultaram na observação de alguns 

crescimentos microbianos em Erlenmeyer de pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar. O 

bagaço pré-tratado foi então submetido a análises físico químicas, para posterior produção de 

biogás (Figura 34). 

 

Figura 34 – Observação de crescimento microbiano após o pré-tratamento biológico do bagaço 

de cana-de-açúcar 

a) 

 

b) 

 
a) Crescimento fúngico observado após o pré-tratamento BCA+F; b) Turbidez observada no líquido, 

indicando presença de colônias bacterianas no pré-tratamento BCA+B 

Fonte: A autora, 2025. 
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5.4.2 Análises Físico-químicas das amostras para produção de biogás 

 

A hidrólise inicial do bagaço de cana-de-açúcar desempenha um papel 

essencial na acessibilidade dos micro-organismos aos polímeros estruturais, favorecendo a 

liberação de compostos fermentáveis (ESHORE et al., 2017). Após o pré-tratamento, as 

amostras foram conduzidas ao laboratório situado no complexo Itaipu Parquetec, onde foram 

analisadas as composições físico-químicas. 

Os sólidos totais (ST) são um importante parâmetro para avaliação da 

digestão anaeróbia, pois representam a quantidade total de material sólido presente na amostra, 

incluindo a fração orgânica que será transformada em biogás (MOUSANIA et al., 2024). Todos 

os substratos apresentaram razão SV/ST superior a 0,5, indicando uma maior composição de 

matéria orgânica e suscetibilidade à degradação biológica (WANG et al., 2017). A tabela a 

seguir (Tabela 14) apresenta os resultados das análises de teor de sólidos para diferentes 

amostras contendo bagaço de cana-de-açúcar (BCA) combinado com micro-organismos 

(fungos e/ou bactérias), além de amostras de celulose pura e inóculo. Os parâmetros analisados 

incluem sólidos totais (ST), sólidos fixos (SF), sólidos voláteis (SV) e a relação SV/ST. 

 

Tabela 14 – Resultados das análises de teor de sólidos 

Amostra ST (%) SF (%)  SV (%)  SV/ST 

BCA+FB 11,75 ± 0,3 2,54 ± 0,9 97,45 ± 0,9 8,29 

BCA+F 8,87 ± 1,8 3,27 ± 1,5 96,72 ± 1,5 10,90 

BCA+B 10,13 ± 0,7 2,71 ± 0,7 97,29 ± 0,7 9,59 

BCA 11,22 ± 1,6 3,39 ± 2,2 96,60 ± 2,2 8,60 

Celulose 95,39 ± 0,1 0,06 ± 0,05 99,93 ± 0,05 1,04 

Inóculo 3,07 ± 0,07 38,56 ± 4,1 61,43 ± 4,1 19,97 

DB 18 ± 2 24 ± 2 76 ± 2 4,22 

BCA: Bagaço de cana-de-açúcar; BCA+F: Bagaço de cana-de-açúcar e Fungos; BCA+B: Bagaço de cana-de-

açúcar e Bactérias; BCA+FB: Bagaço de cana-de-açúcar, Fungos e Bactérias; DB: Dejeto bovino. 

Fonte: A autora, 2025. 

 

De maneira geral, as amostras de BCA apresentam alto teor de sólidos 

voláteis, indicando uma elevada fração orgânica. O inóculo, por outro lado, tem a maior fração 



142 
 

de sólidos fixos, o que pode refletir sua composição microbiológica e possíveis impurezas 

minerais. O teor de cinzas calculado para o bagaço de cana-de-açúcar corresponde aos valores 

expressos na literatura (VIVIAN et al., 2022), assim como os valores de ST e SF (GROTTO et 

al., 2021). Os valores de SV também corresponderam aos valores encontrados na literatura 

(96%) para o bagaço (JANKE et al., 2015). A princípio, não foram constatadas grandes 

diferenças entre os resultados das análises físico-químicas entre o bagaço de cana-de-açúcar 

sozinho (BCA) com tratamento microbiano em comparação com as amostras que tiveram pré-

tratamento microbiano. Todos os resultados do Bagaço de cana-de-açúcar corroboram com 

resultados de análises físico-químicas previstas na literatura. 

Tanto os substratos quanto os digestatos analisados nesse estudo seguiram as 

recomendações da literatura, apresentando valores de sólidos totais próximos a 10%. Essa faixa 

de concentração é essencial para garantir uma transferência de massa eficiente e evitar possíveis 

sobrecargas no sistema (KUNZ; STEINMETZ & AMARAL, 2019). 

 

5.4.3 Produção de biogás 

 

Com base na metodologia descrita anteriormente, a avaliação da produção 

diária de biogás evidenciou que todos os tratamentos contendo bagaço de cana-de-açúcar 

(BCA) apresentaram picos de produção logo nos primeiros dias, especialmente entre o 2º e o 4º 

dia de digestão (Figura 35). O tratamento BCA+B destacou-se nesse período inicial, atingindo 

os maiores valores registrados, o que sugere maior eficiência na etapa de adaptação microbiana. 

Já os tratamentos BCA, BCA+F e BCA+FB apresentaram comportamento semelhante, com 

picos próximos, mas em menor intensidade. Após esses primeiros dias, a produção diminuiu 

gradualmente, apresentando oscilações típicas do processo anaeróbio até aproximadamente o 

15º dia, quando a produção se estabilizou em níveis baixos. O tratamento com inóculo isolado 

apresentou valores praticamente nulos durante todo o período experimental, confirmando que 

a contribuição principal para a produção de biogás esteve associada aos substratos adicionados. 
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Figura 35 – Produção diária de biogás (LN Biogás/Kg*SV) 

 

**Talaromyces mycothecae BR04; BR15; SG3,6; Bacillus amyloliquefaciens CPM2 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Os resultados experimentais demonstraram que o pré-tratamento microbiano 

do bagaço de cana-de-açúcar apresentou efeitos diferenciados na produção de biogás, 

dependendo do tipo de consórcio microbiano utilizado. A análise dos dados de produção total 

(Tabela 16) revelou que o tratamento BCA+B (bagaço com bactérias) obteve o melhor 

desempenho, com produção de 66,95 LN/kg SV, representando um aumento de 

aproximadamente 26,7% em relação ao controle BCA (52,85 ± 6,45 LN/kg SV). O tratamento 

BCA+FB (bagaço com fungos e bactérias) apresentou produção intermediária, seguido do 

BCA+F (bagaço com fungos), que registrou valores inferiores, mas ainda acima do BCA sem 

pré-tratamento. 
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Tabela 16 – Produção total de biogás 

Tratamentos Produção Total de Biogás mL Produção Total de Biogás LN/Kg*SV 

BCA+FB 450,49 ±72,36 59,73 ±9,52 

BCA+F 464,87 ±51,07 53,35 ±5,84 

BCA+B 544,10 ±47,14 66,95 ±5,79 

BCA 405,87 ±50,16 52,85 ±6,45 

Celulose 627,11 ±46,30 146,87 ±10,84 

Inóculo 13,40 ±4,26 3,5 ±1,48 

BCA: Bagaço de cana-de-açúcar; BCA+F: Bagaço de cana-de-açúcar e Fungos; BCA+B: Bagaço de cana-de-

açúcar e Bactérias; BCA+FB: Bagaço de cana-de-açúcar, Fungos e Bactérias;  

Fonte: A autora, 2025. 

 

A análise estatística confirmou essas diferenças. A ANOVA indicou efeito 

significativo dos tratamentos sobre a produção de biogás (p < 0,0001), e o teste de Tukey 

revelou que o BCA+B foi estatisticamente superior ao BCA e ao BCA+F. O BCA+FB 

apresentou desempenho intermediário, sem diferença significativa em relação a BCA+B e 

BCA+F, mas mantendo valores acima do controle. Já o BCA+F não diferiu do BCA, sugerindo 

que, nas condições experimentais empregadas, o pré-tratamento exclusivamente fúngico não 

promoveu aumento significativo da produção acumulada. 

Esses resultados reforçam que as bactérias intestinais de cupins 

(Rossellomorea marisflavi CPM2, Bacillus subtilis CPM6 e Priestia megaterium CPM18) 

demonstraram maior eficiência na degradação da biomassa lignocelulósica em comparação 

com os fungos de serrapilheira (Talaromyces mycothecae BR04, Trichoderma sp. BC01 e 

Aspergillus versicolor BR14) ou à combinação de ambos. O gráfico de produção acumulada 

(Figura 35) confirma essa tendência, mostrando desempenho contínuo e superior do BCA+B 

até a estabilização na terceira semana, o que reforça o papel das bactérias celulolíticas e 

ligninolíticas do intestino de cupins no aumento da disponibilidade de açúcares fermentáveis 

(SERO et al., 2025). Por outro lado, o inóculo isolado apresentou curva praticamente estável, 

com valores residuais próximos de zero, validando sua função como controle negativo e 

confirmando que a produção registrada decorreu da ação sobre a biomassa pré-tratada. 
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Figura 36 – Produção acumulada de biogás (LN Biogás/Kg*SV) 

BCA: Bagaço de cana-de-açúcar; BCA+F: Bagaço de cana-de-açúcar e Fungos; BCA+B: Bagaço de cana-de-

açúcar e Bactérias; BCA+FB: Bagaço de cana-de-açúcar, Fungos e Bactérias;  

Fonte: A autora, 2025. 

 

Os resultados deste estudo confirmam o potencial dos pré-tratamentos 

microbianos na digestão anaeróbia de resíduos lignocelulósicos, em concordância com a 

literatura recente. Trabalhos apontam que micro-organismos podem aumentar em até 360% a 

produção de biogás em determinados substratos (KANNAPPAN et al., 2024). No presente caso, 

o ganho foi mais modesto, mas ainda relevante, com destaque para o consórcio bacteriano 

(BCA+B), que superou o bagaço sem pré-tratamento em 26,7%. Tal desempenho corrobora 

estudos que ressaltam a elevada eficiência das bactérias intestinais de cupins na degradação de 

celulose, capazes de hidrolisar até 99% desse polímero (BHUJBAL et al., 2021; SHOW et al., 

2022). As espécies utilizadas explicam a maior acessibilidade da biomassa e a maior conversão 

obtida. 

Os tratamentos envolvendo fungos de serrapilheira (BCA+F e BCA+FB), 

embora tenham mostrado desempenho intermediário, não superaram a eficiência do consórcio 

0

10

20

30

40

50

60

70

80

1 3 5 7 9 1 1 1 3 1 5 1 7 1 9 2 1 2 3 2 5 2 7 2 9

L
N

 B
io

g
ás

/K
g
*
S

V

Dias

BCA+FB BCA+F BCA+B BCA Inóculo



146 
 

bacteriano. Essa diferença pode estar associada a interações competitivas e à ausência de 

condições ideais de cultivo, como demonstrado por estudos que enfatizam a necessidade de 

compatibilidade microbiana e otimização de parâmetros (MISHRA et al., 2018; NUNES et al., 

2024). Apesar disso, o uso de fungos saprotróficos tem respaldo científico, visto que produzem 

celulases, hemicelulases e enzimas ligninolíticas capazes de modificar significativamente a 

biomassa (VALÁŠKOVÁ et al., 2007; STEFFEN et al., 2007). Ressalta-se ainda a 

originalidade deste trabalho ao combinar micro-organismos provenientes de dois nichos 

distintos, intestino de cupins e solo de serrapilheira, abordagem pouco explorada na literatura 

(FERDEȘ et al., 2020). 

Contudo, limitações do estudo devem ser reconhecidas. A ausência de 

otimização de condições operacionais pode ter restringido os ganhos observados, já que ajustes 

de pH, temperatura e tempo de incubação podem aumentar a produção em até 300% 

(HARIRCHI et al., 2022; TAMILSELVAN et al., 2024). A produção máxima de biogás obtida 

neste trabalho (66,95 LN/kg SV no BCA+B) e o valor intermediário do BCA+F (53,35 LN/kg 

SV) estão abaixo dos reportados em estudos que empregaram pré-tratamentos físico-químicos 

ou combinações de substratos. Por exemplo, BRIDÍA et al. (2023) alcançaram 153,67 L/kg VS 

na codigestão de bagaço de cana com cinzas, praticamente o dobro do rendimento observado 

aqui. ANDRADE et al. (2021) relataram produções de 236 a 326 L CH₄/kg VS, indicando 

potencial ainda maior em condições otimizadas. Ainda assim, dentro do escopo deste estudo, 

que não visou ao melhoramento das condições de processo, os resultados obtidos se mantêm 

consistentes com a literatura e demonstram o potencial dos pré-tratamentos biológicos como 

alternativa sustentável para o aumento da produção de biogás. 

É importante ressaltar que a comparação direta dos resultados obtidos com 

dados da literatura apresenta limitações, uma vez que a produção de biogás depende fortemente 

das condições específicas de cada ensaio, como tipo de substrato, inóculo, tempo de retenção e 

método de medição. Essa variabilidade dificulta a padronização e, consequentemente, a 

comparação entre estudos (ABANADES et al., 2021). Ainda assim, os ganhos observados neste 

trabalho, especialmente no tratamento BCA+B, demonstram avanços relevantes e consistentes 

com a aplicação de pré-tratamentos biológicos em resíduos lignocelulósicos. 
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5.5 CONCLUSÃO 

 

Este estudo apresentou uma proposta inovadora ao empregar micro-

organismos de dois nichos ecológicos distintos, bactérias intestinais de cupins e fungos 

saprofíticos de serrapilheira, no pré-tratamento do bagaço de cana-de-açúcar. Enquanto as 

bactérias se destacaram pela maior eficiência na degradação de carboidratos estruturais, os 

fungos, reconhecidos por suas enzimas ligninolíticas, não apresentaram ganhos expressivos 

quando aplicados isoladamente ou em consórcio. O melhor desempenho foi obtido com o 

tratamento bacteriano (BCA+B), confirmando o elevado potencial desses micro-organismos na 

despolimerização de biomassa lignocelulósica. 

Embora os valores obtidos sejam inferiores aos reportados em processos 

físico-químicos ou em sistemas otimizados, o presente trabalho demonstra que pré-tratamentos 

microbianos podem gerar ganhos significativos mesmo em condições laboratoriais simples, 

reforçando sua viabilidade como alternativa de baixo custo e ambientalmente responsável. 

Além disso, a originalidade da abordagem, ao combinar organismos de habitats distintos, abre 

novas perspectivas para estudos futuros sobre interações microbianas e otimização de 

consórcios, contribuindo para o desenvolvimento de estratégias alinhadas à bioeconomia e à 

valorização sustentável de resíduos agroindustriais. 

Além de ressaltar o papel das bactérias intestinais de cupins na melhoria da 

digestão anaeróbia, este estudo também evidencia a importância de se avançar na padronização 

de metodologias para avaliação da produção de biogás, já que a comparação com dados da 

literatura permanece desafiadora devido à variabilidade experimental. Nesse contexto, os 

resultados aqui apresentados servem como referência inicial para futuros trabalhos que 

busquem explorar diferentes condições de cultivo, combinações microbianas e ajustes 

operacionais. Assim, a pesquisa contribui tanto para o entendimento científico das interações 

entre micro-organismos no pré-tratamento da biomassa quanto para o avanço de soluções 

biotecnológicas mais sustentáveis e aplicáveis à realidade agroindustrial. 
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APÊNDICE A – Preparo da curva analítica para o teste DNS  

 

 

Tabela 17 – Valores para construção da curva de calibração de glicose 

Volume da solução 4 

g/L (mL-1) 

Volume de água 

destilada (mL-1) 

Concentração final 

Glicose (mL-1) 
ABS (540nm) 

4 0 4 1,576 

1 1 2 0,901 

1 3 1 0,427 

0,5 3,5 0,5 0,243 

0,25 3,75 0,25 0,123 

0,125 3,875 0,125 0,073 

0,062 3,938 0,062 0,063 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Figura 37 – Curva de calibração da glicose 

 

Fonte: A autora, 2025. 

 

Através da criação da curva foi determinada a equação da reta, na forma: 

y=aX+b; onde y representa a absorbância, X a concentração de açúcares redutores (mg/mL-1), 

e a e b são os coeficientes obtidos por regressão linear. 

 

 

y = 0,3922x + 0,0419
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APÊNDICE B – Gráfico da produção de biogás 

 

Figura 38 – Produção acumulada de gás seco Vn (mLN) 

 

Fonte: A autora, 2025. 
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APÊNDICE C – Testes estatísticos aplicados 

 

Tabela 18 – Teste de Tukey (HSD, α = 0,05) 

Comparação Diferença média p-adj Significativo Grupo melhor 

BFB – BF 6,5 0,1466 Não — 

BFB – BB -6,87 0,1204 Não — 

BFB – B 7,13 0,1079 Não — 

BFB – Celulose -85,47 0,001 Sim Celulose 

BFB – Inóculo 57,93 0,001 Sim BFB 

BF – BB -13,37 0,0022 Sim BB 

BF – B 0,63 0,9 Não — 

BF – Celulose -91,97 0,001 Sim Celulose 

BF – Inóculo 51,43 0,001 Sim BF 

BB – B 14,0 0,0018 Sim BB 

BB – Celulose -78,6 0,001 Sim Celulose 

BB – Inóculo 64,8 0,001 Sim BB 

B – Celulose -92,6 0,001 Sim Celulose 

B – Inóculo 50,8 0,001 Sim B 

Celulose – Inóculo 143,4 0,001 Sim Celulose 

BB (Bagaço + Bactérias); BFB (Bagaço + Fungos + Bactérias); BF (Bagaço + Fungos) e B (Bagaço sem pré-

tratamento).  

Fonte: A autora, 2025. 
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Figura 39 – Produção acumulada de biogás com comparação estatística (Tukey, p<0,05) 

 

a) Celulose (significativamente maior que todos os outros) 

b) BB (Bagaço + Bactérias) 

c) BFB (Bagaço + Fungos + Bactérias) 

d) BF (Bagaço + Fungos) e B (Bagaço sem pré-tratamento) 

e) Inóculo (significativamente inferior a todos) 

Fonte: A autora, 2025. 

 

 

 


