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RESUMO 

 

Enzimas microbianas hidrolíticas, como amilase, celulase, xilanase, lipase 

e protease, são biocatalisadores com aplicações em vários segmentos 

industriais. A digestão anaeróbia é um bioprocesso considerado uma fonte de 

microrganismos produtores dessas enzimas, mas ainda é um ambiente pouco 

explorado. Este estudo teve como objetivo isolar e identificar bactérias 

hidrolíticas com potencial biotecnológico em três modelos diferentes de 

biorreatores anaeróbios, Batelada, Upflow Anaerobic Sludge Blanket (UASB) e 

Lagoa Coberta. A pesquisa também está alinhada aos Objetivos de 

Desenvolvimento Sustentável, com ênfase no ODS 12: "Assegurar padrões de 

produção e de consumo sustentáveis". As bactérias produtoras de enzimas 

hidrolíticas foram selecionadas com base na sua capacidade de hidrolisar amido, 

celulose e hemicelulose, xilose, triacilgliceróis e caseína. As características 

morfofisiológicas dos isolados bacterianos foram avaliadas por meio da 

coloração de Gram e de testes bioquímicos específicos. As atividades 

enzimáticas foram determinadas utilizando métodos colorimétricos. O 

sequenciamento parcial do gene 16S rRNA foi empregado para identificar os 

isolados que apresentaram as maiores atividades enzimáticas. Foram isoladas 

quinhentas e sessenta e cinco bactérias produtoras de enzimas hidrolíticas, com 

características similares às bactérias pertencentes aos gêneros Acetobacter, 

Acinetobacter, Bacillus, Beijerinckia, Corynebacterium e Pseudomonas. Dentre 

os isolados, treze apresentaram atividade enzimática de média a alta na 

avaliação qualitativa. Dentre esses, seis isolados se destacaram para a 

produção de lipase, com valores de atividade enzimática variando entre 189,65 

e 5220,73 U mL-1, o que indica um potencial biotecnológico significativo, mesmo 

sem otimização do processo. O sequenciamento parcial do gene 16S rRNA 

permitiu a identificação de um isolado como Pseudomonas aeruginosa. Diante 

desses resultados, o bioprocesso avaliado representa uma fonte promissora de 

microrganismos produtores de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico, 

com potencial para aplicação na indústria farmacêutica, além de outras áreas 

industriais. 

 



 
 

Palavras-chave: enzimas hidrolíticas; biodigestão anaeróbia; biotecnologia; 

microrganismos. 



 
 

ABSTRACT 

 

Hydrolytic microbial enzymes, such as amylase, cellulase, xylanase, 

lipase, and protease, are biocatalysts with applications across various industrial 

sectors. Anaerobic digestion is a bioprocess considered a source of 

microorganisms producing these enzymes, yet it remains a largely unexplored 

environment. This study aimed to isolate and identify hydrolytic bacteria with 

biotechnological potential in three different models of anaerobic bioreactors: 

Batch, Upflow Anaerobic Sludge Blanket (UASB), and Covered Lagoon. The 

research is also aligned with the Sustainable Development Goals, with an 

emphasis on SDG 12: “Ensure sustainable consumption and production 

patterns.” Hydrolytic enzyme-producing bacteria were selected based on their 

ability to hydrolyze starch, cellulose, hemicellulose, xylose, triacylglycerols, and 

casein. Morphophysiological characteristics of the bacterial isolates were 

evaluated through Gram staining and specific biochemical tests. Enzymatic 

activities were determined using colorimetric methods. Partial sequencing of the 

16S rRNA gene was employed to identify the isolates exhibiting the highest 

enzymatic activities. A total of 565 hydrolytic enzyme-producing bacteria were 

isolated, displaying characteristics similar to bacteria belonging to the genera 

Acetobacter, Acinetobacter, Bacillus, Beijerinckia, Corynebacterium, and 

Pseudomonas. Among these, thirteen isolates showed medium to high enzymatic 

activity in the qualitative assessment. Of these, six isolates stood out for lipase 

production, with enzymatic activity values ranging from 189.65 to 5,220.73 U 

mL⁻¹, indicating significant biotechnological potential even without process 

optimization. Partial sequencing of the 16S rRNA gene identified one isolate as 

Pseudomonas aeruginosa. Based on these findings, the evaluated bioprocess 

represents a promising source of microorganisms producing hydrolytic enzymes 

of biotechnological interest, with potential applications in the pharmaceutical 

industry as well as other industrial sectors. 

 

Keywords: hydrolytic enzymes; anaerobic digestion; biotechnology; 

microorganisms.  
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1 INTRODUÇÃO  

  

A biodigestão anaeróbia (BA), é um bioprocesso sustentável que se 

destaca por seu baixo custo operacional e alta eficiência na recuperação de 

energia. Esse bioprocesso é utilizado para tratamento de resíduos orgânicos 

complexos, onde a matéria orgânica é degradada por uma diversidade de 

microrganismos (WANG et al., 2019). Esses microrganismos, além de serem 

essenciais para o funcionamento do bioprocesso, têm um elevado potencial 

biotecnológico, pois produzem compostos de alto valor agregado com diversas 

aplicações industriais, como as enzimas hidrolíticas (PASALARI et al., 2021).  

Os substratos utilizados na BA devem conter componentes nutricionais 

para o desenvolvimento dos microrganismos e para produção de metabólitos de 

interesse industrial (ADEKUNLE; OKOLIE, 2015). Como um único substrato nem 

sempre fornece todos os nutrientes necessários para o crescimento microbiano, 

a utilização de diferentes resíduos agroindustriais de forma concomitante é uma 

prática comum (RAINA; KUMAR; SARAN, 2022).  Nesse contexto, a co-digestão 

anaeróbia (CA) surge como uma tecnologia sustentável, simples e eficiente, que 

tem sido empregada como um processo alternativo da BA, para a utilização 

conjunta de diferentes tipos de resíduos com características complementares 

(XU et al., 2017). Essa abordagem não só melhora a distribuição de nutrientes, 

atuando como cofatores para enzimas microbianas, mas também oferece a 

possibilidade de conter todos os componentes necessários para a dinâmica 

populacional microbiana (PASALARI et al., 2021). 

Em processos biotecnológicos, as enzimas hidrolíticas de origem 

microbiana desempenham um papel crucial na degradação de biomoléculas 

complexas em produtos mais simples, sendo consideradas as principais enzimas 

industriais (CONSTANCIO et al., 2020; LOHANI; HAVUKAINEN, 2018). Essas 

enzimas, incluindo amilases, celulases, xilanases, lipases e proteases, 

desempenham um papel crucial em diversas aplicações industriais. Elas são 

fundamentais em setores como a indústria de alimentos, onde ajudam 

preservação de produtos; na produção de biocombustíveis, onde facilitam a 

conversão de biomassa em energia renovável; na indústria de cosméticos, 

proporcionando formulações mais eficientes; no setor farmacêutico, contribuindo 

para a fabricação de medicamentos; e nas indústrias de papel, celulose e têxtil, 
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onde melhoram a qualidade e a eficiência dos processos de produção 

(MOKRANI; NABTI, 2024).  

Além de sua versatilidade, as enzimas microbianas oferecem 

transformações químicas eficientes e ambientalmente sustentáveis, 

apresentando alta estabilidade sob condições operacionais variadas (BABAGIL; 

NADAROGLU, 2022; CONSTANCIO et al., 2020). Assim, a utilização de enzimas 

hidrolíticas microbianas não só contribui para a eficiência de processos 

industriais, mas também promove práticas mais sustentáveis, alinhando-se aos 

princípios da biotecnologia e da economia circular (ARORA; FATIMA, 2024). 

A produção enzimática representa um campo promissor na biotecnologia, 

como na síntese de compostos de alto valor agregado (CONSTANCIO et al., 

2020). Essa produção é variável entre diferentes espécies microbianas, bem 

como entre cepas da mesma espécie, o que torna essencial a seleção de cepas 

com capacidade de gerar quantidades significativas de enzimas específicas para 

aplicações em escala industrial (FRANCHI et al., 2018; UNDERKOFLER; 

BARTON; RENNERT, 1958). Nesse contexto, a bioprospecção de 

microrganismos emerge como uma metodologia crucial, envolvendo o 

processamento e a triagem de amostras, seguidos do isolamento de 

microrganismos com potencial biotecnológico (ACHARYA; CHAUDHARY, 

2012). Além de impulsionar avanços tecnológicos, essa abordagem está 

alinhada aos Objetivos de Desenvolvimento Sustentável (ODS), com ênfase no 

ODS 12: "Assegurar padrões de produção e de consumo sustentáveis", ao 

promover uma gestão eficiente e o uso responsável dos recursos naturais. 

Embora a BA e a CA sejam consideradas fontes de microrganismos com 

potencial biotecnológico, ainda são ambientes pouco explorados, oferecendo 

uma oportunidade significativa para novas descobertas no campo da 

biotecnologia (FRANCHI et al., 2018; PASALARI et al., 2021). Nesse contexto, 

é relevante destacar que não foram encontrados estudos que investigassem 

esses bioprocessos como fontes de microrganismos produtores de enzimas 

hidrolíticas. Portanto, neste trabalho, o isolamento de microrganismos com 

potencial biotecnológico a partir de biorreatores anaeróbios operados com 

substratos como dejeto bovino leiteiro e caldo de capim-elefante representa uma 

alternativa promissora para aumentar a produção de metabólitos bioativos 

naturais.  
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 BIODIGESTÃO ANAERÓBIA 

 

A biodigestão anaeróbia é um bioprocesso realizado por microrganismos 

anaeróbios e/ou anaeróbios facultativos, que decompõem matéria orgânica em 

compostos moleculares menores, resultando na produção de biogás, composto 

principalmente por metano, dióxido de carbono e outros gases residuais. O 

biogás destaca-se como uma fonte de energia renovável, enquanto o efluente 

gerado, devido aos seus nutrientes, apresenta potencial para uso como 

biofertilizante, contribuindo para práticas agrícolas mais sustentáveis (ATELGE 

et al., 2020; JIN et al., 2021). 

A decomposição da matéria orgânica durante a BA ocorre por meio da 

ação de diferentes grupos microbianos, em quatro etapas: hidrólise, 

acidogênese, acetogênese e metanogênese (Figura 1) (PASALARI et al., 2021).  

 

 Figura 1 – Etapas da degradação do processo de biodigestão anaeróbia 
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              Fonte: Adaptado de PASALARI et al. (2021).  

Na hidrólise, os microrganismos hidrolíticos dos filos Firmicutes, 

Bacteroidetes, Actinobacteria, Proteobacteria e Chloroflexi  produzem enzimas 

extracelulares como amilase, celulase, xilanase, lipase e protease (PASALARI 

et al., 2021). Essas enzimas degradam e/ou solubilizam moléculas complexas 

insolúveis, como proteínas, lipídios e polissacarídeos em moléculas solúveis 

menores, como ácidos graxos, açúcares simples, aminoácidos, álcoois e 

aldeídos (AKINDOLIRE; RAMA; ROOPNARAIN, 2022; PRAMANIK et al., 2019).  

Na acidogênese, os produtos da hidrólise são transformados em ácidos 

graxos voláteis, como ácidos acéticos, butírico e propiônico e álcoois por 

microrganismos acidogênicos, como Clostridium spp.  e Bacteroides spp. 

(OTTONI et al., 2022; PRAMANIK et al., 2019). Na acetogênese, microrganismos 

acetogênicos, como Desulfococcus spp. e Desulfotomaculum spp. transformam 

os produtos da acidogênese em ácido acético (CH3COOH), hidrogênio (H2) e 

CO2 (OTTONI et al., 2022). Na metanogênese, etapa final do bioprocesso, os 

microrganismos metanogênicos, como Archaeas metanogênicas, 

Methanosarcina spp. e Methanobacterium spp. utilizam CH3COOH, H2 e CO2 

para produzir CH4 (OTTONI et al., 2022; PRAMANIK et al., 2019).   

Para acelerar a decomposição da matéria orgânica biorreatores têm sido 

empregados por oferecerem condições ideais para o crescimento microbiano e 

produção de biogás (JEREMIAH; KABEYI, 2022). Os principais tipos de 

biorreatores empregados atualmente incluem modelos de fluxo contínuo, 

descontínuo e ascendente (LEON et al., 2021).  

 Os biorreatores de fluxo contínuo são altamente versáteis, adaptando-se 

a uma ampla variedade de substratos. Eles operam com o abastecimento regular 

de cargas diárias ou periódicas, enquanto o efluente é descarregado de forma 

contínua, mantendo a eficiência do processo (LEON et al., 2021). No Brasil, o 

modelo de fluxo contínuo mais utilizado é o biorreator tipo Lagoa Coberta. Esse 

modelo se destaca por sua grande área de exposição solar, que otimiza a 

produção de biogás, além de proporcionar um espaço amplo e eficiente para o 

bioprocesso (Figura 2) (FREITAS et al., 2019).  
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Figura 2 – Esquema do biorreator modelo Lagoa coberta da fazenda 

experimental da Embrapa Gado de Leite

 

       Fonte: MENDONÇA et al. (2016).  

 

Os biorreatores de fluxo descontínuo, também conhecidos como de 

batelada, são particularmente adequados para substratos de decomposição 

lenta, como biomassa lignocelulósica. Esses biorreatores são carregados com 

todo o material de uma só vez e mantêm a carga no interior até que o processo 

de biodigestão seja concluído, momento em que a produção de biogás cessa 

completamente (Figura 3) (LEON et al., 2021). Nesse modelo, tanto o tempo 

quanto a taxa de degradação da matéria orgânica são diretamente proporcionais 

à temperatura ( ARROYO et al., 2020).  
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Figura 3 - Configuração experimental para biodigestão anaeróbia em 

batelada 

 

                Fonte: Adaptado de NUGROHO; SUMANTRI (2020).  

 

Os biorreatores de fluxo ascendente (Upflow Anaerobic Sludge Blanket - 

UASB) possuem alta capacidade de retenção de biomassa, o que possibilita 

operar com um tempo de retenção hidráulica (TRH) reduzido. Além disso, são 

estáveis mesmo diante de variações nas características do afluente e suportam 

altas cargas orgânicas volumétricas (Figura 4). Esses biorreatores são 

amplamente utilizados no tratamento de substratos de diversas fontes, como 

resíduos das indústrias de açúcar, bebidas, laticínios, matadouros, papel e 

celulose, produtos químicos, além de serem eficazes em sistemas de esgotos 

sanitários (GAIO et al., 2023). 
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Figura 4 - Esquema de um reator híbrido UASB 

 

                      Fonte: Adaptado de DUTTA; DAVIES; IKUMI (2018). 

 

A biodigestão anaeróbia é um bioprocesso realizado com uma variedade 

substratos, como biomassas vegetais como caldo de capim, resíduos 

agroindustriais como soro de queijo ricota, além de dejetos da pecuária leiteira e 

de suínos (ATELGE et al., 2020; WU et al., 2019).  

O capim-elefante é uma biomassa vegetal amplamente utilizada para a 

geração de energia em termoelétricas, por meio de sua queima. A extração do 

caldo dessa planta oferece vantagens significativas, pois reduz o teor de 

umidade e aumenta o poder calorífico do bagaço, melhorando sua eficiência 

como combustível (MARAFON et al., 2021). Além disso, o caldo extraído 

apresenta uma alta concentração de biomassa, destacando-se como um 

substrato promissor para a produção de biogás por meio da biodigestão 

anaeróbia (Tabela 1) (HUANG et al., 2019).  

 

Tabela 1 – Características físico-químicas do capim-elefante 

Componentes Quantidade 

Celulose (%) 36,00 

Hemicelulose (%) 29,30 

Lignina (%) 8,20 

Sólidos Totais (%) 4,69 

                       Fonte: Adaptado de MARAFON et al. (2021).  



23 
 

Os resíduos agroindustriais representam fontes promissoras para a 

produção de energia renovável, devido ao seu elevado teor de matéria orgânica 

e compostos nitrogenados. No entanto, quando descartados inadequadamente, 

esses resíduos podem se tornar altamente poluentes, levantando preocupações 

ambientais relacionadas à sustentabilidade. Diante desse cenário, os resíduos 

agroindustriais emergem como os substratos mais utilizados na BA, 

transformando desafios ambientais em oportunidades para a geração de energia 

sustentável (MARCHETTI; VASMARA, 2020; MENDONÇA; OMETTO; OTENIO, 

2017; ZAMRI et al., 2021).  

Entre os efluentes gerados pela agroindústria de laticínios, o soro de 

queijo ricota se destaca como um subproduto da fabricação da ricota, que resulta 

da precipitação ácida das proteínas presentes no soro de leite (MIHALY 

COZMUTA et al., 2020). A produção de ricota surge como uma estratégia para 

as agroindústrias de laticínios reaproveitarem o soro de leite convencional, 

proveniente da fabricação de queijos e outros derivados. Embora a concentração 

de proteínas no soro de queijo ricota não seja adequada para processos que 

visam a valorização dessas macromoléculas, seu elevado teor de lactose e 

matéria orgânica o torna um substrato viável para processos de fermentação 

anaeróbia (Tabela 2) (RIZZOLO; CORTELLINO, 2017).  

 

Tabela 2 – Características físico-químicas do soro de queijo ricota 

Componentes Quantidade 

 

Proteína (%) 
0,15 a 0,22 

Sais (%) 1 a 1,13 

Lactose (%) 5 

Demanda bioquímica de 

oxigênio (g L-1) 
50 

Demanda química de 

oxigênio (g L-1) 
88 

                       Fonte: Adaptado de  CAROTA et al. (2017); RIZZOLO;  

                       CORTELLINO (2017). b 

 

O sistema intensivo de confinamento de bovinos na pecuária leiteira é 

adotado para reduzir o estresse dos animais e aumentar sua capacidade 
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produtiva, além de promover seu bem-estar. No entanto, um dos principais 

desafios desse sistema é a quantidade significativa de dejetos gerados 

diariamente em uma área limitada. Assim, práticas sustentáveis para o manejo 

desses dejetos, como a BA, têm sido implementadas nas fazendas leiteiras. Os 

dejetos da pecuária leiteira são reconhecidos como uma fonte valiosa de 

nutrientes que, quando utilizados em processos de BA, podem gerar recursos 

energéticos alternativos e resultar em produtos finais com potencial para uso 

como biofertilizantes (Tabela 3) (DE MENDONÇA et al., 2017; MENDONÇA; 

OMETTO; OTENIO, 2017).  

 

Tabela 3 – Características físico-químicas de dejetos da pecuária leiteira 

Componentes Quantidade 

 

Sólidos totais (%)  

 

15,09 

Proteína bruta (%) 15,29 

Gordura (%) 1,20 

Fibras (%) 33,45 

Sólidos fixos (%) 24,25 

Sódio (%) 0,39 

Cálcio (%) 2,70 

Fósforo (%) 0,68 

Potássio (%) 0,75 

Magnésio (%) 0,64 

Ferro (%) 1054,83 

Manganês (ppm) 137,70 

Cobre (ppm) 46,17 

Zinco (ppm) 170,83 

                       Fonte: Adaptado de HUSSEIN et al. (2017).  

 

A gestão de dejetos suínos representa um desafio significativo para as 

fazendas de criação de suínos, devido ao elevado volume gerado e ao alto teor 

de compostos orgânicos e nitrogenados (Tabela 4). Em resposta a essa 

problemática, práticas sustentáveis para o manejo desses dejetos, como a 

biodigestão anaeróbia (BA), têm sido implementadas nas propriedades 

suinícolas (FOLINO; ZEMA; CALABRÒ, 2020; MONTES et al., 2019).  
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Tabela 4 – Características físico-químicas de dejetos suínos 

Componentes Quantidade 

pH 7,00 a 7,50 

Sólidos totais (g L-1) 2 a 8 

Fósforo (PO4
-3–P g L-1) 0,05 a 0,13 

                       Fonte: Adaptado de FOLINO; ZEMA; CALABRÒ (2020);  

                       MONTES et al. (2019).  

 

2.2 ENZIMAS HIDROLÍTICAS 

 

As enzimas são biomoléculas orgânicas de origem proteica que atuam 

como catalisadores biológicos em reações metabólicas e químicas (THAPA et 

al., 2019). No contexto dos processos biotecnológicos, as enzimas hidrolíticas 

de origem microbiana desempenham um papel crucial, pois facilitam a 

conversão de biomoléculas complexas em produtos mais simples e utilizáveis. 

Devido a essa capacidade de transformação, essas enzimas são reconhecidas 

como bioinsumos e catalisadores biológicos, com ampla aplicação em processos 

industriais (CONSTANCIO et al., 2020).  

A obtenção de enzimas hidrolíticas a partir de microrganismos isolados de 

bioprocessos de fermentação oferece várias vantagens em comparação com a 

obtenção de enzimas de origem vegetal e animal. Entre essas vantagens estão 

o baixo custo, possibilitado pelo uso de matérias-primas mais baratas, e a 

facilidade de produção em larga escala, permitindo a obtenção de grandes 

quantidades de enzimas de forma rápida. Além disso, as enzimas microbianas 

não geram efeitos tóxicos nem resíduos perigosos, tornando-se uma alternativa 

mais segura para processos industriais (FASIM; MORE; MORE, 2021). Assim, a 

produção de enzimas por microrganismos se destaca como uma das opções 

mais relevantes no campo da biotecnologia (FASIM; MORE; MORE, 2021; 

RAINA; KUMAR; SARAN, 2022).  

Nesse contexto, a identificação de novas fontes microbianas não tóxicas 

é de interesse estratégico, pois assegura o suprimento de enzimas para diversos 

processos industriais (THAPA et al., 2019). É importante ressaltar que a 

produção de enzimas é influenciada por diversos fatores, incluindo o tipo de 

bioprocesso, pH e temperatura. Essas variáveis são essenciais para otimizar a 
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obtenção de bioinsumos/biomoléculas, como as enzimas, garantindo que 

possuam propriedades qualitativas e quantitativas superiores para aplicações 

industriais. Portanto, compreender e controlar esses fatores é fundamental para 

maximizar a eficiência da produção de enzimas e atender à crescente demanda 

da indústria por soluções biotecnológicas eficazes (RAINA; KUMAR; SARAN, 

2022).   

Diversos microrganismos com potencial biotecnológico têm sido isolados 

de biorreatores anaeróbios, destacando uma significativa diversidade que pode 

ser explorada em processos biotecnológicos (Tabela 5).  
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Tabela 5 - Diversidade microbiana com potencial biotecnológico presentes em biorreatores anaeróbios operados com 

diferentes substratos 

Biorreator do sistema de 
biodigestão anaeróbia 

Substrato  pH Temperatura (° C) 
Tempo de 
retenção 

hidráulico (dias) 

Diversidade 
microbiana 

Referências 

Biorreator anaeróbio 
semi-contínuo 

Resíduos alimentares 7,39 -7,82 35 30 

 
Bacteroides spp. 

Lachnospiraceae spp. 
Novosphingobium spp. 

Ruminococcaceae 
spp. 

 

(YI et al., 2014) 

Biorreator anaeróbio 
contínuo  

 
Dejeto da pecuária leiteira  

+  
Casca de Arroz 

 

6,10-7,80 27,20-33,50  30 Mucor spp. 
(AKINTOKUN; ABIBU; 
OYATOOGUN, 2017) 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

 
Águas residuais do processo de 
produção de tequila (vinhaça de 

tequila)  
+ 

Águas residuais do cozimento de 
milho com cal pela indústria do 

milho (Nejayote) 
 

5,50 35 60 
Acetobacter spp. 
Clostridium spp. 

 
(GARCÍA-DEPRAECT 

et al., 2017) 
 

Biorreator anaeróbio em 
batelada sequencial 

(ASBR) 
Dejeto da pecuária leiteira 7,00-7,40 40 40 

Longilinea spp. 
Rhodopirellula 

islandica 
 

YILDIRIM et al. (2017) 
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(continuação) 

 Biorreator do 
sistema de biodigestão 

anaeróbia 
Substrato  pH Temperatura (°C) 

Tempo de 
retenção 

hidráulico (dias) 

Diversidade 
microbiana 

Referências 

Reator de fluxo e agitação 
Contínuo (CSTR) 

 
Resíduos alimentares  

+  
águas residuais 

 

7,80-7,90 35 35 Tepidimicrobium spp. KIM et al. (2018) 

 
Biorreator anaeróbio 

semi-contínuo 
 

 
Dejeto da pecuária 

leiteira  
 

7,68-7,93 37-55 18,80-37,50 
Bacillus spp. 

Pseudomonas spp. 
PAN et al. (2018) 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

 
Biorreator 1: Esterco de 

frango + vegetais + 
gordura animal + caldo 

de cana  
 

Biorreator 2: Esterco de 
frango + vegetais + 
gordura animal + 

resíduos de iogurte 
  

Biorreator 3: Esterco de 
frango + vegetais + 
gordura animal + 
resíduos de frutas 

 

6,70-9,10 37 32 
Aspergillus niger 
Penicillium spp. 

(OLUFEMI; VERONICA; 
GODWIN, 2019) 
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(continuação) 

Biorreator do sistema de 
biodigestão anaeróbia 

Substrato  pH 
Temperatura 

(°C) 

Tempo de 
retenção 

hidráulico (dias) 

Diversidade 
microbiana 

Referências 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

 
Melaço 

+ 
Água residual da 

produção de etanol a 
partir de arroz 

6,00 – 7,20 35 - 37 29 Beijerinckia spp. 
(KHAN, SOHAIL et al., 

2020) 

Plug- flow 

 
Biorreator 1: Efluente da 
estação de tratamento de 

cervejaria + dejeto da 
pecuária leiteira 

 
Biorreator 2: Soro de 

queijo ricota + dejeto da 
pecuária leiteira 

 

6,50 - 7,00 18 - 35 165 
Pseudomonas 

aeruginosa 
DA SILVA et al. (2021) 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

Vinhaça de cana-de-
açúcar 

4,00 – 7,00 35 10 

 
Clostridium spp. 

Acinetobacter spp. 
 

ILTCHENCO et al. (2021) 

 
Biorreator modelo Lagoa 

Coberta 
 

Dejeto bovino 7,10 35 35 Staphylococcus spp. 
MAMINDLAPELLI et al. 

(2021) 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

 
Dejeto suíno+  
dejeto bovino 

 

7,80 50 9  Corynebacterium spp. 
STRUCKMANN 

POULSEN et al. (2022) 

Biorreator anaeróbio em 
batelada 

Biomassa lignocelulósica 
4,10 - 5,00 

 
35 e 55 30 - 60 

Clostridium 
thermocellum 

(MANYI-LOH; LUES, 
2023) 

Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
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A seleção de microrganismos produtores de enzimas hidrolíticas de 

interesse biotecnológico é uma estratégia biotecnológica promissora, pois pode 

resultar na redução de custos, especialmente em comparação com as enzimas 

sintéticas, que têm um alto valor comercial. A obtenção sustentável e eficaz 

dessas enzimas não apenas promove a eficiência na produção, mas também 

otimiza os processos de fabricação de diversos produtos (LAMILLA et al., 2017). 

Entre as enzimas hidrolíticas de origem microbiana, destacam-se a amilase, 

celulase, xilanase, lipase e protease, consideradas ferramentas valiosas para o 

desenvolvimento de produtos de interesse industrial (THAPA et al., 2019). 

 

2.2.1 Amilase 

 

As amilases catalisam a hidrólise de ligações glicosídicas nos 

polissacarídeos. Pertencendo à classe das hidrolases (EC 3) e à subclasse das 

glicosilases (EC 3.2), essas enzimas são classificadas conforme seu modo de 

ação em endoamilases e exoamilases (FAROOQ et al., 2021). Conforme 

descrito na literatura, as amilases são produzidas por bactérias e fungos. 

Bactérias como Acetobacter orientalis, Acinetobacter spp., Bacillus megaterium, 

Bacillus licheniformis, Bacillus pumilus, Bacillus brovis, Bacillus alvei, Beijerinckia 

indica, Clostridium spp., Corynebacterium spp. e Proteus spp.  e fungos como 

Saccharomycopsis fibuligera (AYAL et al., 2024; CHEN et al., 2021; FAROOQ et 

al., 2021; MANNI; FILALI-MALTOUF, 2022; MOHAN et al., 2019; SHARMA, 

MINAKSHI; SOOD; CHAUHAN, 2021). 

As endoamilases catalisam a hidrólise das ligações glicosídicas no interior 

da molécula do polímero. Destaca-se entre essas enzimas a α-amilase (EC 

3.2.1.1), que atua nas cadeias de amilopectina e amilose, liberando glicose, 

maltose, maltotriose, maltotetraose, maltopentaose e maltohexaose são 

produtos originários da ação de α-amilase (FAROOQ et al., 2021).  

A α-amilase destaca-se pelo seu significativo potencial biotecnológico e 

pela crescente aplicação industrial. Na indústria de detergentes, atua na hidrólise 

de alimentos ricos em amido, convertendo-os em oligossacarídeos solúveis em 

água e dextrinas, o que facilita a remoção de manchas. Na indústria de papel, é 

utilizada para hidrolisar o amido de alto peso molecular, contribuindo para a 

resistência e rigidez do papel produzido. No setor têxtil, desempenha um papel 
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fundamental no processo de desengomagem, promovendo a hidrólise parcial de 

compostos em substâncias solúveis em água, o que melhora a qualidade do 

tecido. Na indústria de biocombustíveis, é crucial na produção de etanol, hidrolisa 

o amido, liberando açúcares fermentáveis que podem ser utilizados na 

fermentação alcoólica (FAROOQ et al., 2021).  

As exoamilases hidrolisam as ligações α-1,4 na extremidade não redutora 

da molécula de amido, liberando dextrina (FAROOQ et al., 2021; HUA et al., 

2022). Destaca-se entre essas enzimas a β-amilase (EC 3.2.1.2), glucana 1,4-α-

glicosidase (EC 3.2.1.3) e α-glicosidase (EC 3.2.1.20). A β-amilase catalisa a 

hidrólise de ligações α-1,4 na extremidade não redutora das moléculas de 

amilose, amilopectina e glicogênio, liberando maltose. A glucana 1,4-α-

glicosidase catalisa a hidrólise de ligações 1,6-α-D-glicosídicas quando a 

próxima ligação na sequência é 1,4, na extremidade não redutora de resíduos 

de aminoácidos, liberando β-D-glicose. A α-glicosidase catalisa a hidrólise de 

ligações 1,4-α-D-glicosídicas na extremidade terminal de resíduos de 

aminoácidos, liberando α-D-glicose (FAROOQ et al., 2021; HUA et al., 2022).  

Entre essas enzimas, a β-amilase destaca-se pelo seu significativo 

potencial biotecnológico e pela crescente aplicação industrial (FAROOQ et al., 

2021; HUA et al., 2022). Essa enzima é amplamente aplicada nas indústrias de 

amido, cervejeira e de panificação. Na indústria de amido, catalisa a hidrólise do 

amido liquefeito em maltose, o que aumenta a concentração de maltose. Na 

indústria cervejeira, catalisa a hidrólise do amido liquefeito em maltose, 

melhorando a quantidade de açúcares fermentáveis. Na indústria de panificação, 

inibe a retrogradação do amido ao encurtar as ligações α-1,4 da amilopectina, 

retardando o envelhecimento precoce do pão (SILANO et al., 2021).  

  

2.2.2 Celulase   

 

As enzimas celulases catalisam a hidrólise de polímero de celulose. 

Pertencendo à classe das hidrolases (EC 3) e à subclasse das glicosilases (EC 

3.2), essas enzimas são classificadas conforme seu local de atuação no 

substrato celulósico em exoglucanase, endoglucanase e β-glicosidase  (RAINA; 

KUMAR; SARAN, 2022; SARWAN; BOSE, 2021). Conforme descrito na 

literatura, as celulases são produzidas por bactérias como Acetobacter orientalis, 
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Acinetobacter spp., Micromonospora spp., Acidothermus spp., Beijerinckia 

fluminensis, Corynebacterium lipophiloflavu, Paenibacillus spp., Streptomyces 

spp. e Pseudomonas spp. e fungos como Penicillium spp., Trichoderma spp., 

Aspergillus spp. e Talaromyces spp. (CHEN et al., 2021; KORSA et al., 2023; LI, 

JIA XIANG et al., 2020; MANNI; FILALI-MALTOUF, 2022; RAMANUJ; SHELAT, 

2018; SAKTHIVEL et al., 2010; SHARMA, AMITA et al., 2016).  

As exoglucanases clivam as extremidades das fibras de celulose 

resultando em celulose cristalina, liberando celo-oligossacarídeos ou 

dissacarídeos como celobiose ou glicose. Destaca-se entre essas enzimas a 

glucana 1,4-β-glicosidase (EC 3.2.1.74) e celulose 1,4-β-celobiosidase (EC 

3.2.1.91). A glucana 1,4-β-glicosidase catalisa a hidrólise do polímero de 

celulose, liberando glicose diretamente do polímero e a celulose 1,4-β-

celobiosidase catalisa a hidrólise do polímero de celulose na extremidade da 

celulose, liberando celobiose (LI, HEBIN et al., 2021). Essas enzimas possuem 

um amplo potencial biotecnológico e crescente aplicação industrial, possuindo 

uma vasta gama de aplicações em diversos segmentos industriais (LI, HEBIN et 

al., 2021; ZAFAR et al., 2021). Na indústria de biocombustível, desempenham 

um papel crucial na conversão de substratos em açúcares fermentescíveis, 

essenciais para a obtenção de etanol de segunda geração. Na indústria de 

detergente, são utilizadas como aditivo, auxiliando na remoção eficaz de 

resíduos orgânicos e contribuindo para a eficácia dos produtos de limpeza 

(NUNES et al., 2020; ZAFAR et al., 2021). 

As endoglucanase clivam ligações glicosídicas e se ligam ao componente 

não cristalino da celulose, hidrolisando seções amorfas por meio da quebra de 

cadeia de celulose de locais irregular liberando polissacarídeos únicos ou 

oligossacarídeos de diferentes comprimentos. Destaca-se entre essas enzimas 

a 4-(1,3;1,4)-β-D-glucana 4-glucano hidrolase (EC 3.2.1.4), que catalisa a 

hidrólise de ligações O-glicosídicas nas regiões internas da estrutura amorfa do 

polímero de celulose, de maneira randômica, liberando oligossacarídeos 

(GAVANDE et al., 2023; LI et al., 2021).   

Entre essas enzimas a 4-(1,3;1,4)-β-D-glucana 4-glucano hidrolase 

destaca-se pelo seu significativo potencial biotecnológico e pela crescente 

aplicação industrial. Na indústria têxtil, é utilizada para a remoção de fibras e 

flocos da superfície de tecidos, conferindo um aspecto mais brilhante e macio ao 
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material. Na indústria vinícola, desempenha um papel crucial no aprimoramento 

das propriedades aromáticas dos vinhos, liberando compostos aromáticos, como 

os fenólicos, que possuem capacidades antioxidantes, nutracêuticas e 

flavorizantes (LI, ZHENGQUN et al., 2018). 

As β-glicosidases catalisam a hidrólise da celulose convertendo a 

celobiose em glicose. Destaca-se entre essas enzimas a β-D-glicosídeo 

glucohidrolase (EC 3.2.1.21), que catalisa a hidrólise de ligações β-D-

glicosídicas, nas moléculas de celobiose, liberando monômeros de glicose 

(KARAM; ELATTAL; KANSOH, 2023; KIM; KWON; CHANG, 2021; KORSA et 

al., 2023).  

 

2.2.3 Xilanase 

 

As enzimas xilanases catalisam a hidrólise de ligações glicosídicas entre 

dois ou mais açúcares ou porções de oligossacarídeos (ALOKIKA; SINGH, 2019; 

TYAGI; SHARMA, 2021). Pertencendo à classe das hidrolases (EC 3), e 

subclasse das glicosilases (EC 3.2), essas enzimas são classificadas com base 

na comparação das sequências de aminoácidos, o que reflete a similaridade dos 

mecanismos de ação. Entre essas enzimas as endoxilanases e β-xilosidases 

destacam-se como principais enzimas do sistema xilanolítico, responsáveis pela 

degradação do xilano (ALOKIKA; SINGH, 2019). Conforme descrito na literatura, 

as xilanases são produzidas por bactérias, como Acetobacter orientalis, 

Acinetobacter spp., Bacillus pumilus, Bacillus subtilis, Bacillus amyloliquefaciens, 

Bacillus cereus, Bacillus circulans, Bacillus megatorium, Bacillus licheniformis, 

Bacillus stearothermophilus, Corynebacterium alkanolyticum, Streptomyces 

spp., Streptomyces roseiscleroticus, Streptomyces cuspidosporus, 

Streptomyces actuosus, Pseudonomas spp., Clostridium absonum e 

Thermoactinomyces thalophilus. E fungos como Aspergillus spp. e Trichoderma 

spp. (BURLACU; ISRAEL-ROMING; CORNEA, 2016; CHEN et al., 2021; 

DHAVER et al., 2022; KUGE et al., 2017; PUROHIT et al., 2017; SHAHI et al., 

2016). 

As endoxilanases catalisam a hidrólise de ligações glicosídicas β-1,4 

interna de xilana liberando xilooligossacarídeos como xilobiose, xilose e 

xilotriose com maior grau de polimerização (ALOKIKA; SINGH, 2019). Destaca-
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se entre essas enzimas a endo-1,4-β-xilanase (EC 3.2.1.8), que catalisa a 

hidrólise de ligações glicosídicas dentro do xilano, com menor grau de 

polimerização do substrato, liberando xilose e xilooligossacarídeos 

(MENDONÇA; BARROCA; COLLINS, 2023).  

A endo-1,4-β-xilanase destaca-se pelo seu significativo potencial 

biotecnológico e crescente aplicação industrial. Na indústria de papel e celulose, 

desempenha um papel crucial no branqueamento da celulose, promovendo a 

obtenção de produtos finais de alta qualidade. Nas indústrias de panificação e 

alimentação animal, atuam na redução da viscosidade da xilana presente nos 

cereais, melhorando a textura e a qualidade dos produtos finais, bem como 

facilitando a digestão dos alimentos pelos animais (PUCHART; ŠUCHOVÁ; 

BIELY, 2021). 

As β-xilosidases catalisam a hidrólise na extremidade não redutora dos 

xilooligossacarídeos, liberando xilose (ALOKIKA; SINGH, 2019). Destaca-se 

entre essas enzimas a xilana 1,4-β-xilosidase (EC 3.2.1.37), que catalisa a 

hidrólise dos xilo-oligômeros, liberando de D-xilose (AL-ASKAR et al., 2022; 

MARTÍNEZ-PACHECO et al., 2020; ZHANG et al., 2019).   

A xilana 1,4-β-xilosidase destaca-se pelo seu significativo potencial 

biotecnológico e crescente aplicação industrial. Na indústria de biocombustíveis, 

atua na bioconversão de lignocelulose em açúcares fermentáveis, cruciais para 

a obtenção de etanol. Na indústria de papel e celulose, atua no branqueamento 

de celulose, melhorando a eficiência e reduzindo o uso de produtos químicos 

agressivos (AL-ASKAR et al., 2022; MARTÍNEZ-PACHECO et al., 2020; ZHANG 

et al., 2019).  

 

2.2.4 Lipase  

 

As enzimas lipases catalisam a hidrólise de reações como esterificação 

(interesterificação e alcoólise), aminólise e hidrólise, liberando ácidos graxos, 

diacilgliceróis, monoacilgliceróis e glicerol. Pertencendo à classe das hidrolases 

(EC 3), que atuam nas ligações éster (EC 3.1) de ácidos carboxílicos, essas 

enzimas são classificadas conforme suas capacidades de catalisar reações de 

hidrólise em triacilglicerol lipase (EC 3.1.1.3) e carboxilesterase (EC 3.1.1.1) 

(CHANDRA et al., 2020; SZYMCZAK et al., 2021).  Conforme descrito na 



35 
 

literatura, as lipases são produzidas por bactérias, como Acetobacter 

pasteurinanus, Acinetobacter spp., Bacillus subtilis, Bacillus nealsonii, 

Beijerinckia fluminensis, Corynebacterium glutamicum, Pseudomonas 

alcaligenes, Pseudomonas aeruginosa, Pseudomonas fragi e Pseudomonas 

fuorescens (CHANDRA et al., 2020; MANNI; FILALI-MALTOUF, 2022; 

RAMANUJ; SHELAT, 2018). Além de fungos como Humicolal anuginosa, 

Fusarium spp., Mucor spp., Aspergillus spp., Rhizopus oryzae, Colletotrichum 

gloeosporioides, Alternaria dianthicola, Curvularia spp., Penicillium spp., 

Trichoderma viridae, Macrophomina faseolina e Hypocrea pseudokoningii 

(CHANDRA et al., 2020; PATEL, GAYATRIBEN B, 2020).  

A triacilglicerol lipase catalisa a hidrólise de ligações de ésteres de glicerol, 

liberando diacilglicerol, monoacilglicerol e ácidos graxos livres. A 

carboxilesterase catalisam a hidrólise de ligações éster únicas, liberando ácidos 

graxos de baixa massa molar (CHANDRA et al., 2020; SZYMCZAK et al., 2021).  

Entre essas enzimas a triacilglicerol lipase destaca-se pelo seu 

significativo potencial biotecnológico e pela crescente aplicação industrial 

(CHANDRA et al., 2020; SZYMCZAK et al., 2021). Nas indústrias de alimentos 

e farmacêutica, desempenha um papel crucial na manipulação das propriedades 

sensoriais dos produtos finais, influenciando diretamente o aroma e o sabor. Por 

meio de sua atividade catalítica seletiva, é empregada para ajustar nuances 

sensoriais desejadas, atendendo às demandas específicas dos consumidores e 

contribuindo para a excelência na formulação de alimentos e medicamentos 

(LÓPEZ-FERNÁNDEZ; BENAIGES; VALERO, 2020).  

 

2.2.5 Protease 

 

As enzimas proteases catalisam a hidrólise de proteínas em peptídeos e 

aminoácidos. Pertencendo à classe das hidrolases (EC 3) e subclasse das 

peptidases (EC 3.4), essas enzimas são classificadas conforme a posição da 

ligação peptídica a ser clivada na cadeia peptídica em endopeptidases e 

exopeptidases (SHARMA, MAYURI et al., 2019). Conforme descrito na literatura, 

as proteases são produzidas por bactérias, como Acetobacter orientalis, 

Acinetobacter spp., Bacillus spp., Beijerinckia fluminensis, Corynebacterium 

alkanolyticum, Streptomyces spp., Enterococcus hirae e Pseudomonas 
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aeruginosa. E fungos como Aspergillus niger, Aspergillus clavatus ES1, 

Aspergillus flavus, Aspergillus Fumigates, Aspergillus melleus, Aspergillus 

nidulans HA-10, Aspergillus terreus, Aspergillus oryzae, Cephalosporium spp., 

Fusarium spp., Rhizopus spp. e Penicillium italicum (BANERJEE et al., 2016; 

CHEN et al., 2021; MANNI; FILALI-MALTOUF, 2022; NAVEED et al., 2021; 

RAMANUJ; SHELAT, 2018; SOLANKI et al., 2021).  

As endopeptidases catalisam a hidrólise de ligações peptídicas dos 

aminoácidos dentro da proteína, liberando peptídeos mais curtos. Entre essas 

enzimas destacam-se as subtilisina (EC 3.4.21.62) e colagenase microbiana (EC 

3.4.24.3), que compartilham um mecanismo de ação semelhante (BAYKARA; 

SÜRMELI; ŞANLI-MOHAMED, 2021; DONG; YANG; LEE, 2021; KIELISZEK et 

al., 2021; SHARMA, YASHASWINI; FAGAN; SCHAEFER, 2019).  

A subtilisina catalisa a hidrólise de ligações peptídicas com ampla 

especificidade e com uma preferência por um resíduo de aminoácido grande na 

extremidade terminal amino (N-terminal), além de catalisar a hidrólise de amidas 

peptídicas (KHAN, ZAHOOR et al., 2022; KUMARI et al., 2021). A colagenase 

microbiana catalisa a hidrólise do colágeno nativo em fragmentos pequenos, nas 

regiões tripla helicoidais nas ligações peptídicas de preferência da glicina 

(HARAZONO; ATSUMI; SHIRASAKA, 2020).  

Essas enzimas possuem significativo potencial biotecnológico e crescente 

aplicação industrial. A subtilisina é considerada com potencial aplicação em uma 

variedade de processos industriais. Na indústria de alimentos catalisa a hidrólise 

de ligações peptídicas na rede do glúten melhorando a reologia da massa e a 

hidrólise de proteínas do soro de leite, realçando o sabor dos produtos (LAMBRÉ 

et al., 2024). Na indústria de detergentes é atua como aditivo, catalisa a hidrólise 

de compostos que possuem queratina em sua composição, contribuindo para a 

remoção de manchas (SUJITHA; SHANTHI, 2023).  

 A colagenase microbiana é considera com potencial aplicação em uma 

variedade de processos industriais. Na indústria de alimentos catalisa a hidrólise 

de colágeno e elastina, além de degradar as proteínas do músculo, como actina 

e miosina, contribuindo para o amaciamento da carne (HARAZONO; ATSUMI; 

SHIRASAKA, 2020). Nas indústrias de cosméticos e farmacêutica atua como 

agente desbridante enzimático para o tratamento de lesões da pele, auxiliando 

no processo de cicatrização (AVILA-RODRÍGUEZ et al., 2020). 
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As exopeptidases catalisam a hidrólise de ligações peptídicas nas 

extremidades C-terminal ou N-terminal, liberando aminoácidos ou dipeptídeos 

ou tripeptídeos (SHARMA, YASHASWINI; FAGAN; SCHAEFER, 2019). 

Destaca-se entre essas enzimas a xaa-pro aminopeptidase (EC 3.4.11.9) e 

metionil aminopeptidase (EC 3.4.11.18), classificadas conforme o número de 

aminoácidos liberados de um peptídeo ou proteína e se isso ocorre no C-terminal 

ou N-terminal (DONG; YANG; LEE, 2021; RAWLINGS, 2020; SHARMA, 

YASHASWINI; FAGAN; SCHAEFER, 2019). 

A xaa-pro aminopeptidase catalisa a hidrólise de ligações peptídicas N-

terminal, liberando prolina e a metionil aminopeptidase catalisa a hidrólise de 

ligações peptídicas N-terminal, liberando metionina (DONG; YANG; LEE, 2021).  

Entre essas enzimas a metionil aminopeptidase destaca-se pelo seu 

significativo potencial biotecnológico e pela crescente aplicação industrial 

(DONG; YANG; LEE, 2021; RAWLINGS, 2020; SHARMA, YASHASWINI; 

FAGAN; SCHAEFER, 2019). Essa enzima é considerada promissora para a 

indústria farmacêutica, onde é utilizada no desenvolvimento de medicamentos 

antibacterianos e antifúngicos de amplo espectro. A metionil aminopeptidase 

auxilia na modificação pós-tradução, estabilidade e localização das proteínas e 

polipeptídeos recém-sintetizados, desempenhando um papel crucial nesses 

processos. Além de seu uso em tratamentos antibacterianos e antifúngicos, a 

metionil aminopeptidase tem sido amplamente investigada por seu potencial no 

desenvolvimento de medicamentos anticancerígenos e anti-reumatoides  

(EKPENYONG et al., 2020).   
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 OBJETIVO GERAL 

 

Isolar e identificar bactérias hidrolíticas com potencial biotecnológico em 

três modelos diferentes de biorreatores anaeróbios, Batelada, UASB e Lagoa 

Coberta, operados com substratos como dejeto bovino leiteiro e caldo de capim-

elefante, com o intuito de explorar diferentes fontes de isolamento, contribuindo 

para o desenvolvimento de biotecnologias sustentáveis.  

 

3.2  OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

• Coletar amostras de entrada (afluente) e de saída (efluente) dos três 

modelos diferentes de biorreatores anaeróbios (Batelada, UASB e Lagoa 

Coberta) para processamento microbiológico; 

• Isolar e identificar bactérias hidrolíticas com potencial biotecnológico, 

avaliando suas características morfofisiológicas e bioquímicas;  

• Avaliar o potencial qualitativo e quantitativo de produção das enzimas 

amilase, celulase, xilanase, lipase e protease por bactérias hidrolíticas 

isoladas; 

• Identificar, por meio de técnicas moleculares as bactérias hidrolíticas 

produtoras dessas enzimas. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

O presente trabalho foi conduzido seguindo uma sequência estruturada 

de atividades (Fluxograma 1).  

 

Fluxograma 1 - Screening e potencial de produção enzimática de 

bactérias hidrolíticas em biorreatores anaeróbios 

 

Fonte: Elaborada pela autora (2024).   
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4.1 COLETA DE AMOSTRAS E OPERAÇÃO DOS BIORREATORES 

 

As amostras para o isolamento das bactérias produtoras de enzimas 

hidrolíticas foram coletadas nos pontos de entrada (afluente) e saída (efluente) 

de três diferentes modelos de biorreatores anaeróbios: Batelada, UASB, e Lagoa 

Coberta (Tabela 6). No total, foram processadas 34 amostras, sendo 17 do 

afluente e 17 do efluente. O pH das amostras foi determinado utilizando um 

pHmetro Tecnal, modelo Tec-3MP, com três repetições para cada amostra. Os 

substratos utilizados para a operação dos biorreatores foram coletados na 

fazenda experimental da Embrapa Gado de Leite, em Coronel Pacheco, MG, 

Brasil. O manejo alimentar das oitenta vacas seguiu uma dieta balanceada, 

composta por concentrado (mistura de 60% de grãos de milho, 36% de grãos de 

soja, 3% de núcleo mineral e 1% de ureia), além de silagem de milho, pastagem 

e sal mineral. A administração dessa dieta foi feita com dosagens diárias de 3,5 

kg de concentrado, 20 kg de silagem de milho, 40 kg de pastagem e 150 g de 

sal mineral por animal. 

 

Tabela 6 – Operação dos três modelos de biorreatores anaeróbios 

Experimentos Modelo de biorreator Bioprocesso Substratos 

1 Batelada 
 

Co-digestão 
anaeróbia 

 
 

Co-digestão 
anaeróbia 

 
 

Dejeto bovino leiteiro 
+ 

Caldo de capim-elefante 

2 UASB 

Dejeto bovino leiteiro 
+ 

Caldo de capim-elefante 
 

3 Lagoa Coberta Biodigestão 
anaeróbia 

Dejeto bovino leiteiro 

Fonte: Elaborado pela autora (2024).  

Dejeto bovino leiteiro: esterco de vacas Girolando + água de lavagem do piso free-stall do 

sistema de produção de leite; Caldo de capim-elefante: extraído do genótipo BRS Capiaçu. 

 

O Experimento 1 foi conduzido em um biorreator Batelada de 100 mL, com 

um volume ativo de 60 mL, operando em escala laboratorial no Laboratório de 

Microbiologia do Rúmen, na sede da EMBRAPA Gado de Leite, em Juiz de Fora, 

MG, Brasil (Figura 5). O biorreator foi mantido em operação durante 30 dias, 

sendo alimentado em uma única carga, em uma mesa agitadora Tecnal TE-420, 
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a uma velocidade de 100 rpm ao longo de todo o processo de CA. Durante o 

experimento, o biorreator funcionou a duas temperaturas: 25 °C, com uma carga 

orgânica de 36,762 kg m-³ e 39 °C, com uma carga orgânica de 38,902 kg m-³. 

O controle de temperatura foi realizado pela mesa agitadora, que assegurou 

condições adequadas durante todo o experimento. Ao longo do período 

experimental, foram coletadas quatro amostras, duas do afluente e duas do 

efluente, sendo uma amostra de cada coletada no início e outra no final do 

experimento. 

Figura 5 - Biorreator Batelada 

 

                                 Fonte: Elaborado pela autora (2024). 

 

O Experimento 2 foi conduzido em um biorreator UASB de fluxo 

ascendente, com capacidade total de 9800 mL e volume útil de 7800 mL, 

operando em escala laboratorial no Laboratório de Microbiologia do Rúmen da 

EMBRAPA Gado de Leite, em Juiz de Fora, MG, Brasil (Figura 6). O biorreator 

possuía uma camisa de recirculação de água para manter a temperatura de 

operação no cilindro central a 37°C. A alimentação foi realizada de forma semi-

contínua, com fluxo ascendente, duas vezes ao dia (manhã e tarde), utilizando 

uma bomba peristáltica para controlar os diferentes tempos de retenção 

hidráulica (TRHs). Os TRHs testados incluíram: 10 dias com carga orgânica 

volumétrica de 2,55 kg SV m³ dia⁻¹, 6 dias com carga de 3,41 kg SV m³ dia⁻¹, 2 

dias com carga de 10,50 kg SV m³ dia⁻¹, e 24 horas com carga de 22,27 kg SV 

m³ dia⁻¹. A temperatura foi monitorada com um termômetro digital da marca 
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Incoterm. O experimento foi realizado em duplicata, e em cada condição foram 

coletadas duas amostras, totalizando 16 amostras: oito do afluente e oito do 

efluente. 

 

Figura 6 - Biorreator UASB  

 

                                            Fonte: Elaborado pela autora (2024). 

 

O Experimento 3 foi realizado em um biorreator do tipo Lagoa Coberta, 

com capacidade de 250 m³, operando continuamente em temperatura ambiente 

na fazenda experimental da EMBRAPA Gado de Leite, localizada em Coronel 

Pacheco, MG, Brasil (Figura 7). O biorreator funcionou durante o inverno, com 

carga orgânica variando entre 114 e 294 kg de DQO dia⁻¹ (MENDONÇA; 

OMETTO; OTENIO, 2017). A temperatura ambiente foi monitorada na estação 

meteorológica convencional do Instituto Nacional de Meteorologia (INMET), 

situada em Coronel Pacheco, MG, Brasil. Durante o período de estudo, a 

temperatura variou entre 17 e 20°C. As amostras de afluente foram coletadas da 

água de lavagem do piso free-stall, seguindo a rotina de manejo de dejetos, 

antes do separador de sólidos. As amostras de efluente foram coletadas na saída 

do biorreator (CHERNICHARO, 1997). As coletas foram realizadas 

semanalmente, no período de junho a agosto de 2022, totalizando sete coletas, 

com 14 amostras ao todo: sete do afluente e sete do efluente. As amostras foram 

transportadas de forma asséptica em caixas térmicas até o Laboratório de 
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Microbiologia do Rúmen, onde foram isoladas as bactérias produtoras de 

enzimas hidrolíticas. 

 

Figura 7 - Biorreator Lagoa Coberta  

 

Fonte: Elaborado pela autora (2024). 

 

4.2 ISOLAMENTO DE BACTÉRIAS PRODUTORAS DE ENZIMAS 

HIDROLÍTICAS 

 

As bactérias hidrolíticas foram isoladas utilizando métodos de 

microbiologia clássica, no mesmo dia em que as amostras de afluente e efluente 

foram coletadas. O processo de isolamento foi realizado por meio do método de 

diluição seriada em solução salina a 0,90% de cloreto de sódio (NaCl) (Vetec), 

conforme descrito por Manni; Filali-maltouf (2022). As diluições foram 

preparadas nas seguintes concentrações: 10-2 para bactérias anaeróbias e 10-4 

e 10-5 para bactérias aeróbias. 

Para garantir uma distribuição uniforme da amostra, as diluições foram 

homogeneizadas em agitador Vortex VX-35 (Satra). Em seguida, alíquotas de 

0,1 mL de cada diluição foram semeadas com auxílio de alça de Drigalsky, em 

duplicata em placas de Petri contendo meios de cultivo estéreis, com substratos 

específicos para bactérias produtoras de amilase, celulase, xilanase, lipase e 

protease.  As placas foram incubadas em condições de aerobiose e anaerobiose 
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em uma estufa bacteriológica Tecnal TE-392/2 (Tabela 7). Para as bactérias 

anaeróbias, a incubação foi realizada em jarras para anaerobiose Probac 

(D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; MANNI; FILALI-MALTOUF, 2022).  
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Tabela 7 - Meios de cultivo específicos para bactérias hidrolíticas 

Produção de 

enzimas 
Meios de cultivo específicos Substratos específicos 

Condições de 

incubação 
Referências 

Amilase Ágar Amido Amido 5 g L-1 37 °C por 48 horas 

(D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; MOHAN 

et al., 2019; NAVABHARATH et al., 2017) 

 

Celulase Ágar Carboximetilcelulose Carboximetilcelulose 2 g L-1 30 °C por 72 horas 

(AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018; 

NAVABHARATH et al., 2017; SINHA et 

al., 2021) 

 

Xilanase Ágar Xilano Xilano 10 g L-1 30 °C por 72 horas 

(AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018; 

NAVABHARATH et al., 2017; SINHA et 

al., 2021) 

 

Lipase Ágar Tributirina Tributirina 10 mL L-1 37 °C por 24 horas 

(SINGH, M. G.; CHANDRAVEER; 

TRIPATHI, 2017) 

 
Protease Skim Milk Ágar Caseína 5 g L-1 36 °C por 48 horas (ABRAR HAMZA, 2018) 

Fonte: Elaborado pela autora (2024). 
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4.3 SELEÇÃO DAS BACTÉRIAS PRODUTORAS DE ENZIMAS HIDROLÍTICAS 

 

4.3.1. Seleção de bactérias produtoras de amilase 

 

As bactérias produtoras de amilase foram selecionadas com base na sua  

capacidade de hidrolisar amido em meio de cultivo Ágar Amido pH 7,00 (Tabela 

8) (D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; MOHAN et al., 2019; NAVABHARATH et al., 

2017). Após a incubação as placas foram observadas quanto à formação do halo 

de hidrólise ao redor das colônias, o que indicou a produção de amilase 

(ABDENACEUR et al., 2022; D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019). 

 

Tabela 8 – Composição do meio de cultivo Ágar Amido  

Componentes Quantidade (g L-1) Fabricante 

Amido Solúvel, P.A 5,00 Vetec 

Peptona de carne, bacteriológico 5,00 Sigma-Aldrich 

NaCl 5,00 Vetec 

Extrato de levedura 3,00 Biobrás 

Ágar bacteriológico 20,00 ACS  

Fonte: Adaptado de D’ROSE; JOHNY; BHAT (2019); NAVABHARATH et al. (2017).  

  

O halo de hidrólise foi detectado pela adição de uma solução de iodo, que 

serve como indicador da integridade do amido. Essa solução foi preparada com 

1 g de iodeto de potássio (Reagen) e 0,50 g de iodo (Reagen) diluídos em 100 

mL de água destilada (ABDENACEUR et al., 2022). A solução, na quantidade de 

15 mL, foi aplicada sobre as placas e mantida por 15 minutos. Após esse 

período, o excesso da solução foi cuidadosamente removido. Para eliminar 

qualquer resíduo de corante, uma solução salina de NaCl a 1 M, também na 

quantidade de 15 mL, foi aplicada e mantida em contato com as placas por mais 

15 minutos (D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; HERNÁNDEZ-MELCHOR et al., 

2022).  

 

4.3.2 Seleção de bactérias produtoras de celulase 

 

As bactérias produtoras de celulase foram selecionadas com base na sua 

capacidade de hidrolisar celulose e hemicelulose em meio de cultivo Ágar 
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Carboximetilcelulose (CMC) pH 6,50 – 8,00 (Tabela 9) (AHMED; BABALOLA; 

MCKAY, 2018; NAVABHARATH et al., 2017; SINHA et al., 2021). Após a 

incubação as placas foram observadas quanto à formação do halo de hidrólise 

ao redor das colônias, o que indicou a produção de celulase (AHMED; 

BABALOLA; MCKAY, 2018).  

 

Tabela 9 – Composição do meio de cultivo Ágar Carboximetilcelulose 

Componentes Quantidade (g L-1) Fabricante 

CMC 2,00 Synth 

Nitrato de sódio  1,00 Synth 

Fosfato de potássio (K2HPO4) 1,00 Vetec 

Cloreto de potássio  1,00 Vetec 

Sulfato de magnésio (MgSO4) 0,50 Vetec 

Sulfato de ferro (II)  0,01 Vetec 

Extrato de levedura 5,00 Biobrás 

Ágar bacteriológico 20,00 ACS Científica 

Fonte: Adaptado de AHMED; BABALOLA; MCKAY (2018); NAVABHARATH et al. 

(2017); SINHA et al. (2021). 

 

O halo de hidrólise foi detectado pela adição de uma solução de vermelho 

do congo (1 mg mL-1) (HERNÁNDEZ-MELCHOR et al., 2022). A solução de 

vermelho do congo (15 mL) foi aplicada às placas durante 15 minutos. A solução, 

na quantidade de 15 mL, foi aplicada sobre as placas e mantida por 15 minutos. 

Após esse período, o excesso da solução foi cuidadosamente removido. Para 

eliminar qualquer resíduo de corante, uma solução salina de NaCl a 1 M, também 

na quantidade de 15 mL, foi aplicada e mantida em contato com as placas por 

mais 15 minutos (D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; HERNÁNDEZ-MELCHOR et 

al., 2022).   

 

4.3.3 Seleção de bactérias produtoras de xilanase 

 

As bactérias produtoras de xilanase foram selecionadas com base na sua 

capacidade de hidrolisar xilana em meio de cultivo Ágar Xilano pH 6,50 – 8,00 

(Tabela 10) (AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018; NAVABHARATH et al., 2017; 

SINHA et al., 2021). Após a incubação as placas foram observadas quanto à 
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formação do halo de hidrólise ao redor das colônias, o que indicou a produção 

de xilanase (AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018).  

 

Tabela 10 – Composição do meio de cultivo Ágar Xilano 

Componentes Quantidade (g L-1) Fabricante 

Xilano 10,00  Sigma-Aldrich 

Extrato de levedura 0,10 Biobrás 

Peptona de carne, bacteriológico 0,50 Sigma-Aldrich 

K2HPO4 0,10 Vetec 

MgSO4 0,02 Vetec 

Ágar bacteriológico 20,00 ACS  

Fonte: Adaptado de AHMED; BABALOLA; MCKAY (2018); NAVABHARATH et al. 

(2017); SINHA et al. (2021). 

 

O halo de hidrólise foi detectado pela adição de uma solução de vermelho 

do congo (1 mg mL-1) (HERNÁNDEZ-MELCHOR et al., 2022). A solução de 

vermelho do congo (15 mL) foi aplicada às placas durante 15 minutos. A solução, 

na quantidade de 15 mL, foi aplicada sobre as placas e mantida por 15 minutos. 

Após esse período, o excesso da solução foi cuidadosamente removido. Para 

eliminar qualquer resíduo de corante, uma solução salina de NaCl a 1 M, também 

na quantidade de 15 mL, foi aplicada e mantida em contato com as placas por 

mais 15 minutos (D’ROSE; JOHNY; BHAT, 2019; HERNÁNDEZ-MELCHOR et 

al., 2022).  

 

4.3.4 Seleção de bactérias hidrolíticas produtoras de lipase 

  

As bactérias produtoras de lipase foram selecionadas com base na sua 

capacidade de hidrolisar triacilgliceróis em meio de cultivo Ágar Base Tributirina 

(Himedia) pH 7,00, suplementado com Tributirina (10 mL L-1). Após a incubação 

as placas foram observadas quanto à formação do halo de hidrólise ao redor das 

colônias, o que indicou a produção de lipase (SINGH, M. G.; CHANDRAVEER; 

TRIPATHI, 2017). 
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4.3.5 Seleção de bactérias hidrolíticas produtoras de protease  

 

As bactérias produtoras de protease foram identificadas selecionadas 

com base na sua capacidade de hidrolisar caseína em meio de cultivo Skim Milk 

Ágar (Neogen) pH 7,00 (± 0,20). Após a incubação as placas foram observadas 

quanto à formação do halo de hidrólise ao redor das colônias, o que indicou a 

produção de protease (ABRAR HAMZA, 2018). 

 

4.4 CONSERVAÇÃO E MANUTENÇÃO DE BACTÉRIAS HIDROLÍTICAS 

 

A conservação e manutenção de bactérias produtoras de amilase, 

celulase, xilanase, lipase e protease foi realizada em Brain Heart Infusion Broth 

(BHI) contendo glicerol 40% (ANDREE et al., 2021). As amostras foram 

armazenadas em duplicata a -20 °C.  

 

4.5 CARACTERIZAÇÃO MORFOFISIOLÓGICA  

 

As bactérias produtoras de amilase, celulase, xilanase, lipase e protease 

foram identificadas com base em suas características morfofisiológicas 

(AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018). Esses isolados foram subcultivados em 

placas de Petri contendo meio de cultivo estéril BHI Ágar e incubados a 36 ºC 

por 48 horas, sob condições de aerobiose ou anaerobiose, conforme as 

características do isolamento original. Após o período de incubação e 

crescimento, as culturas microbianas foram submetidas ao processamento 

necessário para a caracterização morfofisiológica. 

A cor e o formato das colônias foram analisados em meios de cultivo 

específicos para bactérias hidrolíticas (Tabela 7). A caracterização das colônias 

bacterianas, baseada na composição química da parede celular, foi realizada 

utilizando o método de coloração de Gram (RATHAKRISHNAN; GOPALAN, 

2022). Após essa caracterização inicial, as colônias foram submetidas à 

avaliação de seu perfil metabólico (YOUNAS et al., 2023). Testes bioquímicos 

específicos foram aplicados tanto para bactérias Gram-negativas quanto para 

Gram-positivas (Tabela 11) (ADEYEMI et al., 2023).  
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Tabela 11 – Testes bioquímicos com base na diferença da composição 

química da parede celular das bactérias isoladas 

Bactérias Gram-negativas Bactérias Gram-positivas 

Catalase Bile Esculina 

Citrato Catalase 

Fermentação de glicose Crescimento em NaCl 5% 

Fermentação de lactose Crescimento em NaCl 6,50% 

Indol 
Fermentação de glicose 

Manitol 

Oxidase 
Motilidade 

Oxidase  

Produção de sulfeto de hidrogênio 
Redução do nitrato 

Urease 

Fonte: Adaptado de ADEYEMI et al. (2023); BERGEY; HOLT (2000); BRASIL (2013).  

 

4.5.1 Coloração de Gram 

 

A coloração de Gram foi realizada para diferenciar as bactérias em Gram-

positivas e Gram-negativas. Após a fixação das amostras em lâminas, essas 

foram submetidas ao processo de coloração, que incluiu a aplicação de cristal 

violeta, lugol, álcool-acetona para descoloração e, finalmente, a aplicação de 

safranina como contracorante (BEVERIDGE, 2001; DA SILVA et al., 2018). As 

lâminas foram então observadas ao microscópio óptico utilizando objetiva de 

imersão de 100x para a visualização das bactérias. As bactérias Gram-negativas 

apresentaram coloração rosa devido à retenção da safranina após a 

descoloração, enquanto as células Gram-positivas mantiveram a coloração roxa 

do cristal violeta, indicando a integridade de sua parede celular espessa 

(RATHAKRISHNAN; GOPALAN, 2022).  

 

4.5.2 Teste da bile esculina 

 

A capacidade das bactérias de hidrolisar esculina, formando glicose e 

esculetina, foi avaliada utilizando o meio Ágar Bile Esculina (Oxoid). Para isso, 

colônias bacterianas foram inoculadas em placas de Petri contendo o meio 

estéril, seguido de incubação a 37 °C por 24 horas. O crescimento bacteriano na 
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presença de sais biliares indica que as bactérias são capazes de tolerar essas 

condições, sugerindo um resultado positivo para o teste. A hidrólise da esculina 

libera esculetina, que reage com os íons férricos presentes no meio, resultando 

na formação de um complexo de coloração preta, caracterizando a positividade 

para bile esculina. As bactérias com essa característica foram classificadas como 

bile esculina positivas (ABDULRAZZAQ; FAISAL, 2022).  

 

4.5.3 Teste da catalase 

 

A atividade da enzima catalase foi avaliada pela degradação do peróxido 

de hidrogênio. Para isso, colônias bacterianas foram transferidas para lâminas 

estéreis, seguidas da adição de uma gota de peróxido de hidrogênio a 3% (p/v) 

(Ever). A reação foi observada dentro de 60 segundos. A catalase converte o 

peróxido de hidrogênio em água e oxigênio, resultando na liberação de bolhas, 

o que indica um resultado positivo para a presença da enzima. A interpretação 

dos resultados foi baseada na formação de bolhas, que evidenciaram a liberação 

de oxigênio durante a reação (SINGH, BALWINDER et al., 2016).  

  

4.5.4 Teste do citrato 

 

A capacidade das bactérias de utilizar o citrato como única fonte de 

carbono foi avaliada utilizando o meio de cultivo Ágar Citrato de Simmons 

(Kasvi). Colônias bacterianas foram inoculadas em tubos estéreis contendo o 

meio de cultivo e incubadas a 36 °C por um período de 24 a 48 horas. Bactérias 

capazes de metabolizar o citrato apresentam crescimento no meio de cultivo, 

acompanhado pela alcalinização do mesmo, evidenciada pela mudança de cor 

do indicador de pH presente no ágar. O meio de cultivo, que inicialmente 

apresentava coloração verde, mudou para azul intenso, confirmando a utilização 

do citrato como única fonte de carbono (HADI et al., 2019). 

 

4.5.5 Teste de crescimento em cloreto de sódio 5% 

 

O teste de crescimento em NaCl 5% tem como objetivo avaliar a 

capacidade das bactérias de se desenvolverem em um meio com essa 
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concentração de sal. Para isso, a capacidade de crescimento bacteriano foi 

avaliada utilizando uma solução salina de NaCl 5%, adaptada do protocolo 

descrito por Omotoyinbo; Omotoyinbo (2016). Colônias bacterianas foram 

inoculadas em tubos estéreis contendo a solução e incubadas a 37 °C por um 

período de 24 a 48 horas. O crescimento bacteriano foi avaliado pela turvação 

da solução salina. A presença de turvação indica que a bactéria consegue se 

desenvolver em um meio com essa concentração de sal. A ausência de turvação, 

por outro lado, sugere que a bactéria não consegue se desenvolver nessa 

condição.  

 

4.5.6 Teste de crescimento em cloreto de sódio 6,5% 

 

O teste de crescimento em NaCl 6,50% tem como objetivo avaliar a 

capacidade das bactérias de se desenvolverem em um meio com essa 

concentração de sal. Para isso, a capacidade de crescimento bacteriano foi 

avaliada utilizando uma solução salina de NaCl 6,50%, adaptada do protocolo 

descrito por OMOTOYINBO; OMOTOYINBO (2016). Colônias bacterianas foram 

inoculadas em tubos estéreis contendo a solução e incubadas a 37 °C por um 

período de 24 a 48 horas. O crescimento bacteriano foi avaliado pela turvação 

da solução salina. A presença de turvação indica que a bactéria consegue se 

desenvolver em um meio com essa concentração de sal. A ausência de turvação, 

por outro lado, sugere que a bactéria não consegue se desenvolver nessa 

condição.  

 

4.5.7 Teste de fermentação de glicose 

 

A capacidade das bactérias de fermentar glicose foi avaliada pela 

inoculação das colônias em placas de Petri contendo meio de cultivo Triple Sugar 

Iron Ágar (TSI) estéril (Tabela 12). As placas foram incubadas a 37 °C por um 

período de 18 a 24 horas. Quando as bactérias fermentam glicose, ocorre 

acidificação do meio, resultando na mudança de cor do vermelho-alaranjado 

para amarelo, indicando a produção de ácidos (AKTER et al., 2023; KIKUCHI et 

al., 2022).  
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Tabela 12 – Composição do meio de cultivo Triple Sugar Iron Ágar 

Componentes Quantidade (g L-1) Fabricante 

Extrato de carne 3 Sigma 

Extrato de levedura 3 Biobrás 

Digestato pancreático de caseína 15 Himedia 

Peptona de carne, bacteriológico 5 Sigma-Aldrich 

Dextrose 1 Vetec 

Lactose 10 CRQ 

Sacarose 10 Proquímios 

Sulfato ferroso 0,20 Vetec 

NaCl 5 Vetec 

Tiossulfato de sódio 0,30 Dinâmica 

Agar bacteriológico 20 ACS 

Vermelho Fenol 0,006 Synth 

Fonte: Adaptado de AKTER et al. (2023); KIKUCHI et al. (2022).  

 

4.5.8 Teste de fermentação de lactose 

 

A capacidade das bactérias de fermentar lactose foi avaliada pela 

inoculação das colônias em placas de Petri contendo meio de cultivo MacConkey 

Ágar (Himedia) estéril. As placas foram incubadas a 37 °C por 24 horas. Colônias 

de cor rósea indicam a fermentação da lactose, enquanto colônias incolores 

indicam a ausência de fermentação (DIMRI et al., 2019).  

 

4.5.9 Teste de produção de indol 

 

A capacidade de produção de indol foi avaliada pela inoculação das 

colônias com uma agulha de platina em tubos estéreis contendo meio de cultivo 

Ágar Indol Sulfeto Motilidade (SIM) (Himedia). Os tubos foram incubados a 30 

°C por 24 a 48 horas. Após a incubação, foram adicionadas cinco gotas de 

dicloridrato de N,N,N',N'-tetrametil-p-fenilenodiamina (TMPD), conhecido como 

Reagente de Kovacs (ACS), para detectar a produção de indol 

(SULISTIJOWATI; SUDIN; HARMAIN, 2021). A formação de um anel vermelho 

na superfície do meio confirmou a produção de indol (PIETRANGELO et al., 

2021).  
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4.5.10 Teste de fermentação de manitol 

 

A capacidade das bactérias de fermentar manitol foi avaliada pela 

inoculação das colônias em placas de Petri contendo meio de cultivo Ágar Sal 

Manitol (Himedia). As placas foram incubadas a 37 °C por 24 a 48 horas. a 

produção de ácidos orgânicos por bactérias que fermentam manitol resulta na 

acidificação do meio. Essa acidificação provoca uma alteração na cor do 

indicador de pH, o vermelho de fenol, que muda de vermelho para amarelo. A 

presença de colônias com coloração amarela indica um resultado positivo para 

a fermentação de manitol (ALMWAFY et al., 2020).  

 

4.5.11 Teste da motilidade 

 

A capacidade de motilidade das bactérias foi avaliada pela inoculação das 

colônias com uma agulha de platina em tubos estéreis contendo meio de cultivo 

Ágar SIM (Himedia). Os tubos foram incubados a 30 °C por 24 a 48 horas. 

(SULISTIJOWATI; SUDIN; HARMAIN, 2021). A difusão do crescimento 

bacteriano além da linha de inoculação indica que as bactérias se moveram a 

partir do ponto de inoculação, resultando em um meio turvo ao redor dessa linha. 

Essa turvação sugere a presença de bactérias móveis, capazes de se deslocar 

pelo meio semi-sólido. Por outro lado, a ausência de difusão do crescimento 

além da linha de inoculação resulta em um meio que permanece claro ou apenas 

levemente turvo na área da inoculação. Essa falta de motilidade indica que as 

bactérias não possuem a capacidade de se mover (PIETRANGELO et al., 2021). 

 

4.5.12 Teste da oxidase 

 

A capacidade de produção intracelular da enzima oxidase, no citocromo 

C pelas bactérias foi avaliada por método colorimétrico a partir da mistura de 5 

gotas do Reagente de Kovacs com as colônias em lâminas estéreis (CHATEAU 

et al., 2022; FALKE et al., 2019; SHRIVASTAVA; SHARMA; SINGH, 2021). Na 

presença da oxidase esse reagente é oxidado produzindo coloração roxa 

indicando a positividade do teste (SHRIVASTAVA; SHARMA; SINGH, 2021).  
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4.5.13 Teste da Produção de sulfeto de hidrogênio 

 

A capacidade de produção de sulfeto de hidrogênio (H₂S) pelas bactérias 

foi avaliada pela inoculação das colônias com uma agulha de platina em tubos 

estéreis contendo meio de cultivo Ágar SIM (Himedia). Os tubos foram incubados 

a 30 °C por 24 a 48 horas. (SULISTIJOWATI; SUDIN; HARMAIN, 2021). A 

formação de um precipitado preto indica a produção de H₂S, resultado da reação 

do H₂S com íons metálicos presentes no meio de cultivo (PIETRANGELO et al., 

2021).  

 

4.5.14 Teste de redução do nitrato 

 

A capacidade das bactérias de reduzirem nitrato a nitrito foi avaliada pela 

inoculação das colônias com uma alça de platina em tubos estéreis contendo 

meio de cultivo Caldo Nitrato (Himedia). Os tubos foram incubados a 36 °C por 

48 horas. Após a incubação foram adicionados em cada tubo, duas gotas de 

Reativo de Griess-Ilosvay (Solução A) e duas gotas de Reativo de Griess 

(Solução B). O desenvolvimento da cor marrom-avermelhada indica uma reação 

positiva (LIU, BO et al., 2020).  

O Reativo de Griess-Ilosvay foi composto por 0,50 g de ácido sulfanílico 

adicionado a 150 mL de CH3COOH a 25%, enquanto o Reativo de Griess foi 

composto por 0,40 g de cloridrato de α-naftilamina adicionado a 150 mL de 

CH3COOH a 25% (LIU, BO et al., 2020).   

 

4.5.15 Teste da urease  

 

A capacidade das bactérias de hidrolisar ureia, resultando na formação de 

carbonato de amônia, foi avaliada por meio da inoculação das colônias em tubos 

estéreis contendo meio de cultivo de Ágar Ureia (Tabela 13). As colônias foram 

incubadas a 36 °C por um período de 18 a 24 horas em tubos estéreis. A hidrólise 

da ureia leva à alcalinização do meio de cultivo, o que é evidenciado pela 

mudança na coloração, que varia de amarelo claro para rosa avermelhada. Essa 

alteração de coloração indica que as bactérias testadas produziram amônia, 
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resultado da atividade da enzima urease que hidrolisa a ureia (BAGRIACIK et 

al., 2021).  

 

Tabela 13 – Composição do meio de cultivo Ágar Ureia 

Componentes Quantidade (g 100 mL-1) Fabricante 

Peptona de carne, bacteriológico 0,10 Sigma-Aldrich 

NaCl 0,50 Vetec 

K2HPO4 0,20  Vetec 

Sacarose 0,50 Proquímios 

Ágar bacteriológico 1,80 ACS 

Ureia 2,00 Química Moderna 

Vermelho Fenol 0,1% 0,50 Synth 

Fonte: Adaptado de BAGRIACIK et al. (2021).  

 

4.6 IDENTIFICAÇÃO PRESUNTIVA DAS BACTÉRIAS HIDROLÍTICAS  

 

As bactérias hidrolíticas isoladas foram identificadas com base em suas 

características morfofisiológicas de acordo com Bergey’s Manual of 

Determinative Bacteriology e Módulo V, Detecção e Identificação de Bactérias 

de Importância Médica (LE, 2023). 

 

4.7 ATIVIDADE ENZIMÁTICA QUALITATIVA  

 

A avaliação da atividade enzimática qualitativa foi realizada dos isolados 

bacterianos que apresentaram halos de hidrólise durante a etapa de seleção das 

bactérias produtoras de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico.   

Esses isolados foram subcultivados em placas de Petri contendo meio de 

cultivo estéril BHI Ágar e incubados a 36 ºC por 48 horas, sob condições de 

aerobiose ou anaerobiose, conforme as características do isolamento original. 

Após o período de incubação e crescimento, as culturas microbianas foram 

processadas para a obtenção do extrato bruto enzimático (sobrenadante livre de 

células). Esse extrato foi utilizado na análise da atividade enzimática qualitativa. 

(ATOLE et al., 2020; HEYDARI et al., 2020; SCARANO et al., 2018).  
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4.7.1 Extrato bruto enzimático  

 

O extrato bruto enzimático foi melhor obtido a partir das bactérias isoladas 

padronizadas em solução salina solução salina a 0,9% de NaCl (Vetec), 

utilizando o padrão de McFarland 0,5 (ATOLE et al., 2020; BALLA et al., 2022).  

Em seguida, as células (1%) foram inoculadas em frascos Erlenmeyer 

contendo 50 mL de Yeast Malt Broth (YMB) suplementado com 10% de extrato 

de carne como fonte de nitrogênio e uma fonte de carbono específica para a 

produção da enzima de interesse (Tabela 14; Figura 8). Como branco, foi 

preparado um frasco contendo apenas 50 mL de YMB suplementado com as 

mesmas fontes de nitrogênio e carbono, sem a adição das células (DAS; ALI; 

RAHMAN, 2022). 

 

Tabela 14 – Meios de Cultivo para as bactérias produtoras de enzimas 

hidrolíticas de interesse biotecnológico para obtenção do extrato bruto 

enzimático 

Enzimas 
Volume de Yeast 

Malt Broth (mL) 
Fonte de carbono Fonte de nitrogênio 

Amilase 49 0,50 mL de amido (10%) 

0,5 mL Extrato de 

carne (10%) 

Celulase 44,5 5 mL de CMC (1%) 

Xilanase 47 2,50 mL de xilano (2%) 

Lipase 49 0,50 mL de óleo de soja 

Protease 49 0,50 mL de caseína (10%) 

Fonte: Adapto de DAS; ALI; RAHMAN (2022); HE et al. (2023); SHARMA; MALLICK; 

SHARMA (2018); SUN et al. (2020); ZHAO, JUNXIN et al. (2021). 
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Figura 8 – Procedimento para a obtenção do extrato bruto enzimático 

 

Fonte: Adaptado de ATOLE et al. (2020); BALLA et al. (2022); LIU, YU YING et al. (2022).
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Os frascos contendo os cultivos bacterianos foram incubados sob 

agitação contínua a 150 rpm, utilizando uma mesa agitadora Tecnal TE-420 a 37 

°C por um período de 72 horas (BALLA et al., 2022; DAS; ALI; RAHMAN, 2022; 

DELI et al., 2022).      

Após o período de incubação, 30 mL do caldo de cultivo foi transferido 

para tubos de centrífuga estéreis e centrifugado a 11.951 RCF por 10 minutos, 

utilizando uma centrífuga Sorvall RC-5B Plus. O extrato enzimático bruto foi 

coletado para a realização das análises (Figura 9). A atividade enzimática 

qualitativa foi determinada utilizando o extrato fresco, sem refrigeração (BALLA 

et al., 2022; DAS; ALI; RAHMAN, 2022; DELI et al., 2022).      
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Figura 9 – Procedimento de análise para determinação da atividade enzimática qualitativa 

 

 Fonte: Adaptado de SINHA et al. (2021). 
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4.7.2 Determinação da atividade enzimática qualitativa 

 

A atividade enzimática qualitativa foi determinada com base no cálculo do 

índice enzimático (Equação 1; Tabela 15) (DEWIYANTI et al., 2022; USMAN; 

MOHAMMED; MAMO, 2021). O diâmetro dos halos de hidrólise e das colônias 

foram medidos em milímetros com o auxílio de paquímetro (COTTA et al., 2021). 

Para enzimas cuja atividade não foi visualmente evidente, foram empregadas 

colorações específicas, para garantir a identificação precisa da atividade 

enzimática, conforme descrito no protocolo de seleção de bactérias produtoras 

de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico.  

 

Índice enzimático =
𝑑𝑖â𝑚𝑒𝑡𝑟𝑜 𝑑𝑜 ℎ𝑎𝑙𝑜 𝑑𝑒 ℎ𝑖𝑑𝑟ó𝑙𝑖𝑠𝑒

𝑑𝑖â𝑚𝑒𝑡𝑟𝑜 𝑑𝑎 𝑐𝑜𝑙ô𝑛𝑖𝑎
                            (1) 

 

Tabela 15 – Atividade enzimática qualitativa com base no cálculo do 

índice enzimático 

Índice enzimático Atividade enzimática 

≤ 1 Baixa 

1 a 2 Média 

≥ 2 Alta 

                          Fonte: Adaptado de DEWIYANTI et al., (2022). 

 

4.8 ATIVIDADE ENZIMÁTICA QUANTITATIVA  

 

A avaliação da atividade enzimática quantitativa foi realizada em bactérias 

produtoras de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico, selecionadas 

com base em um índice enzimático iguais ou superiores 1, o que indica uma 

atividade enzimática de média a alta (ABRAR HAMZA, 2018). 

Esses isolados foram subcultivados em placas de Petri contendo meio de 

cultivo estéril BHI Ágar e incubados a 36 ºC por 48 horas, sob condições de 

aerobiose ou anaerobiose, conforme as características do isolamento original. 

Após o período de incubação e crescimento, as culturas microbianas foram 

processadas para a obtenção do extrato bruto enzimático, conforme descrito no 
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protocolo de extrato bruto enzimático (4.7.1) (ATOLE et al., 2020; HEYDARI et 

al., 2020; SCARANO et al., 2018). A atividade enzimática quantitativa foi 

determinada a partir do extrato bruto enzimático fresco e não refrigerado.  Para 

determinação dessa atividade o extrato bruto enzimático foi coletado e as 

impurezas filtradas por filtro seringa 0,45 μm (ATOLE et al., 2020; ZANGO; 

IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

 

4.8.1 Determinação da atividade enzimática quantitativa da amilase 

 

A atividade enzimática da amilase foi quantificada com base na liberação 

de açúcares redutores, utilizando o método colorimétrico do ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DNS) (ATOLE et al., 2020; NISA et al., 2021). Esse método se 

baseia na capacidade do DNS de ser reduzido por açúcares redutores, como a 

maltose, resultando na formação do composto nitroamino análogo, ácido 3-

amino-5-nitrosalicílico, decorrente da oxidação dos monossacarídeos redutores. 

O produto dessa reação apresenta uma coloração avermelhada cuja intensidade 

é diretamente proporcional à concentração de maltose liberada durante a reação 

de hidrólise do amido, o que permite uma quantificação precisa da atividade 

enzimática da amilase (ATOLE et al., 2020; NISA et al., 2021).  

Para a realização da reação, foi preparada uma mistura contendo 500 μL 

de extrato enzimático bruto filtrado e 500 μL de amido solúvel (substrato):tampão 

fosfato 0,20 M (pH 7,00), na proporção 1:100 (p/v) incubada a 37 °C por 30 

minutos (NISA et al., 2021). O controle negativo consistiu em uma mistura de 

500 μL de extrato enzimático filtrado e 500 μL de tampão fosfato 0,20 M (pH 

7,00), incubada sob as mesmas condições. O branco da reação foi composto por 

500 μL de amido solúvel 1% (substrato):tampão fosfato 0,20 M (pH 7,00), na 

proporção 1:100 (p/v) e 500 μL de tampão fosfato 0,20 M (pH 7,00), incubado a 

37 °C por 30 minutos ((DELI et al., 2022; ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

Após a incubação, a reação foi interrompida pela adição de 2000 μL de 

DNS e aquecida em banho-maria a 100 °C por 5 minutos para promover a 

coloração. Em seguida, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos 

para estabilizar a reação (NISA et al., 2021). O volume final das amostras foi 

ajustado para 5000 μL com água destilada e homogeneizado em agitador Vortex 

VX-35 (Satra) (ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  
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A quantificação dos açúcares redutores foi realizada utilizando um 

espectrofotômetro Cecil CE1010, ajustado para uma leitura em comprimento de 

onda a 540 nm. A atividade enzimática foi calculada com base na curva padrão 

da maltose, por meio da obtenção da equação da reta e do coeficiente de 

determinação (R2). Os valores de absorbância das amostras foram convertidos 

em concentrações de maltose utilizando as equações derivadas da curva padrão 

(ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

A maltose liberada durante o ensaio foi convertida em atividade de 

amilase adaptada do protocolo descrito por USMAN; Mohammed; Mamo (2021) 

(Equação 2).  

 

Atividade da amilase ( 𝑈 𝑚𝐿−1)  =  
[𝑚𝑎𝑙𝑡𝑜𝑠𝑒] ∗ Vt

Va ∗ Treação ∗ Ve
                            (2) 

 

Onde: 

[maltose] = concentração de açúcar produzido (µmol mL-1) 

Vt = volume total da reação (mistura reacional) (mL) 

Va = volume da amostra (extrato bruto enzimático filtrado) (mL) 

Treação = tempo de reação enzimática (minutos) 

Ve: volume do ensaio usado para medição de absorbância. 

 

4.8.1.1 Curva padrão da maltose 

 

A curva padrão da maltose foi elaborada a partir de uma solução padrão 

de maltose com concentração de 1,00 mg mL-1, utilizando cinco concentrações 

diferentes variando de 0,07 a 0,33 mg mL-1, adaptado do protocolo descrito por 

ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN (2021).  

A mistura de reação foi homogeneizada utilizando um agitador Vortex VX-

35 e, em seguida, aquecida em banho-maria a 100 °C por 5 minutos. Após esse 

período, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos. Em seguida, 

foram adicionados 5000 μL de água destilada, e a solução foi homogeneizada 

novamente (ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

A absorbância da amostra foi medida em um espectrofotômetro a um 

comprimento de onda de 540 nm (Anexo A - Tabela 20). A curva padrão foi 
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elaborada com base nos valores de absorbância de diferentes concentrações de 

maltose (Anexo A - Figura 8) (ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

 

4.8.2 Determinação da atividade enzimática quantitativa da celulase 

 

A atividade enzimática da celulase foi quantificada com base na liberação 

de açúcares redutores, utilizando o método colorimétrico do DNS (ATOLE et al., 

2020; NISA et al., 2021). Esse método se baseia na capacidade do DNS de ser 

reduzido açúcares redutores, como a glicose, resultando na formação do 

composto nitroamino análogo, ácido 3-amino-5-nitrosalicílico, decorrente da 

oxidação dos monossacarídeos redutores. O produto dessa reação apresenta 

uma coloração avermelhada cuja intensidade é diretamente proporcional à 

concentração de glicose liberada durante a reação de hidrólise da celulose, o 

que permite uma quantificação precisa da atividade enzimática da celulase 

(ATOLE et al., 2020; NISA et al., 2021). 

Para a realização da reação, foi preparada uma mistura contendo 500 μL 

de extrato enzimático bruto filtrado, 500 μL de CMC (substrato):tampão citrato 

50 mM (pH 4,80), na proporção de 1:100 (p/v), incubada a 50 °C por 30 minutos 

adaptada do protocolo descrito por Atole et al. (2020); Deli et al. (2022); Nisa et 

al. (2021). O controle negativo consistiu em uma mistura de 500 μL de extrato 

enzimático filtrado e 500 μL de tampão citrato 50 mM (pH 4,80), incubada sob as 

mesmas condições. O branco da reação foi composto por 500 μL de CMC 

(substrato):tampão citrato 50 mM (pH 4,80), na proporção de 1:100 (p/v) e 500 

μL de tampão citrato 50 mM (pH 4,80), incubado a 50 °C por 30 minutos. Tanto 

o controle negativo quanto o branco foram adaptados dos protocolos descritos 

por Deli et al. (2022) e Zango; Ibrahim; Suleiman (2021). 

Após a incubação, a reação foi interrompida pela adição de 2000 μL de 

DNS e aquecida em banho-maria a 100 °C por 5 minutos para promover a 

coloração. Em seguida, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos 

para estabilizar a reação (NISA et al., 2021). O volume final das amostras foi 

ajustado para 5000 μL com água destilada e homogeneizado em agitador Vortex 

VX-35 (Satra) (ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

A quantificação dos açúcares redutores foi realizada utilizando um 

espectrofotômetro Cecil CE1010, ajustado para uma leitura em comprimento de 
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onda a 540 nm (DELI et al., 2022). A atividade enzimática foi calculada com base 

na curva padrão da glicose, por meio da obtenção da equação da reta e do R2 

(ATOLE et al., 2020; DELI et al., 2022). Os valores de absorbância das amostras 

foram convertidos em concentrações de glicose utilizando as equações 

derivadas da curva padrão (AHMED; BABALOLA; MCKAY, 2018; ATOLE et al., 

2020; CAMARGO et al., 2020).   

A glicose liberada durante o ensaio foi convertida em atividade de amilase 

adaptada do protocolo descrito por Usman; Mohammed; Mamo (2021) (Equação 

3).  

 

Atividade da celulase ( 𝑈 𝑚𝐿−1)  =  
[𝑔𝑙𝑖𝑐𝑜𝑠𝑒] ∗ Vt

Va ∗ Treação ∗ Ve
                            (3) 

 

Onde: 

[glicose] = concentração de açúcar produzido (µmol mL-1) 

Vt = volume total da reação (mistura reacional) (mL) 

Va = volume da amostra (extrato bruto enzimático filtrado) (mL) 

Treação = tempo de reação enzimática (minutos) 

Ve: volume do ensaio usado para medição de absorbância. 

 

4.8.2.1 Curva padrão da glicose  

 

A curva padrão da glicose foi elaborada a partir de uma solução padrão 

de glicose com concentração de 5,00 mg mL-1, utilizando cinco concentrações 

diferentes variando 0,33 a 1,67 mg mL-1, adaptado do protocolo descrito por Deli 

et al. (2022).  

A mistura de reação foi homogeneizada utilizando um agitador Vortex VX-

35 e, em seguida, aquecida em banho-maria a 100 °C por 5 minutos. Após esse 

período, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos. Em seguida, 

foram adicionados 5000 μL de água destilada, e a solução foi homogeneizada 

novamente no agitador Vortex VX-35 (Satra) (DELI et al., 2022).  

A absorbância da amostra foi medida em um espectrofotômetro a um 

comprimento de onda de 540 nm (Anexo A - Tabela 21). A curva padrão foi 
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elaborada com base nos valores de absorbância de diferentes concentrações de 

glicose (Anexo A - Figura 09) (DELI et al., 2022).  

 

4.8.3 Determinação da atividade da xilanase 

 

A atividade enzimática da xilanase foi quantificada com base na liberação 

de açúcares redutores, utilizando o método colorimétrico do DNS (ATOLE et al., 

2020; NISA et al., 2021). Esse método se baseia na capacidade do DNS de ser 

reduzido por açúcares redutores, como a xilose, resultando na formação do 

composto nitroamino análogo, ácido 3-amino-5-nitrosalicílico, decorrente da 

oxidação dos monossacarídeos redutores. O produto dessa reação apresenta 

uma coloração avermelhada cuja intensidade é diretamente proporcional à 

concentração de xilano liberada durante a reação de hidrólise da celulose, o que 

permite uma quantificação precisa da atividade enzimática da xilanase 

(ARIAEENEJAD et al., 2019; ATOLE et al., 2020). 

Para a realização da reação, foi preparada uma mistura contendo 100 μL 

de extrato bruto enzimático filtrado e 900 μL de xilano (substrato):tampão citrato 

50 mM (pH 4,80), na proporção de 1:100 (p/v), incubada a 50 °C por 30 minutos, 

adaptado do protocolo descrito por Ariaeenejad et al. (2019). O controle negativo 

consistiu em uma mistura de 100 μL de extrato enzimático filtrado e 900 μL de 

tampão citrato 50 mM (pH 4,80), incubada sob as mesmas condições. O branco 

da reação foi composto por 900 μL de xilano (substrato):tampão citrato 50 mM 

(pH 4,80), na proporção de 1:100 (p/v) e 900 μL de tampão citrato 50 mM (pH 

4,80), incubado a 50 °C por 30 minutos. Tanto o controle negativo quanto o 

branco foram adaptados do protocolo descrito por Ariaeenejad et al. (2019).  

Após a incubação, a reação foi interrompida pela adição de 2000 μL de 

DNS e aquecida em banho-maria a 80 °C por 5 minutos para promover a 

coloração, adaptado do protocolo descrito por Ariaeenejad et al. (2019). Em 

seguida, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos para estabilizar 

a reação (NISA et al., 2021). O volume final das amostras foi ajustado para 5000 

μL com água destilada e homogeneizado em agitador Vortex VX-35 (ZANGO; 

IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

A quantificação dos açúcares redutores foi realizada utilizando um 

espectrofotômetro Cecil CE1010, ajustado para uma leitura em comprimento de 
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onda a 540 nm (ARIAEENEJAD et al., 2019). A atividade enzimática foi calculada 

com base na curva padrão da xilose, por meio da obtenção da equação da reta 

e do R2 (ARIAEENEJAD et al., 2019; ATOLE et al., 2020). Os valores de 

absorbância das amostras foram convertidos em concentrações de xilose 

utilizando as equações derivadas da curva padrão (ARIAEENEJAD et al., 2019; 

ATOLE et al., 2020).   

A xilose liberada durante o ensaio foi convertida em atividade de xilanase 

adaptado do protocolo descrito por USMAN; MOHAMMED; MAMO (2021) 

(Equação 4).  

 

Atividade da celulase ( 𝑈 𝑚𝐿−1)  =  
[𝑥𝑖𝑙𝑜𝑠𝑒] ∗ Vt

Va ∗ Treação ∗ Ve
                            (4) 

 

Onde: 

[xilose] = concentração de açúcar produzido (µmol mL-1) 

Vt = volume total da reação (mistura reacional) (mL) 

Va = volume da amostra (extrato bruto enzimático filtrado) (mL) 

Treação = tempo de reação enzimática (minutos) 

Ve: volume do ensaio usado para medição de absorbância. 

 

4.8.3.1 Curva padrão da xilose 

 

A curva padrão da xilose foi elaborada a partir de uma solução padrão de 

xilose com concentração de 1,00 mg mL-1, utilizando cinco concentrações 

diferentes variando 0,03 a 0,20 mg mL-1, adaptado do protocolo descrito por 

Ariaeenejad et al. (2019).  

A mistura de reação foi homogeneizada utilizando um agitador Vortex VX-

35 (Satra) e, em seguida, aquecida em banho-maria a 80 °C por 5 minutos. Após 

esse período, a mistura foi resfriada em banho de gelo por 5 minutos. Em 

seguida, foram adicionados 5000 μL de água destilada, e a solução foi 

homogeneizada novamente. O procedimento adaptado de DELI et al. (2022).  

A absorbância da amostra foi medida em um espectrofotômetro a um 

comprimento de onda de 540 nm (Anexo A - Tabela 22). A curva padrão foi 
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elaborada com base nos valores de absorbância de diferentes concentrações de 

xilose (Anexo A - Figura 10) (ARIAEENEJAD et al., 2019).  

 

4.8.4 Determinação da atividade de lipase 

 

A atividade enzimática da lipase foi quantificada utilizando o método 

colorimétrico. Esse método se baseia na capacidade da lipase de catalisar a 

hidrólise do p-nitrofenil butirato (pNPB), resultando na liberação do p-nitrofenol. 

O produto dessa reação apresenta uma coloração amarela cuja intensidade é 

diretamente proporcional à concentração de p-nitrofenol liberada durante a  

reação da hidrólise, o que permite uma quantificação precisa da atividade 

enzimática da lipase (RIOS et al., 2019).  

Para a realização da reação, foi preparada uma mistura contendo de 50 

μL de extrato bruto enzimático filtrado, 50 μL de uma solução de pNPB 50 mM 

(substrato) e 2,50 mL de tampão fosfato de sódio 25 mM (pH 7,00) (RIOS et al., 

2019). A solução de pNPB 50 mM foi preparada a partir da dissolução de 10,46 

mg pNPB 50 mM dissolvido 1 mL de acetonitrila: tampão fosfato de sódio 25 mM 

(pH 7,00), na proporção de 2:100 (v/v). Após a mistura da reação, foi iniciada 

uma agitação branda, evitando a formação de espuma, por 60 segundos. Após 

90 segundos de reação, o valor de absorbância foi registrado para cálculo da 

atividade enzimática, adaptado do protocolo descrito por RIOS; NETO; 

SANTOS; et al. (2019). O controle negativo consistiu em uma mistura de 50 μL 

de extrato bruto enzimático filtrado e 2,50 mL de tampão fosfato de sódio 25 mM 

(pH 7,00), mantendo as mesmas condições da reação. O branco da reação foi 

composto por 50 μL de uma solução de pNPB 50 mM (substrato) e 2,50 mL de 

tampão fosfato de sódio 25 mM (pH 7,00), também sob as mesmas condições. 

Tanto o controle negativo quanto o branco foram adaptados do protocolo descrito 

por Rios; Neto; Santos; et al. (2019). 

A quantificação do p-nitrofenol foi realizada utilizando um 

espectrofotômetro Cecil CE1010, ajustado para uma leitura em comprimento de 

onda a 348 nm.  A atividade enzimática foi calculada com base na curva padrão 

do p-nitrofenol, por meio da obtenção da equação da reta e do R2. Os valores de 

absorbância das amostras foram convertidos em concentrações de p-nitrofenol 
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utilizando as equações derivadas da curva padrão (KORNECKI et al., 2020; 

RIOS et al., 2019).  

O p-nitrofenol liberado durante o ensaio foi convertida em atividade de 

lipase, adaptado do protocolo descrito por Usman; Mohammed; Mamo (2021) 

(Equação 5).  

 

Atividade da celulase ( 𝑈 𝑚𝐿−1)  =  
[𝑝−𝑛𝑖𝑡𝑟𝑜𝑓𝑒𝑛𝑜𝑙] ∗ Vt

Va ∗ Treação ∗ Ve
                            (5) 

 

Onde: 

[p-nitrofenol] = concentração de p-nitrofenol (µmol mL-1) 

Vt = volume total da reação (mistura reacional) (mL) 

Va = volume da amostra (extrato bruto enzimático filtrado) (mL) 

Treação = tempo de reação enzimática (minutos) 

Ve: volume do ensaio usado para medição de absorbância. 

 

4.8.4.1 Curva padrão do p-nitrofenol 

 

A curva padrão do p-nitrofenol foi elaborada a partir de uma solução 

padrão de p-nitrofenol com concentração de (50 mM), utilizando cinco 

concentrações diferentes variando 20 a 50 (μmol L-1), adaptado do protocolo 

descrito por KOMALA; KHUN (2013).  

A mistura de reação foi homogeneizada utilizando um agitador Vortex VX-

35 e em seguida, foram adicionados 5000 μL de água destilada, e a solução foi 

homogeneizada novamente. O procedimento adaptado de KOMALA; KHUN 

(2013); RIOS; NETO; SANTOS; et al. (2019).  

A absorbância da amostra foi medida em um espectrofotômetro a um 

comprimento de onda de 348 nm (Anexo A - Tabela 23). A curva padrão foi 

elaborada com base nos valores de absorbância de diferentes concentrações do 

p-nitrofenol (Anexo A - Figura 11) (RIOS et al., 2019).  
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4.8.5 Determinação da atividade de protease 

 

A atividade enzimática da protease foi quantificada utilizando o método 

colorimétrico. Esse método se baseia na capacidade da protease de catalisar a 

hidrólise da caseína, resultando na liberação de aminoácidos livres, como a 

tirosina. O produto dessa reação apresenta uma coloração azul cuja intensidade 

é diretamente proporcional à concentração de tirosina liberada durante a reação 

da hidrólise, o que permite uma quantificação precisa da atividade enzimática da 

protease (SHARMA, ARUN KUMAR et al., 2015).  

Para a realização da reação, foi preparada uma mistura contendo 1000 

μL de extrato bruto enzimático filtrado e 5000 μL de caseína (substrato): tampão 

fosfato a 10 mM (pH 7,00), na proporção de 0,65:100 (p/v), incubada a 50 °C por 

10 minutos (ABDOLLAHI; GHANE; BABAEEKHOU, 2021). O controle negativo 

consistiu em uma mistura de 1000 μL de extrato enzimático filtrado e 5000 μL de 

tampão fosfato a 10 mM (pH 7,00), incubada sob as mesmas condições. O 

branco da reação foi composto por de 1000 μL caseína (substrato): tampão 

fosfato a 10 mM (pH 7,00), na proporção de 0,65:100 (p/v); e 5000 μL de tampão 

fosfato a 10 mM (pH 7,00), incubado incubada sob as mesmas condições. Tanto 

o controle negativo quanto o branco foram adaptados do protocolo descrito por 

Abdollahi; Ghane; Babaeekhou (2021). 

Após a incubação, a reação foi interrompida pela adição de 5000 μL de 

ácido tricloroacético 110 mM. Em seguida, foi adicionado a 2000 μL da mistura 

5000 μL de carbonato de sódio  500 mM e 1000 μL de reagente Folin-Ciocalteau 

0,50 M (ABDOLLAHI; GHANE; BABAEEKHOU, 2021). O volume final das 

amostras foi ajustado para 5000 μL com água destilada e homogeneizado em 

agitador Vortex VX-35 (Satra) (ZANGO; IBRAHIM; SULEIMAN, 2021).  

A quantificação da tirosina foi realizada utilizando um espectrofotômetro 

Cecil CE1010, ajustado para uma leitura em comprimento de onda a 660 nm.  A 

atividade enzimática foi calculada com base na curva padrão do p-nitrofenol, por 

meio da obtenção da equação da reta e do R2. Os valores de absorbância das 

amostras foram convertidos em concentrações da tirosina utilizando as 

equações derivadas da curva (ABDOLLAHI; GHANE; BABAEEKHOU, 2021; 

SHARMA, ARUN KUMAR et al., 2015). 



71 
 

A tirosina liberada durante o ensaio foi convertida em atividade de 

protease, adaptado do protocolo descrito por USMAN; MOHAMMED; MAMO 

(2021) (Equação 6).  

 

Atividade da celulase ( 𝑈 𝑚𝐿−1)  =  
[𝑡𝑖𝑟𝑜𝑠𝑖𝑛𝑎] ∗ Vt

Va ∗ Treação ∗ Ve
                            (6) 

 

Onde: 

[tirosina] = concentração de tirosina (µmol mL-1) 

Vt = volume total da reação (mistura reacional) (mL) 

Va = volume da amostra (extrato bruto enzimático filtrado) (mL) 

Treação = tempo de reação enzimática (minutos) 

Ve: volume do ensaio usado para medição de absorbância.  

Como a atividade enzimática quantitativa das bactérias produtoras de 

protease isoladas não demonstrou índice enzimático ≥ 1, não foi identificada 

atividade significativa para atender ao critério de avaliação enzimática 

quantitativa de bactérias produtoras de enzimas hidrolíticas. Dessa forma, a 

curva padrão de tirosina não foi realizada. 

 

4.9 IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR  

 

A identificação molecular foi realizada nas bactérias hidrolíticas cujas 

atividades enzimáticas quantitativas foram previamente determinadas. Essas 

cepas, tiveram seu DNA extraído, seguido pela amplificação por PCR (Reação 

em Cadeia da Polimerase) e sequenciamento genético, permitindo a 

identificação das espécies.  

 

4.9.1 Extração de DNA 

 

O DNA genômico foi extraído das culturas pelo método fenol-clorofórmio, 

adaptado do protocolo descrito por Jeršek et al. (1996). O volume de 2 mL de 

cultura foi centrifugado a 13.466,88 RCF por 3 minutos, utilizando uma centrífuga 

Iec/Micromax, e lavado em 1 mL de  solução salina de citrato de sódio 1X (0,15 

mol L-1 NaCl; 0,015mol L-1 citrato de sódio). A cultura foi suspensa em 100 μl 
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água ultrapura , 8 μl de lisozima (50 mg mL-1) e incubada durante 45 minutos a 

37 °C. Em seguida, foram adicionados 200 μl de tampão Tris-HCl/EDTA (0,01 

mol L-1 Tris-HCl, pH 8,0; 0,001 mol L-1 EDTA), 100 μl de solução de Sarkosyl (5% 

sarkosyl em tampão TE) e 100 μl de solução de Proteinase K (25 mg mL-1), 

incubados a 37 °C durante 1 hora. O lisado de células foi extraído três vezes 

com fenol e quatro vezes com clorofórmio: álcool isoamil (24:1). A precipitação 

de ácido nucleico foi realizada com isopropanol PA. O DNA foi suspenso em 

água ultrapura, mantido na geladeira por 24 horas, e posteriormente 

armazenado a -18 ºC. 

 

4.9.2 Amplificação do gene 16S rRNA 

 

Os primers forward (5'-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3') e reverse (5'-

GTATTACCGCGGCTGCTG-3') foram usados para amplificar um produto de 

aproximadamente 536 pares de base (pb) da região V1-V3 do gene 16S rRNA. 

A reação PCR consistiu na mistura de 25 μL de Taq Pol - Master Mix (2x) (Cellco 

Biotec, SP, Brasil), 22 μL de água milli-Q, 1 μL de cada primer (10 μmol L-1, 

Synbio Technologies) e 1 μL de DNA (100 ng). Como controle negativo foi 

utilizado uma reação sem a presença de DNA (LANGE et al., 2015). 

A amplificação foi realizada em termociclador GeneAmp System 9700 

(Apllied Biosystems). A desnaturação inicial (95 °C por 5 minutos) foi seguida por  

35 ciclos de desnaturação (95 °C por 30 segundos), anelamento do primer (55 

°C por 30 segundos) e extensão (74 °C por 2 minutos). O último ciclo foi seguido 

de uma etapa de extensão final (74°C durante 5 minutos) (LANGE et al., 2015). 

 

4.9.3 Eletroforese em gel de agarose 

 

A eletroforese em gel de agarose foi adaptada do protocolo descrito por 

Ardhi et al. (2020). O volume de 10 μL de produto PCR foi misturado com 3 μL 

de tampão de carregamento da amostra Blue/Orange 6x (Promega) e aplicado 

em gel de agarose a 1% (p/v). A separação dos fragmentos de DNA foi realizada 

em cuba horizontal (Sub-cell GT, BioRad), por 2 horas a 90V, em tampão 

Tris/Borato/EDTA 1X pH 8,30 (0,09 mol L-1 Tris base, 0,09 mol L-1 de ácido 
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bórico, 0,4% de EDTA 0,5 mol L-1 pH 8,00) utilizando marcador de 1 kb 

(Promega). 

O gel foi corado em solução de brometo de etídio (2 μg mL-1) por 5 

minutos. A descoloração foi realizada em água destilada, por 10 minutos. Os 

perfis foram visualizados sob luz UV a 302 nm em fotodocumentador L-Pix 

(Loccus Biotecnologia) e processado por software L-Pix Image v.2.7.  

 

4.9.4 Sequenciamento do gene 16S rRNA 

 

Os produtos de PCR foram purificados utilizando o PureLink™ PCR 

Purification Kit (Invitrogen da Thermo Fisher Scientific, Vilnius, Lituânia). As 

reações de sequenciamento foram realizadas em analisador genético SeqStudio 

(Applied Biosystems, Waltham, MA, EUA), empregando a tecnologia de 

sequenciamento Sanger. As amostras foram preparadas com kit de 

sequenciamento BigDye™ Terminator v3.1 (Applied Biosystems, Waltham, MA, 

EUA), de acordo com as instruções do fabricante. As sequências foram 

analisadas em DNA Baser Sequence Assembler v 5.21 (Heracle BioSoft SRL, 

www.DnaBaser.com)  e comparadas às sequências disponíveis no banco de 

dados de nucleotídeos do Centro Nacional de Informações sobre Biotecnologia 

(NCBI).  

 

4.10 ANÁLISE ESTATÍSTICA  

 

Todos os experimentos foram realizados em triplicata, com resultados 

expressos como média e desvio padrão, seguindo uma análise descritiva dos 

dados (FAZAL et al., 2022; YASSIN; JIRU; INDRACANTI, 2021). A análise 

estatística dos resultados foi conduzida utilizando o software Microsoft Excel  

(DHAVER et al., 2022).  

  

http://www.dnabaser.com/
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1 CARACTERIZAÇÃO MORFOFISIOLÓGICA  

 

Neste estudo, as análises de caracterização morfofisiológicas permitiram 

identificar seis gêneros distintos isolados das amostras obtidas nos bioprocessos 

de biodigestão e co-digestão anaeróbia. Os isolados apresentaram 

características similares às bactérias pertencentes aos gêneros Acetobacter, 

Acinetobacter, Bacillus, Beijerinckia, Corynebacterium e Pseudomonas (Tabela 

16).  
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Tabela 16 – Características morfofisiológicas que definiram o gênero dos isolados bacterianos 

 Gêneros 

Acetobacter Acinetobacter Bacillus Beijerinckia Corynebacterium Pseudomonas 
 

Características das colônias       
Cor Branca leitosa Branca acinzentada Creme Branca amarelada Branca Esverdeada 

Forma Circular Circular Circular Circular Circular Plana 
Elevação Plana Plana Achatada Plana Plana Plana 
Estrutura Lisa Lisa Lisa Lisa Lisa Lisa 

Borda Lisa Lisa Lisa Lisa Irregular Irregular 
Testes bioquímicos       

Gram Negativo Negativo Positivo Negativo Positivo Negativo 
Catalase Positivo Positivo Positivo Positivo Positivo Positivo 
Citrato Não aplicável Não aplicável Não aplicável Não aplicável Não aplicável Positivo 

Fermentação de Glicose Não aplicável Não aplicável Não aplicável Positivo Positivo Não aplicável 
Fermentação de Lactose Não aplicável Não aplicável Não aplicável Positivo Negativo Negativo 

Produção de Indol Não aplicável Negativo Não aplicável Não aplicável Negativo Negativo 
Fermentação de manitol Não aplicável Não aplicável Não aplicável Não aplicável Negativo Não aplicável 

Motilidade Positivo Negativo Não aplicável Negativo  Negativo  Positivo 
Oxidase Negativo Negativo Não aplicável Positivo Negativo Positivo 

Produção de Sulfeto de 
hidrogênio 

Não aplicável Positivo Não aplicável Não aplicável Não aplicável Negativo 

Redução de Nitrato Positivo Negativo Não aplicável Positivo Não aplicável Não aplicável 

        Fonte: Elaborada pela autora (2024).  
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5.2 ATIVIDADE ENZIMÁTICA 
 
 

Foram isoladas quinhentas e sessenta e cinco bactérias produtoras de 

enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico, como amilase, celulase, 

xilanase, lipase e protease (Tabela 17). Dentre elas, sessenta e seis 

apresentaram perda do potencial de produção de enzimas hidrolíticas após o 

processo de conservação e manutenção em BHI com glicerol. Esse método de 

conservação em meio nutriente com glicerol como crioprotetor influenciou 

significativamente tanto a viabilidade quanto a estabilidade genética dessas 

bactérias ao longo do tempo, levando a alterações em suas características 

funcionais. Embora Ikken et al. (2021) descreva a conservação em glicerol como 

uma técnica que reúne a maioria das características desejáveis para a 

preservação bacteriana, nossos resultados sugerem limitações quanto à taxa de 

sobrevivência de algumas bactérias ao longo do armazenamento, 

comprometendo, sua capacidade de produção enzimática.  
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Tabela 17 – Isolados bacterianos com potencial para produção de enzimas 
hidrolíticas 

Fonte: Elaborada pela autora (2024). 

 

As bactérias isoladas foram obtidas a partir de bioprocessos de 

biodigestão e co-digestão anaeróbia, que se destacaram como fontes favoráveis 

para o desenvolvimento do metabolismo microbiano e para a produção de 

enzimas hidrolíticas. Essas fontes, destacaram-se por oferecer substratos com 

Bactérias isoladas 
Número de 

isolados 
Atividade enzimática 

  Batelada 

  Amilase Celulase Xilanase Lipase Protease 

Acetobacter spp. 15 0 2 1 9     3 

Acinetobacter spp. 1 1 0 0 0     0 

Bacillus spp. 26 6 2 1 10     7 

Beijerinckia spp. 14 1 2 3 7    1 

Corynebacterium spp. 16 4 0 0 8     4 

Pseudomonas spp. 2 0 0 1 1     0 

Total 74 12 6 6 35       15 

Porcentagem (%) 100% 16,22% 8,11% 8,11% 47,30%      20,27% 

  UASB 

  Amilase Celulase Xilanase Lipase Protease 

Acetobacter spp. 64 0 3 4 51 6 

Acinetobacter spp. 29 0 2 1 18 8 

Bacillus spp.  122 1 2 3 100 16 

Beijerinckia spp. 28 0 0 4 15 9 

Corynebacterium spp. 44 0 1 1 32 10 

Pseudomonas spp. 6 0 0 0 4 2 

Total 293 1 8 13 220 51 

Porcentagem (%) 100% 0,34% 2,73% 4,44% 75,09% 17,41% 

Lagoa Coberta 

  Amilase Celulase Xilanase Lipase Protease 

Acetobacter spp. 16 6 5 2 2 1 

Acinetobacter spp. 12 3 4 0 5 0 

Bacillus spp. 63 10 8 1 32 12 

Beijerinckia spp. 8 1 2 1 3 1 

Corynebacterium spp. 32 7 2 3 10 10 

Pseudomonas spp. 1 0 0 0 0 1 

Total 132 28 21 7 52 2 

Porcentagem (%) 100% 21,05% 15,79% 5,26% 39,10% 18,80% 
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concentrações ideais de carbono, nitrogênio, nutrientes e minerais, além de 

condições físico-químicas ideais, como pH entre 6,50 e 7,50, temperaturas entre 

17 e 39°C e TRH de 1, 2, 6, 10 e 30 dias adequados para a degradação eficiente 

da matéria orgânica. Os resultados evidenciam a importância de isolar 

microrganismos com potencial biotecnológico a partir de fontes que ofereçam 

condições propícias à sua adaptação, potencializando a capacidade metabólica 

e a eficiência na produção de enzimas de interesse biotecnológico (BÜCKER et 

al., 2020; MUHONGO; PREGO; VALENTIM, 2022; OLICÓN-HERNÁNDEZ et al., 

2022). 

A diversidade microbiana isolada neste estudo são consistentes com 

aquela descrita na literatura como produtora de enzimas hidrolíticas de interesse 

biotecnológico. A presença de gêneros bacterianos amplamente reconhecidos 

pela capacidade de produzir essas enzimas, reforça a relevância dessas 

bactérias na produção enzimática, uma vez que as enzimas por elas produzidas 

apresentam características funcionais significativas. Esse resultado reforça a 

valorização das estratégias de bioprospecção e biotecnologia, uma vez que, a 

biotecnologia microbiana visa a correta caracterização e seleção de 

microrganismos isolados de fontes com elevada concentração de matéria 

orgânica, promovendo a produção de metabólitos ativos e enzimas específicas 

de interesse biotecnológico (AKINTOLA et al., 2019; ALOKIKA; SINGH, 2019; 

CHANDRA et al., 2020; FAROOQ et al., 2021; RAINA; KUMAR; SARAN, 2022; 

SOLANKI et al., 2021).  

Entre os isolados bacterianos nesse estudo, o gênero Bacillus se destaca 

pelo significativo potencial para a produção de enzimas hidrolíticas de interesse 

biotecnológico, principalmente para a lipase (LÓPEZ-FERNÁNDEZ; BENAIGES; 

VALERO, 2020). Esses resultados corroboram com dados da literatura, que 

apontam bactérias hidrolíticas presentes na fase de hidrólise dos bioprocessos 

de biodigestão e co-digestão anaeróbia, pertencentes ao filo Firmicutes, como 

Bacillus, como importantes produtoras de enzimas extracelulares, incluindo a 

lipase (PASALARI et al., 2021). Esse resultado reforça a relevância de Bacillus 

como um gênero promissor na biotecnologia, alinhando-se com o estudo de 

KOVACIC et al. (2016), que destacou a predominância de sequências de 

enzimas lipolíticas bacterianas depositadas de diferentes espécies desse 

gênero, ao reclassificar essas enzimas em diversas famílias, complementando 



79 
 

um trabalho de duas décadas do mesmo grupo de pesquisa. Esse cenário 

sugere que, apesar da ampla exploração de fungos produtores de lipase, o 

gênero Bacillus, representa uma alternativa viável e potencialmente vantajosa 

para a produção dessa enzima, dada sua facilidade de cultivo (ZHAO et al., 

2021). Esses dados fortalecem o campo da pesquisa de lipases bacterianas 

considerando a adaptabilidade e eficiência das bactérias em diferentes 

condições de cultivo, o que pode favorecer processos de fermentação em larga 

escala e contribuir para uma produção de lipases mais sustentável e 

economicamente viável (BÜCKER et al., 2020; MUHONGO; PREGO; 

VALENTIM, 2022; OLICÓN-HERNÁNDEZ et al., 2022). 

A caracterização da diversidade microbiana em biorreatores anaeróbios 

operados com diferentes substratos tem sido amplamente avaliada em estudos 

que investigam a cinética de produção de biogás como produto final. No entanto, 

é relevante destacar que, embora a literatura relate que a diversidade microbiana 

caracterizada nesses estudos possa apresentar características fisiológicas 

importantes para a produção de biomoléculas, como enzimas hidrolíticas de 

interesse biotecnológico, essa perspectiva ainda não havia recebido a devida 

atenção e investigação até esse presente estudo, reforçando a importância de 

estratégias de bioprospecção para o avanço biotecnológico (FLORES-

MENDOZAA et al., 2020; NKUNA et al., 2022).  

Das quinhentas e sessenta e cinco bactérias isoladas, treze 

demonstraram índices enzimáticos iguais ou superiores a 1,00, indicando 

atividade enzimática de média a alta (Tabela 18). Esse resultado foi obtido sem 

otimização do processo, assegurando que a atividade enzimática observada 

fosse exclusivamente atribuída a expressão original da enzima pelas bactérias. 

Dentre essas, seis isolados se destacaram pela produção de lipase, com valores 

de atividade enzimática variando entre 189,645 e 5220,730 U mL-1, o que indica 

um potencial biotecnológico significativo, mesmo sem otimização do processo. 
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Tabela 18 – Atividade enzimática dos isolados bacterianos 

Amilase 

   Atividade enzimática qualitativa Atividade enzimática quantitativa 

Identificação Bactérias 
Fonte de isolamento 

(modelo de biorreator) 

Halo da 

colônia (mm) 

Halo de 

degradação (mm) 

Índice 

Enzimático 

Concentração de 

Maltose (µmol mL-1) 

Unidade de atividade 

enzimática (U mL-1) 

        

7ABBC Bacillus sp. 

Lagoa coberta 

44 ± 1,155 54 ± 1,000 1,218 ± 0,039 9,195 ± 0,004 0,50 

8ABBC Bacillus sp.  48 ± 0,577 54 ± 0,577 1,127 ± 0,003 9,637 ± 0,002 0,53 

10ALBC Bacillus sp. 38 ± 1,528 44 ± 1,528 1,141 ± 0,079 12,340 ± 0,052 0,67 

        

Celulase 

   Atividade enzimática qualitativa Atividade enzimática quantitativa 

Identificação Bactérias 
Fonte de isolamento 

(modelo de biorreator) 

Halo da 

colônia (mm) 

Halo de 

degradação (mm) 

Índice 

Enzimático 

Concentração de 

Glicose (µmol mL-1) 

Unidade de atividade 

enzimática (U mL-1) 

        

6CEFBB Bacillus sp. Batelada 40 ± 1,528 42 ± 1,528 1,050 ± 0,002 13,816 ± 0,045 0,82 

7CEFBB Bacillus sp. 
UASB 

39 ± 1,155 41 ± 1,000 1,059 ± 0,043 8,771 ± 0,003 0,51 

8CEFBU Bacillus sp. 43 ± 1,528 50 ± 1,000 1,154 ± 0,040 8,748 ± 0,002 0,50 
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                                                                                                                                                                                          (continuação) 

Xilanase 

   Atividade enzimática qualitativa Atividade enzimática quantitativa 

Identificação Bactérias 
Fonte de isolamento 

(modelo de biorreator) 

Halo da colônia 

(mm) 

Halo de 

degradação (mm) 

Índice 

Enzimático 

Concentração de 

xilose (µmol mL-1) 

Unidade de atividade 

enzimática (U mL-1) 

        

1XBBC Bacillus sp. Lagoa coberta 59 ± 1,732 61 ± 0,577 1,041 ± 0,040 3,893 ± 0,001 0,23 

        

Lipase 

   Atividade enzimática qualitativa Atividade enzimática quantitativa 

Identificação Bactérias 
Fonte de isolamento 

(modelo de biorreator) 

Halo da colônia 

(mm) 

Halo de 

degradação (mm) 

Índice 

Enzimático 

Concentração de p-

nitrofenol (µmol mL-1) 

Unidade de atividade 

enzimática (U mL-1) 

        

47LEFBB Bacillus sp. Batelada 42 ± 1,528 45 ± 0,577 1,055 ± 0,028 13,958 ± 0,127 354,46 

90LAFBU Bacillus sp. 

UASB 

5 ± 1,000 54 ± 1,155 11,417 ± 1,665 172,521 ± 0,173 2728,70 

91LAFBU Pseudomonas sp. 6 ± 0,577 41 ± 0,577 7,233 ± 0,841 4,309 ± 0,210 189,65 

92LAFBU Bacillus sp. 5 ± 0,577 50 ± 0,577 10,617 ± 1,902 337,619 ± 0,173 5220,73 

15LBBC Bacillus sp. Lagoa coberta 5 ± 1,000 41 ± 1,155 8,356 ± 1,667 11,578 ± 0,315 299,36 

31LLBC Bacillus sp.  7 ± 1,000 51 ± 2,000 7,375 ± 0,992 12,097 ± 0,127 322,87 

Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
Os valores médios são apresentados com ± desvio padrão que foram obtidos em triplicada. 
Curvas padrões de maltose, glicose, xilose e p-nitrofenol (Anexo A)  
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As bactérias dos gêneros Pseudomonas e Bacillus isoladas neste estudo 

se destacam como fontes promissoras para a produção de lipase, corroborando 

com os estudos de Chandra et al. (2020) e Misbah; Koraichi; Jouti (2021) que 

também apontam esses gêneros como potenciais candidatos para a produção 

de lipases, devido ao seu elevado potencial biotecnológico. O potencial 

enzimático dessas bactérias não apenas evidencia sua relevância na 

biotecnologia industrial, mas também ressalta a importância da bioprospecção 

em fontes ainda pouco explorado como os bioprocessos de biodigestão e co-

digestão anaeróbia. Essa abordagem pode contribuir significativamente para o 

avanço de tecnologias sustentáveis e inovadoras na biotecnologia aplicada. 

Apesar de o gênero Pseudomonas ser reconhecido pelo seu potencial 

biotecnológico, destacando-se como um dos principais produtores de lipase 

entre as bactérias lipolíticas, e as bactérias Gram-positivas, como as do gênero 

Bacillus, serem frequentemente descritas na literatura com uma atividade 

lipolítica menos expressiva, em comparação às Gram-negativas, os resultados 

deste estudo demonstraram que entre os isolados analisados o gênero Bacillus 

foi responsável pela maior produção de lipase, evidenciando seu potencial 

biotecnológico  (MISBAH; KORAICHI; JOUTI, 2021).  

A variação na produção de atividade enzimática observada no gênero 

Bacillus pode ser atribuída a fatores como diferenças genéticas entre os isolados 

e/ou a condições experimentais que podem não ter sido ideais para a produção 

de amilase, celulase e xilanase. Essas condições, por sua vez, influenciaram 

diretamente a produção das enzimas nos isolados específicos do gênero 

Bacillus, conforme relatado por Niyongabo Niyonzima (2019), que ressalta que 

cada espécie bacteriana possui condições de crescimento específicas para a 

produção significativa de enzimas industriais. Esse cenário ressalta a 

necessidade de estudos voltado para à otimização dessas condições para a 

produção enzimática em linhagens de interesse. NIYONGABO NIYONZIMA 

(2019) reforça essa perspectiva ao apontar que a seleção correta de 

microrganismos para aplicações industriais, aliada à otimização das condições 

de cultivo, é essencial para viabilizar a produção econômica de enzimas para a 

indústria biotecnológica. 

  



83 
 

5.3 IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR  

 

As treze bactérias isoladas que apresentaram índices enzimáticos iguais 

ou superiores a 1,00, foram quantificadas em termos de unidade de atividade 

enzimática e submetidas ao sequenciamento parcial do gene 16S rRNA (Tabela 

19). Todos os produtos de PCR gerados para análise de sequência 

apresentaram o tamanho esperado, de 536 pb (Figura 10). As sequências de 

16S rRNA foram comparadas com as sequências disponíveis no GenBank, e 

foram consideradas confiáveis aquelas com valores de similaridade superiores 

a 99% (LANGE et al., 2015). 

 

Tabela 19 – Identificação molecular dos isolados bacterianos produtores de 
enzimas hidrolíticas  

 Amilase   

Identificação dos isolados Espécie Identidade (%) GenBank* 

7ABBC 

 
Bacillus velezensis 

 
99,80 

 
PP858053.1 

Bacillus siamensis 99,80 PP508200.1 

Bacillus amyloliquefaciens 99,80 PP507167.1 

Bacillus subtilis  99,80 PP112203.1 

    

8ABBC 

Bacillus velezensis 99,80 PP858053.1  

Bacillus siamensis 99,80 PP508200.1 

Bacillus amyloliquefaciens 99,80 PP507167.1 

Bacillus subtilis 99,80 PP112203.1 

    
10ALBC Bacillus tequilensis 99,80 PP814857.1 

 Bacillus rugosus 99,80 PP751624.1 
 Bacillus subtilis 99,80 PP718026.1 
 Bacillus thuringiensis 99,80 PP265276.1 

 
Bacillus stercoris 

 
99,80 CP121861.1 

Celulase 

Identificação dos isolados Espécie Identidade (%) GenBank* 

    

6CEFBB 

Bacillus velezensis 99.79 PP858053.1 
Bacillus amyloliquefaciens 99.79 PP594082.1 

Bacillus siamensis 99.79 PP508200.1 
Bacillus subtilis 99.79 PP112203.1 

    

7CEFBB 

Bacillus cereus 100,00 PP830106.1 
Bacillus thuringiensis 100,00 PP825410.1 

Bacillus paramycoides 100,00 PP814843.1 
Bacillus anthracis 100,00 CP147787.1 
Bacillus tropicus 100,00 PP563704.1 
Bacillus pacificus 100,00 PP463042.1 

Bacillus paranthracis 100,00 CP129604.1 

 

  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/PP858053.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=7JXDWCH6013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/PP858053.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=7JXDWCH6013
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                                                                                                        (continuação) 
      

8CEFBU 

Bacillus velezensis 99.79   PP858053.1 

Bacillus siamensis 99.79   PP508200.1 

Bacillus amyloliquefaciens 99.79   PP507167.1 

Bacillus subtilis 99.79   PP112203.1 

      

Xilanase 

Identificação dos isolados Espécie Identidade (%)   GenBank* 

      

1XBBC Bacillus velezensis 99,80   PP858053.1 

 Bacillus siamensis 99,80   PP508200.1 

 Bacillus amyloliquefaciens 99,80   PP507167.1 

 Bacillus subtilis 99,80   PP112203.1 

      

Lipase 

Identificação dos isolados Espécie Identidade (%)   GenBank* 

      

47LEFBB Bacillus safensis 100,00   MT313116.1 

 Bacillus pumilus 100,00   MN103780.1 

 Bacillus zhangzhouensis 100,00   MK138626.1 

 Bacillus spp. yk2 100,00   LT161885.1 

      

90LAFBU 

Bacillus amyloliquefaciens 99,80   KU983625.1 

Bacillus siamensis 99,80   OR367262.1 

Bacillus velezensis 99,80   OR361790.1 

Bacillus subtilis 99,80   KX369580.1 

Bacillus cereus 99,80   KU218526.1 

      

91LAFBU Pseudomonas aeruginosa 99,80   MK875783.1 

      

92LAFBU 

Bacillus velezensis 99,61   PP858053.1 

Bacillus amyloliquefaciens 99,61   PP507167.1 

Bacillus siamensis 99,61   PP508200.1 

Bacillus subtilis 99,61   PP112203.1 

      

15LBBC 

Bacillus velezensis 99,80   PP858053.1 

Bacillus siamensis 99,80   PP508200.1 

Bacillus amyloliquefaciens 99,80   PP507167.1 

Bacillus subtilis 99,80   PP112203.1 

      

31LLBC 

Bacillus licheniformis 99,80   MH577800.1 

Bacillus sonorensis 99,80   KF879302.1 

Bacillus haynesii 100,00   LC588601.1 

  Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
  *Número de acesso a sequência no GenBank 
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Figura 10 – Eletroforese em gel de amplificação de PCR do gene 16S rRNA 

 

                            Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
                       1:tamanho molecular (1kb); 2:90LAFBU; 3:91LAFBU; 4:92LAFBU; 
                       5:15LBBC; 6:47LEFBB; 7:6LEFBB; 8:7CEFBB; 9:8CEFBU;  
                      10:7ABBC; 11:8ABBC; 12:1XBBC; 13: 10ALBC; 14:31LLBC;  
                      15:controle negativo. 

 

Neste estudo, o sequenciamento parcial do gene 16S rRNA permitiu 

identificar, em nível de espécie, bactérias que são conhecidas por sua 

capacidade de produzir enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico, como 

amilase, celulase, xilanase e lipase (ABUBAKAR et al., 2024; HARWOOD et al., 

2018; KANWAL et al., 2022; LAYLY et al., 2021; RASHID; SOHAIL, 2021). 

Por meio do sequenciamento parcial do gene 16S rRNA, foi possível 

identificar de forma definitiva, em nível de espécie, um dos treze isolados 

bacterianos (99,8% de similaridade), que foi classificada como Pseudomonas 

aeruginosa. Esse resultado está alinhado com estudos relatados por Abubakar 

et al. (2024); Ali; Hameed, Nadder (2022) e Kamel Ahmed (2021), que também 

identificaram essa espécie como potencial produtora de lipase. Entre as 

bactérias Gram-negativas, o gênero Pseudomonas destaca-se como um dos 

mais relevantes devido à sua capacidade de produzir lipases, com diversas 

espécies apresentando esse potencial enzimático. Dentre elas, Pseudomonas 

aeruginosa é amplamente reconhecida como a espécie de maior importância, 

não apenas pela eficiência na produção de lipases, mas também por sua 

versatilidade metabólica e ampla aplicação biotecnológica. 

No entanto, os outros doze isolados não puderam ser identificados de 

forma definitiva a nível de espécie, uma vez que o fragmento sequenciado 

apresentou uma similaridade entre 99,61% e 100% com sequências de 
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diferentes espécies do gênero Bacillus. Esse resultado evidencia a limitação do 

gene 16S rRNA para a identificação molecular de bactérias desse gênero, pois 

o gene oferece baixo poder discriminatório para diferenciação filogenética em 

nível de espécie, o que impossibilitou a diferenciação entre as espécies do 

gênero Bacillus somente a partir da análise desse gene (SEUYLEMEZIAN et al., 

2018; VOS et al., 2012). Embora o gene 16S rRNA é adequado para a identificar 

a maioria das espécies bacterianas, a diferenciação entre as espécies pode ser 

limitada em alguns gêneros, como Bacillus (PATEL, SUDIP; GUPTA, 2020).  

Diversos estudos reforçam essa dificuldade de diferenciação entre as 

espécies de Bacillus. HA et al. (2019) relataram que alguns táxons de Bacillus 

cereus contém sequências do gene 16S rRNA semelhantes em regiões variáveis 

de Bacillus anthracis, Bacillus thuringiensis. De forma similar Tirumalai et al. 

(2018) relataram que alguns táxons de Bacillus pumilus contém sequências do 

gene 16S rRNA semelhantes em regiões variáveis de Bacillus safensis. Já 

HARWOOD et al. (2018) relataram que alguns táxons de Bacillus subtilis contém 

sequências do gene 16S rRNA semelhantes em regiões variáveis de Bacillus 

siamensis, Bacillus amyloliquefaciens, Bacillus licheniformis, Bacillus 

sonorensis, Bacillus tequilensis, Bacillus velezensis.  
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6 CONCLUSÃO  

 

Os resultados obtidos evidenciaram a diversidade microbiana presente 

nos bioprocessos de biodigestão e co-digestão anaeróbia, com características 

similares às bactérias pertencentes aos gêneros Acetobacter, Acinetobacter, 

Bacillus, Beijerinckia, Corynebacterium e Pseudomonas. Essas bactérias 

demonstram capacidade para produzir enzimas hidrolíticas de interesse 

biotecnológico, incluindo amilase, celulase, xilanase, lipase e protease. Ademais, 

os isolados bacterianos evidenciaram um potencial significativo para a produção 

simultânea de mais de uma dessas enzimas.  

Entre as quinhentas e sessenta e cinco bactérias isoladas, treze 

apresentaram atividade enzimática de média a alta. Dentre essas, seis isolados 

se destacaram pela produção de lipase, com valores de atividade enzimática 

variando entre 189,65 e 5220,73 U mL-1, o que indica um potencial 

biotecnológico significativo, mesmo sem otimização do processo. 

O sequenciamento parcial do gene 16S rRNA permitiu a identificação 

definitiva de uma das treze bactérias isoladas, com 99,8% de similaridade, sendo 

classificada como Pseudomonas aeruginosa. No entanto, os outros doze 

isolados não puderam ser identificados em nível de espécie, devido à alta 

similaridade da região V1-V3 do gene 16S rRNA para diferentes espécies do 

gênero Bacillus. Esses resultados ressaltam a necessidade do sequenciamento 

completo do genoma como uma ferramenta essencial para a obtenção de uma 

identificação taxonômica mais precisa dentro do gênero Bacillus. 

Este estudo demonstrou, que os bioprocessos de biodigestão e co-

digestão anaeróbia representam uma fonte promissora de microrganismos 

produtores de enzimas, com potencial para aplicação no desenvolvimento de 

produtos para a indústria farmacêutica, além de outras áreas biotecnológicas. 

 

6.1 PERSPECTIVAS FUTURAS 

 

Como continuidade, recomenda-se a realização de estudos futuros que 

explorem a cinética enzimática dos isolados, com o objetivo de otimizar e 

aumentar a eficiência da produção de enzimas. Adicionalmente, a aplicação de 
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técnicas avançadas de biologia molecular, como sequenciamento de genomas 

completos ou métodos de metagenômica, é altamente recomendável para 

garantir a identificação precisa de todas as linhagens bacterianas em nível de 

espécie, especialmente no caso do gênero Bacillus. Essas abordagens poderão 

expandir o conhecimento sobre o potencial biotecnológico dessas bactérias e 

favorecer seu uso em processos industriais. 
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ANEXO A – Curva padrão 

 

Tabela 20 – Curva padrão de maltose 

Concentração solução 

padrão de maltose 1,0 

mg mL-1 (mg mL-1) 

Volume de solução 

padrão de maltose 

1,0 mg mL-1 (μL) 

Volume de tampão 

fosfato 0,2 M (pH 7,0) (μL) 

Volume de 

DNS (μL) 

Água 

destilada (μL) 

Absorbância 

(540 nm) 

0 0 1000 2000 5000 Branco 

0,066 200 800 2000 5000 0,118 

0,133 400 600 2000 5000 0,206 

0,200 600 400 2000 5000 0,309 

0,267 800 200 2000 5000 0,417 

0,333 1000 0 2000 5000 0,530 

               Fonte: Elaborada pela autora (2024). 

 

Figura 11 - Curva padrão da maltose 

 

                                                                     Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
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Tabela 21 - Curva padrão da glicose 

Concentração solução 

padrão de glicose 5,0 

mg mL-1 (mg mL-1) 

Volume de solução 

padrão de glicose 5,0 

mg mL-1 (μL) 

Volume de tampão 

citrato 50 mM (pH 

4,8) (μL) 

Volume de 

DNS (μL) 

Água destilada 

(μL) 

Absorbância 

(540 nm) 

0,000 0 1000 2000 5000 Branco 

0,333 200 800 2000 5000 0,696 

0,667 400 600 2000 5000 1,380 

1,000 600 400 2000 5000 2,045 

1,333 800 200 2000 5000 2,540 

1,666 1000 0 2000 5000 3,155 

                 Fonte: Elaborada pela autora (2024). 

 

Figura 12 - Curva padrão da glicose 

 

                                                                           Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
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Tabela 22 - Curva padrão da xilose 

Concentração solução 

padrão de xilose 1,0 mg 

mL-1 (mg mL-1) 

Volume de solução 

padrão de xilose 1,0 

mg mL-1 (μL) 

Volume de tampão 

citrato 50 mM (pH 

4,8) (μL) 

Volume de 

DNS (μL) 

Água destilada 

(μL) 

Absorbância 

(540 nm) 

0 0 1000 2000 5000 Branco 

0,033 100 900 2000 5000 0,072 

0,066 200 800 2000 5000 0,146 

0,133 400 600 2000 5000 0,316 

0,167 500 500 2000 5000 0,394 

0,200 600 400 2000 5000 0,439 

                 Fonte: Elaborada pela autora (2024). 

 

Figura 13 - Curva padrão da xilose 

 

                                                 Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
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Tabela 23 - Curva padrão do p-nitrofenol 

Concentração solução 

padrão do p-nitrofenol 

(50 mM) (μmol L-1) 

Volume de solução 

padrão do p-

nitrofenol (50 mM) 

(μL) 

Volume de tampão 

fosfato de sódio 

25 mM (pH 7,0) 

(μL) 

Água destilada 

(μL) 

Absorbância 

(540 nm) 

0 0 1000 5000 Branco 

20 400 600 5000 0,288 

28 560 540 5000 0,368 

36 720 280 5000 0,459 

42 840 160 5000 0,526 

50 1000 0 5000 0,601 

                               Fonte: Elaborada pela autora (2024). 

 

Figura 14 - Curva padrão do p-nitrofenol 

 

                                                         Fonte: Elaborada pela autora (2024). 
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