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RESUMO 

A busca por meios de cultura alternativos aos meios sintéticos convencionais, tem se 

concentrado em muitos subprodutos da agricultura e pecuária, devido ao potencial de servir 

como matéria-prima em processos fermentativos. Visando agregar valor ao uso de biomassa e 

tornar processos fermentativos mais baratos, este trabalho concentrou-se na utilização de 

biomassa de microalgas recuperadas do polimento terciário de efluentes da suinocultura como 

substrato em fermentação. Nesse sentido, o objetivo central deste estudo foi investigar o 

potencial de biocompostos produzidos por fermentação submersa, utilizando Trichoderma 

koningiopsis e biomassa de microalgas recuperadas em três diferentes aplicações: (I) Agentes 

bioherbicidas na pré e pós-emergência de Cucumis sativus e plantas daninhas (Bidens pilosa, 

Conyza bonariensis, Urochloa plantaginea e Euphorbia heterophylla), respectivamente; (II) 

Produção de enzimas com interesse industrial e ambiental; (III) Degradação de corantes 

sintéticos (vermelho, azul, amarelo e marrom) utilizados pela indústria têxtil. Para isso, foram 

realizados testes preliminares utilizando a biomassa fresca e liofilizada, com e sem pré-

tratamento por ultrassom. Posteriormente um Delineamento Composto Central Rotacional 

(DCCR) foi realizado para investigar o efeito de parâmetros operacionais como temperatura 

(20-45 ºC), agitação (0-200 RPM) e pH (3-14) no desempenho fúngico e nos perfis de produção 

enzimática. Os biocompostos produzidos neste estudo foram relevantes para o controle na pré-

emergência da planta modelo Cucumis sativus, com índices de vigor de até 8,05% e na pós-

emergência da planta daninha Conyza bonariensis com danos fitotóxicos de até 100% após 15 

dias de aplicação. Dentre as enzimas analisadas, as peroxidases foram as que apresentaram 

maiores atividades e o corante marrom foi o que apresentou a degradação mais promissora 

dentre os corantes têxteis testados (cerca de 54,42% de degradação). Nesse estudo, a integração 

de bioprocessos e economia circular, por meio da recuperação de matéria-prima, é promissora, 

tanto para a valorização da biomassa, quanto para a produção de biocompostos de alto valor 

agregado e com diferentes funcionalidades, com zelo à sustentabilidade e ao meio ambiente.  

Palavras chave: Enzimas. Bioherbicidas. Efluentes têxteis. Biomassa de microalgas 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

The search for alternative culture media to the conventional synthetic media has been 

concentrated in many by-products of agriculture and livestock, due to the potential to serve as 

raw material in fermentation processes. In order to add value to the use of biomass and make 

fermentation processes cheaper, this work focuses on the use of biomass from microalgae 

recovered from the tertiary polishing of swine effluents as substrate in fermentation. In this 

sense, the central objective of this study was to investigate the potential of biocomposites 

produced by submerged fermentation, using Trichoderma koningiopsis and recovered 

microalgae biomass in three different applications: (I) Bioherbicidal agents in the pre and post-

emergence of Cucumis sativus and weeds (Bidens pilosa, Conyza bonariensis, Urochloa 

plantaginea and Euphorbia heterophylla) respectively; (II) Production of enzymes of industrial 

and environmental interest; (III) Degradation of synthetic dyes (red, blue, yellow and brown) 

used by the textile industry. For this, preliminary tests were carried out using fresh and freeze-

dried biomass, with and without pre-treatment by ultrasound. Subsequently, a Central 

Rotational Compound Design (CCRD) was performed to investigate the effect of operational 

parameters such as temperature (20-45 ºC), agitation (0-200 RPM) and pH (3-14) on fungal 

performance and enzyme production profiles. The biocomposites produced in this study were 

relevant for the control in the pre-emergence of the model plant Cucumis sativus, with vigor 

rates of up to 8.05% and in the post-emergence of the weed Conyza bonariensis with phytotoxic 

damage of up to 100% after 15 days of application. Among the enzymes analyzed, peroxidases 

were the ones that showed the highest activity, and the brown dye was the one that showed the 

most promising degradation among the tested textile dyes (about 54.42% of degradation). In 

this study, the integration of bioprocesses and circular economy, through the recovery of raw 

material, it is promising, both for the valorization of biomass and for the production of 

biocomposites with high added value and with different functionalities with zeal for 

sustainability and environment.  

Keywords: Enzymes. Bioherbicides. Textile effluents. Microalgae biomass. 
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1  INTRODUÇÃO 

Nas últimas décadas, houve um crescente interesse no potencial biotecnológico das 

microalgas, principalmente devido à identificação de diversas substâncias sintetizadas por estes 

organismos. A grande variabilidade na composição bioquímica da biomassa obtida das culturas 

microalgais, aliadas ao estabelecimento de tecnologia de cultivo em grande escala e uso do 

melhoramento genético vêm permitindo que determinadas espécies sejam comercialmente 

utilizadas (DERNER et al., 2006; ODJADJARE; MUTANDA, OLANIRAN, 2015). 

A biomassa de microalgas tem sido usada principalmente como matéria-prima para 

várias bio-comodities como biodiesel, biogás, biohidrogênio e outros biocombustíveis 

(RODOLFI et al., 2009; MARKOU et al., 2012; WANG et al., 2017; KUMAR et al., 2018). 

Sistemas de cultivo baseado em águas residuais agrícolas e dos efluentes da digestão anaeróbia, 

são considerados uma valiosa fonte alternativa e econômica de nutrientes para o crescimento 

de microalgas em larga escala. O desenvolvimento de microalgas nesses ambientes, além de 

produzir uma biomassa relativamente valiosa, oferece vantagens significativas em termos do 

tratamento de águas residuais, reduzindo assim possíveis riscos de eutrofização com a descarga 

incorreta dos efluentes da digestão anaeróbia (JI et al., 2014; PRANDINI et al., 2016). 

O uso de tecnologias simples para o cultivo de microalgas nesses ambientes, é visto 

como uma excelente abordagem para promover a melhor gestão desse resíduo, incluindo o 

tratamento e a geração de biomassa com alto valor agregado no mercado e aos interesses 

biotecnológicos, que juntos desenvolvem o conceito de economia circular em um processo de 

biodigestão. 

A utilização de biomassa de microalgas em processos de fermentação é um assunto 

relativamente recente e que tem sido muito explorado nos últimos dez anos. Em processos 

fermentativos, a busca por meios de crescimento alternativos aos meios sintéticos 

convencionais existentes tem merecido ampla atenção. Segundo Basu et al. (2015), os processos 

fermentativos passaram por diversas mudanças ao longo do tempo, mas alguns desafios ainda 

permanecem, como especificidade de substratos, custos do processo e ampliação de escala. 

Existe uma ampla exploração sobre a capacidade de fontes alternativas atenderem a 

especificidade no crescimento de diferentes microrganismos, como também para a redução de 

custos em fermentações em grande escala; processos esses tão necessários e fundamentais para 

a biotecnologia (BASU et al., 2015; KLAIC et al., 2015). 
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De acordo com Wösten et al. (2019), os fungos filamentosos são utilizados há mais de 

um século como fábricas celulares versáteis e altamente produtores de enzimas, antibióticos, 

ácidos orgânicos, entre outros compostos. Segundo Verma et al. (2007), espécies de 

Trichoderma spp. têm sido utilizados em uma ampla gama de produções comerciais de enzimas 

como celulases, hemicelulases, proteases, 𝛽-1,3-glucanase, peroxidase e lacase. Recentemente, 

Bordin et al. (2018) estudaram o efeito de biocompostos produzidos por Trichoderma 

koningiopsis como atividade herbicida em plantas daninhas relacionando o efeito de 

fitotoxicidade por meio da ação de enzimas como amilase, celulase, lipase e peroxidase 

presentes no extrato fermentado, obtendo-se resultados satisfatórios para a espécie Euphorbia 

heterophylla. 

Um dos maiores gargalos da agricultura moderna para manter a produtividade é lidar 

com a presença de ervas daninhas resistentes nesses ambientes. Esse processo pode ser devido 

à dinâmica natural do ecossistema, mas sabe-se que as aplicações de herbicidas como 

ferramenta de controle para essas plantas têm um grande efeito no ponto de vista da resistência 

(PEROTTI et al., 2020). A forte dependência do uso intensivo e desordenado de herbicidas 

sintéticos para o controle de plantas daninhas tem sido questionado por muitos anos, e os 

problemas decorrentes de seu uso exagerado têm sido cada vez mais frequentes e significativos 

(CORDEAU et al, 2016). 

Antes da década de 1990, agricultores tinham a disposição herbicidas com diferentes 

modos de ação que eram lançados no mercado a intervalos de poucos anos. Isso fazia com que 

a resistência das ervas daninhas fosse combatida, já que os produtos atingiam diferentes locais-

alvo das plantas (DUKE, 2011). Porém nos últimos 20 anos não houve a implantação de 

nenhum importante herbicida com modo de ação diferente dos já existentes, fazendo com que 

o surgimento de novas plantas daninhas resistentes aumentasse (DUKE, 2012). Atualmente, a 

preocupação do público com a segurança ambiental dos herbicidas sintéticos tem aumentado o 

interesse no desenvolvimento de métodos alternativos que sejam eficientes no controle de 

plantas daninhas e também na minimização de impactos ambientais (CORDEAU et al., 2016).  

Por isso, o manejo sustentável de ervas daninhas é especialmente importante para 

amenizar as pressões ambientais que a agricultura mundial enfrenta, permitindo aos agricultores 

serem economicamente sustentáveis reduzindo os impactos ambientais na agricultura e 

garantindo maior segurança alimentar e social (CORDEAU et al., 2016). Os bioherbicidas são 

definidos como produtos de origem natural que podem ser organismos vivos, relacionados 

especificamente a microrganismos ou os metabólitos que são formados ao longo de seu 

crescimento e desenvolvimento (BAILEY, 2014). O uso desses microrganismos na agricultura 
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pode promover o retardo no desenvolvimento de plantas invasoras agindo como uma forma de 

biocontrole e proteção ao meio ambiente (BOYETTE; HOAGLAND, 2015; 

RADHAKRISHNAN; ALQARAWI; ABD_ALLAH, 2018). No entanto, poucos trabalhos 

elucidam a fisiologia das plantas quando realizada a interação com os bioherbicidas, porém 

alguns estudos trazem processos metabólicos significativos que ocorrem (fotossíntese, 

antioxidantes, nutrientes e hormônios), após o estresse na planta, afetando diretamente as 

funções celulares regulares como a divisão celular, síntese de pigmentos, absorção de nutrientes 

e reguladores de crescimento (RADHAKRISHNAN; ALQARAWI; ABD_ALLAH, 2018). 

Entretanto, embora considerados promissores os estudos nessa área, a pesquisa sobre 

bioherbicidas tem recebido menor apoio de administradores e agências financiadoras do que os 

herbicidas convencionais, o que pode se caracterizar como o maior obstáculo da introdução de 

novos agentes de controle biológico no mercado (KLAIC et al., 2015). 

O interesse em enzimas de baixo custo e que atendam especificidades desejadas em 

várias áreas também é um tema forte de pesquisa. A tecnologia enzimática é um campo bastante 

promissor dentro das novas tecnologias para síntese de compostos de alto valor agregado, o que 

torna possível a aplicação de diversas enzimas, seja para qualidade final de um produto, ou na 

redução de custos de processos (MALDONADO, 2006). De acordo com uma pesquisa da 

Business Communication Company (2018), o mercado global de enzimas deve atingir até US$ 

7,0 bilhões em 2023. Nesse mercado são predominantes as hidrolases como por exemplo, 

amilases, celulases, lipases e proteases (BILAL; IQBAL, 2019). As projeções de mercado 

preveem um direcionamento forte para a indústria de alimentos, têxtil, papel, couro, detergente, 

alimentação animal e biocombustível. Na última década a indústria de enzimas experimentou 

um crescimento significativo. Isso revela um forte indicativo que para os próximos anos esse 

mercado tende a crescer ainda mais em virtude da demanda global por tecnologias mais limpas 

e ecológicas para proteger o meio ambiente (BUSINESS COMMUNICATION COMPANY, 

2018). 

Na área ambiental, a aplicação de enzimas para o tratamento de efluentes foi proposta 

pela primeira vez em 1930. Porém, a sua utilização na remoção de poluentes químicos 

específicos só foi desenvolvida no ano 1976 (DEMARCHE et al., 2012). Uma revisão recente 

abordou as notáveis potencialidades biocatalíticas de lacases e peroxidases para degradar 

diferentes classes de poluentes orgânicos. Por apresentar propriedades catalíticas exclusivas e 

alta seletividade, estas enzimas são candidatas biocatalíticas na transformação biológica de uma 

série de contaminantes tóxicos em parcelas inofensivas para o meio ambiente (MORSI et al., 

2020). A abordagem biológica que utiliza enzimas oxidorredutases, por exemplo, as 
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peroxidases, para degradação de poluentes é uma área de pesquisa relativamente nova e 

promissora. Entretanto, apesar de muitas vantagens, é importante mencionar que alguns 

desafios precisam ser superados, como os altos custos dos biocatalisadores, reutilização 

enzimática e alteração da conformação em condições ambientais adversas (PANDEY et al., 

2017; MORSI et al., 2020). 

A fonte comercial mais utilizada de peroxidase é a de raiz forte (horsehadish 

peroxidase), muito cultivada em países de clima frio e em pequena escala de produção, o que 

torna os custos de produção da enzima elevados em virtude da disponibilidade limitada da 

planta (SILVA et al., 2011). Dessa forma, a aplicação dessas enzimas no contexto ambiental, 

inviabiliza economicamente sua utilização no que se refere por exemplo, ao tratamento de 

efluentes líquidos para remoção de compostos recalcitrantes. Portanto, há um interesse 

crescente por novas fontes desta enzima e por processos de obtenção de baixo custo, que 

possibilitem a sua utilização como biocatalisador ambiental.  

O tratamento de efluentes sintéticos da indústria têxtil utilizando extratos enzimáticos 

brutos contendo peroxidase e lacase é uma das investigações que foi realizada neste trabalho. 

Os corantes sintéticos são projetados para serem geralmente resistentes ao desbotamento. Sua 

estrutura aromática, altamente complexa, os torna resistentes às atividades ambientais 

degradantes. Eles não apenas precisam manter o ambiente alcalino ou ácido, mas também 

precisam resistir à lavagem com sabonetes e agentes clareadores, além de serem resistentes à 

irradiação leve e ultravioleta (ALI et al., 2013). 

Uma quantidade bastante relevante (10-15%) do total de corantes da indústria têxtil, 

após o processo de tingimento é descarregada no meio ambiente como efluentes (SAROJ et al., 

2014). Estima-se que apenas as indústrias têxteis gerem cerca de 4500 milhões de quilolitros 

de águas residuais por ano (SINGH et al., 2013). Em virtude da grande variedade de estrutura 

desses compostos não existe uma metodologia que seja universalmente utilizada para o 

tratamento de efluentes têxteis. Dentre as técnicas que vêm sendo desenvolvidas, pode-se citar 

os tratamentos biológicos, que apresentam grande potencial de remoção de cor (GUARATINI; 

ZANONI, 2000). 

Várias investigações relataram o uso de peroxidases para a remoção de corantes azo, 

obtendo porcentagens de descoloração que variam de 50 a 90% em diferentes condições 

operacionais (MARCHIS et al, 2011; NOUREN; NAWAZ, 2015; SILVA et al., 2012). Apesar 

da variedade de fontes de peroxidases, não foram encontrados relatos anteriores nos principais 

bancos de dados científicos (Web of Science e Scopus, período: all years) relacionados à 

aplicação de peroxidases obtidas da fermentação fúngica utilizando um subproduto do 
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tratamento de dejetos da suinocultura para remoção de cores. O levantamento de artigos ocorreu 

com a inserção das seguintes palavras-chave: “microalgae biomass*” AND “fungal 

fermentation*” AND “degradation of synthetic dyes*”. O campo de busca consistiu em título 

do artigo, resumo e palavras-chave. 

Nesse sentido, a proposta deste trabalho foi investigar o potencial de biocompostos 

produzidos por fermentação submersa, utilizando Trichoderma koningiopsis e biomassa de 

microalgas recicladas em três diferentes aplicações: (I) Agentes bioherbicidas na pré e pós-

emergência de Cucumis sativus e plantas daninhas respectivamente; (II) Produção de enzimas 

com interesse industrial e ambiental; (III) Degradação de corantes sintéticos similares aos 

utilizados pela indústria têxtil. Considerando a importância do conhecimento dos fatores que 

influenciam o crescimento de fungos em cultura submersa, foram investigadas também 

diferentes condições operacionais para o crescimento de Trichoderma koningiopsis. A 

integração do conceito de economia circular com uma abordagem na produção de 

bioherbicidas, enzimas e tratamento de efluentes sintéticos de indústria têxtil ainda é um assunto 

não explorado na literatura. Em ampla pesquisa realizada na literatura (Web of Science, Scopus 

considerando os últimos 50 anos) este parece ser o primeiro estudo focado nesse processo, que 

busca um ciclo fechado no tratamento de efluentes da suinocultura com a recuperação de 

matéria-prima resultante do polimento de efluentes para o cultivo de microrganismos visando 

à produção de biocompostos com diferentes interesses biotecnológicos. 
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2  OBJETIVOS 

2.1 OBJETIVO GERAL 

Avaliar o potencial da utilização de biomassa de microalgas em processos 

fermentativos submersos, visando produção de biocompostos com aplicações ambientais. 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 Avaliar a capacidade de crescimento de Trichoderma koningiopsis em meio de cultura 

utilizando biomassa de microalgas recuperadas do polimento terciário de efluentes da 

suinocultura; 

 Investigar parâmetros operacionais utilizando a metodologia de planejamento 

experimental; 

 Aplicar biocompostos produzidos como ação bioherbicida na pós-emergência de plantas 

daninhas resistentes e na pré-emergência de Cucumis sativus; 

 Avaliar a produção de biocatalisadores enzimáticos; 

 Avaliar o potencial dos biocompostos na degradação de efluentes sintéticos. 
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3 METODOLOGIA 

Neste item serão abordadas as metodologias utilizadas para a realização deste trabalho. 

Com base no fluxograma apresentado na Figura 1, é possível apresentar de forma esquemática 

as principais etapas que foram realizadas. Os processos aqui descritos serão detalhados ao longo 

deste tópico. 

Figura 1: Esquematização das etapas realizadas neste trabalho. 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

3.1 AQUISIÇÃO DA MICROALGA E FUNGO 

3.1.1 Obtenção da biomassa de microalga 

Neste estudo, foi utilizado um consórcio microalgal, sendo predominante composta 

(>95 %) por microalga Chlorella spp. A biomassa foi cedida pela Embrapa Suínos e Aves 

(Concórdia, SC), sendo resultante do processo de ficorremediação da água residuária da 

suinocultura, após o tratamento anaeróbio (UASB). A caracterização da biomassa microalgal 

ocorreu na própria Embrapa.  

No sistema de ficorremediação, as microalgas foram cultivadas em batelada sob 

condições não estéreis, em um reator de 500L (Ø 121,2 cm e altura 58,4 cm), sob a luz natural 

(321,5 ± 411,4 μmol/m2.s) e temperatura controlada de 25 °C. O reator foi mantido sob agitação 

contínua - aquarium pump (S300, Sarlobetter®, BR). O cultivo foi realizado utilizando 
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digestato anaeróbio (6% v/v), pós UASB, inoculado com 30% (v/v), aproximadamente 70 mg 

de microalga (biomassa seca)/L.  Após 12 dias de cultivo, a biomassa presente no reator (3 - 4 

g biomassa fresca/L) foi separada por centrifugação (3,000×g, em 25˚C por 30 min; EVODOS, 

T10, Netherlands). Após a centrifugação a biomassa foi imediatamente congelada (-80 ºC) ou 

liofilizada (72 horas; -50ºC e pressão de vácuo) (Model 030-JJ LJI Scientific) para posterior 

utilização no processo fermentativo (MICHELON et al., 2016). 

 

3.1.2 Obtenção do fungo 

O microrganismo utilizado para a produção dos biocompostos foi o Trichoderma 

koningiopsis (Figura 2), obtido no banco de microrganismos do Laboratório de Agroecologia 

da Universidade Federal da Fronteira Sul - Campus Erechim/RS. O fungo utilizado foi 

selecionado por apresentar resultados satisfatórios ao controle de plantas daninhas em testes 

preliminares sendo isolado a partir da planta daninha Digitaria ciliares, no município de Quatro 

Irmãos no Rio Grande do Sul (REICHERT JR. et al., 2019).  

Para a manutenção e crescimento das cepas utilizou-se a técnica de repicagem em placas 

Petri (Figura 2) contendo meio de cultivo Ágar Batata Dextrose (ABD). As placas foram 

mantidas em estufa bacteriológica por 7 dias a 28 ºC até serem utilizadas para as fermentações. 

 

Figura 2. Crescimento de Trichoderma koningiopsis em estufa bacteriológica (A). 

Trichoderma koningiopsis após 7 dias de cultivo em PDA (B). 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

A B 
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3.2 PROCESSO FERMENTATIVO 

Buscando relacionar a composição bioquímica da microalga com a composição química 

de meios sintéticos otimizados por Bordin et al. (2018), realizaram-se testes preliminares 

utilizando a biomassa microalgal em diferentes condições: 1) biomassa bruta (com 89% 

umidade); 2) biomassa liofilizada; 3) biomassa bruta e liofilizada pré-tratadas com sonda de 

ultrassom (potência 80%, tempo 10 min e 3 pulsos). A Tabela 1 descreve a composição e 

condições utilizadas nos testes fermentativos iniciais.  

Tabela 1. Descrição dos testes realizados utilizando biomassa de microalgas como única fonte 

de carbono. 

Ensaio Microalga Descrição 

F1 Fresca 7,5% (m/v) de microalga + 106 esporos/mL T. koningiopsis 

F2 Fresca 
7,5% (m/v) de microalga pré-tratada com sonda de ultrassom + 

106 esporos/mL T. koningiopsis 

F3 Fresca 
10% (m/v) de microalga pré-tratada com sonda de ultrassom + 

106 esporos/mL T. koningiopsis 

F4 Fresca 10% (m/v) de microalga + 106 esporos/mL T. koningiopsis 

L1 Liofilizada 7,5% (m/v) de microalga + 106 esporos/mL T. koningiopsis 

L2 Liofilizada 
7,5% (m/v) de microalga pré-tratada com sonda de ultrassom + 

106 esporos/mL T. koningiopsis 

L3 Liofilizada 

10% (m/v) de microalga pré-tratada com sonda de ultrassom + 

106 esporos/mL T. koningiopsis 

L4 Liofilizada 
10% (m/v) de microalga + 106 esporos/mL T. koningiopsis 

* O processo de pré-tratamento foi realizado imediatamente antes da inoculação dos esporos fúngicos com base 

na condição 3 anteriormente citada. 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

O meio fermentativo foi realizado em frascos erlenmeyers de 300 mL com volume útil 

de 150 mL e esterilizado em autoclave por 20 min e 121 ºC. Após, inoculou-se 106 esporos/mL 

do microrganismo T. koningiopsis. A fermentação foi conduzida em agitador orbital a 28 ºC, 

120 RPM, por 72 horas (BORDIN et al. 2018).  

Após testes preliminares, foi realizado um Delineamento Composto Central Rotacional 

(DCCR) com o intuito de avaliar a influência dos parâmetros operacionais temperatura (20-45 

ºC), agitação (0-200 RPM) e pH (3-14) no desempenho fúngico e, concomitantemente, na 
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quantificação enzimática. Ao final dos testes enzimáticos os biocompostos foram aplicados em 

testes de germinação de Cucumis sativus na pré-emergência. 
A biomassa final (contendo microalgas mais micélio fúngico) foi determinada pelo 

método da massa celular seca, expressa em gramas de biomassa seca por litro (GERN, 2005). 

Primeiramente identificou-se e pesou-se papeis filtro Whatman nº1 juntamente com placas de 

Petri, anotando-se os valores. Toda biomassa presente no frasco Erlenmeyer foi filtrada nos 

respectivos papeis filtro e posteriormente conduzidos para secagem em estufa por 48 h a 60ºC. 

Após o período de secagem, as amostras foram alocadas em dessecadores até atingir a 

temperatura ambiente e posteriormente pesados. A biomassa final foi calculada pela diferença 

de massa entre as pesagens. O extrato líquido (filtrado, denominado por este estudo como 

biocomposto) foi utilizado para quantificação enzimática. A figura 3 demonstra a obtenção dos 

extratos pela filtragem do biocomposto após o processo fermentativo. 

Figura 3. Filtragem e obtenção dos extratos enzimáticos após o processo fermentativo. 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

3.3 ATIVIDADES ENZIMÁTICAS  

Para avaliar a atividade enzimática presente nos extratos, cinco enzimas foram 

selecionadas nesse estudo: celulase, lipase, amilase, peroxidase e lacase, que, conforme 

documentadas na literatura, podem se relacionar com efeitos de biocontrole em plantas 

daninhas (BORDIN et al., 2018; REICHERT JR. et al., 2019) e no tratamento de efluentes da 

indústria têxtil (BILAL et al., 2018; MORSI et al., 2020).  
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3.3.1 Lipase 

Para a quantificação dessa enzima foi utilizado a metodologia proposta por Treichel et 

al. (2016) preparando-se uma emulsão de azeite de oliva a 10% (m/v) e 5% (m/v) de goma 

arábica diluídos em 90% (v/v) de solução tampão fosfato de sódio 100 mM pH 6. A mistura foi 

homogeneizada com o auxílio de um agitador de bancada. Cada amostra foi composta por 9 

mL dessa emulsão acrescendo-se 1 mL do extrato fermentado sendo submetidas a agitação 

orbital de 165 rpm por 32 minutos a 35 ºC. Posteriormente, para cada amostra foi adicionado 

10 mL de solução acetona/etanol (1:1 v/v) para cessar a reação e as amostras foram submetidas 

em processo titulométrico utilizando NaOH 0,050 M como titulante até atingir pH 11. Para o 

controle, a adição de acetona/etanol foi antecipada da adição do extrato fermentado, para 

garantir que a reação não ocorra. Para a determinação da atividade lipásica foi utilizado a 

Equação 1.  

𝐴𝑡 =
(𝐴𝑎−𝑉𝑏)∗𝑀𝑁𝑎𝑂𝐻

𝑡∗𝑉𝑐
∗ 1000                 Equação (1) 

 

Sendo que: Aa = média das amostras; Vb = valor do controle; MNaOH = molaridade do 

Hidróxido de sódio; t = tempo reacional; Vc = volume do extrato utilizado. 

3.3.2 Celulase 

Para quantificação dessa enzima foi seguida a metodologia proposta de Ghose (1987) 

utilizando 50 mg de papel filtro Whatman número 1 como fonte de celulose. As 50 mg foram 

adicionadas em tubos de ensaio contendo 2 mL de tampão acetato 0,2 M e pH 5,5. Para 

promover a reação, adicionou-se 1 mL do extrato fermentado aos tubos de ensaio e 

posteriormente levados em banho termostático por 1 hora a 50 ºC. Para o controle negativo 

utilizou-se 1 mL de água destilada ao invés do extrato enzimático. Após decorrido o tempo de 

reação avaliou-se a liberação de açúcares redutores totais das amostras pelo método de DNS 

(ácido 3,5 dinitrosalissílico) em comprimento de onda de 540 nm (MILLER, 1959). Para a 

celulase a unidade (U) foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 µmol 

de açúcar redutor por minuto nas condições da reação. 

3.3.3 Amilase 

A quantificação de enzimas amilase presentes no extrato fermentado foi baseada em 

estudos desenvolvidos por Fuwa (1954) e Pongsawasdi e Yagisawa (1987). Utilizou-se amido 
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solúvel como substrato diluídos na proporção 1:100 (m/v) em tampão acetato 100 mM e pH 

5,0.  Após, 1 mL dessa solução foi transferida para tubos de ensaio adicionando-se também 

1mL do extrato enzimático produzido pela fermentação. As amostras foram levadas em banho 

termostático por um período de 10 minutos e temperatura de 38 ºC. Da mesma forma que para 

a celulase, o controle foi realizado com a substituição do extrato enzimático por água destilada. 

A atividade enzimática também foi determinada por meio do método DNS (ácido 3,5 

dinitrosalissílico) (MILLER, 1959). Para a amilase a unidade (U) foi definida como a 

quantidade de enzima necessária para liberar 1 µmol de açúcar redutor por minuto nas 

condições da reação. 

 

3.3.4 Peroxidase 

A enzima peroxidase foi quantificada com base na metodologia de Devaiah e Shetty 

(2009), utilizando 1,5 mL de tampão fosfato 5 mM e pH 5,0, 2 mL de água destilada, 0,5 mL 

de guaiacol 1% (v/v) e 1 mL de peróxido de hidrogênio 0,08% (v/v). Todos os reagentes que 

compõe o meio reacional foram adicionados em tubos de ensaio e acrescidos de 1 mL do extrato 

fermentado e submetidos em banho termostático por um período de 10 minutos e temperatura 

de 35 ºC. A reação frente ao guaiacol foi avaliada em espectrofotômetro UV-VIS 470 nm 

(KHAN; ROBINSON, 1994). Uma unidade da atividade da peroxidase representou a oxidação 

de 1 µmol de guaiacol em 1 min nas condições de ensaio. 

3.3.5 Lacase 

Para determinar a atividade da lacase, adaptou-se a metodologia proposta por Hou et 

al., (2004), utilizando 2,2′-azino-di- (3-etilbenzotialozin-6-sulfônico) (ABTS) como substrato 

enzimático. A mistura de reação continha 0,4 mL de ABTS 10 mM e 3,4 mL de tampão acetato 

de sódio 50 mM, pH 4,8 e 0,2 mL do extrato enzimático, levados a um banho termostático a 

40°C por 5 minutos. As amostras foram analisadas por espectrofotômetro a 420 nm. Uma 

unidade de atividade (U) foi definida como o número de µmol de ABTS oxidados por minuto.  

3.4 BIOCOMPOSTOS COM APLICAÇÃO AMBIENTAL 

Além do estudo da produção enzimática conforme visualizado no item 3.3, o 

biocomposto também foi estudado quanto ao potencial bioherbicida na pré e pós-emergência 
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de plantas e também, quanto a degradação de efluentes sintéticos similares aos utilizados pela 

indústria têxtil. 

3.4.1 Testes de germinação na pré-emergência de Cucumis sativus 

A ação dos extratos bioherbicidas provenientes do DCCR foi avaliada na germinação 

da espécie Cucumis sativus (Pepino Esmeralda tipo Caipira). Os ensaios foram realizados em 

caixas gerbox previamente desinfetadas com álcool 70% e forradas com folha de papel filtro 

(Germitest®) umedecidas com o respectivo tratamento (biocomposto produzido) 

correspondendo um volume de 2,5 vezes o peso do papel (8 mL), de acordo com as Regras para 

Análise de Sementes – RAS (BRASIL, 2009). 

Após, foram semeadas 4 repetições de 25 sementes, totalizando 100 sementes por 

tratamento e acondicionados em estufa incubadora (tipo BOD), com temperatura constante (25 

ºC) e fotoperíodo de 12/12 horas de luz/escuro. 

Para a análise do teste de germinação, contabilizou-se o número de sementes germinadas 

e o número de sementes que germinaram e tornaram-se plantas saudáveis. Posteriormente, esses 

dados foram expressos em percentagem de inibição de germinação ou de plantas anormais 

(plantas que não tiveram seu crescimento saudável). A avaliação do número de sementes 

germinadas foi feita aos 4 e aos 8 dias após a instalação do experimento, seguida de outra 

avaliação aos 10 dias para medição do comprimento do hipocótilo e da raiz primária (plantas 

com germinação hipógea), com o auxílio de paquímetro (PDV 1500 - Vonder - Brasil). Para 

esse teste, foram contabilizadas como germinadas, as sementes que apresentaram crescimento 

da radícula superior a 2 mm, segundo descrito na RAS (BRASIL, 2009).  

A germinação foi calculada por meio da equação: 

(%)G =
ni1+ni2+ni3+ni4

A
∗ 100             Equação (2) 

Em que: ni: é o número de sementes germinadas em cada repetição; A, total de sementes 

utilizadas. 

E o índice de vigor (IV) calculado por meio da equação: 

Índice de vigor (IV) = (Hipocótilo + Raiz primária) ∗ (%)G    Equação (3) 
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3.4.2 Pós-emergência em plantas daninhas resistentes 

Os biocompostos obtidos foram avaliados quanto sua ação bioherbicida frente a plantas 

daninhas cultivadas em casa de vegetação, com controle de temperatura (24 ºC) e sem controle 

de luminosidade. Foram utilizados os biocompostos que apresentaram melhores desempenhos 

das atividades enzimáticas obtidas nos ensaios preliminares. O biocomposto foi aplicado com 

a ajuda de um pincel devido à viscosidade do extrato. Os danos foliares foram avaliados após 

7 e 15 dias de tratamento com base de metodologias recomendadas pela Sociedade Brasileira 

da Ciência das Plantas Daninhas (1995). As plantas selecionadas para o estudo compreendem 

aquelas que apresentam resistência por herbicidas sintéticos como: Bidens pilosa (picão preto), 

Conyza bonariensis (buva), Urochloa plantaginea (papuã) e Euphorbia heterophylla (leiteiro) 

(HEAP, 1999; CERDEIRA et al., 2007; DIAS et al., 2018; HEAP, 2019). 

3.4.3 Degradação de efluentes sintéticos da indústria têxtil 

Os extratos brutos produzidos após o processo fermentativo também foram avaliados 

quanto a capacidade de degradação de corantes sintéticos similares aos utilizados pela indústria 

têxtil. Primeiramente escolheu-se um dos extratos provenientes da fermentação preliminar para 

avaliar a especificidade enzimática em quatro corantes diretos utilizados na indústria têxtil: 

vermelho (455 nm), azul (595 nm), amarelo (414 nm) e marrom (530 nm). Para cada corante, 

foram realizados dois ensaios. Um usando 5 mL e outro 10 mL do extrato enzimático bruto. As 

amostras foram preparadas com 100 mg/L de cada corante e 40 mg/L de peróxido de hidrogênio 

a 35%, totalizando um volume final de 0,1 L (MARQUES et al., 2017). A reação enzimática 

foi conduzida em agitador orbital por 5 horas a 160 RPM e 25 °C. Posteriormente, a degradação 

foi analisada usando espectrofotômetro com os respectivos comprimentos onda para cada 

corante mencionados acima. A quantidade de corante degradado foi determinado por meio da 

Equação 4 expressa a seguir. 

 

𝐷𝑒𝑔𝑟𝑎𝑑𝑎çã𝑜 (%) =
𝐴𝐵𝑆𝐼𝑁𝐼𝐶𝐼𝐴𝐿−𝐴𝐵𝑆𝐹𝐼𝑁𝐴𝐿

𝐴𝐵𝑆𝐼𝑁𝐼𝐶𝐼𝐴𝐿
 𝑋 100      Equação 4 

 

Em que: ABSINICIAL = Absorbânica inicial; ABSFINAL = Absorbância final. 

 

Após os estudos preliminares com os diferentes corantes têxteis também foram 

aplicados os extratos obtidos no DCCR para o corante que apresentou a degradação mais 
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promissora. Essa etapa consistiu em analisar a relação entre as diferentes atividades observadas 

pelos 17 ensaios com a degradação dos corantes.  

 

3.5 TRATAMENTO ESTATÍSTICO DOS DADOS 

Os dados obtidos através da realização dos ensaios foram analisados com auxílio do 

Software Protimiza Experimental Design (https://experimental-design.protimiza.com.br), sendo 

realizado a análise de efeito das variáveis, bem como a análise de variância (ANOVA) 

(RODRIGUES; IEMMA, 2014). 

 

4  RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.1 CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA  

A composição da biomassa microalgal após o processo de ficorremediação do digestato 

resultante da produção de biogás apresentou os seguintes resultados: 56,1% de proteínas, 34,7% 

de carboidratos, 1,7% de lipídios e 7,8% de minerais (MICHELON et al., 2016). Visando 

encontrar uma quantidade equivalente (em massa) de biomassa, essa caracterização foi 

relacionada com meios quimicamente definidos utilizados para crescimento de Trichoderma 

koningiopsis em pesquisas anteriores realizadas pelo grupo de pesquisa (BORDIN, et al., 2018). 

A descrição sobre a composição do meio de cultivo e as quantidades de massa utilizadas estão 

apresentadas na seção 3.2. A Tabela 2 apresenta os resultados do processo fermentativo 

realizado. 

 

4.2 PRODUÇÃO DE ENZIMAS E INTERAÇÃO COM O SUBSTRATO 

A partir dos ensaios iniciais de fermentação que foram realizados com a utilização de 

diferentes tipos de microalga (bruta e liofilizada), verificou-se que houve uma grande produção 

de peroxidases com a utilização de biomassa liofilizada e que o pré-tratamento ultrassônico não 

foi determinante para a produção dessa enzima (Tabela 2). Em comparação com resultados 

encontrados por Bordin et al. (2018), utilizando meio sintético para crescimento do fungo, 

observa-se uma maior produção de peroxidases utilizando biomassa de microalga. Para as 

demais enzimas a substituição do meio sintético pela biomassa não foi promissor.   
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Tabela 2. Atividade enzimática e produção de biomassa após fermentação utilizando T. 

koningiopsis com biomassa microalgal fresca e liofilizada sob diferentes condições. 

Condições 
Biomassa fresca** Biomassa liofilizada** Meio 

sintético* F1 F2 F3 F4 L1 L2 L3 L4 

A
ti

v
id

a
d

e 
en

zi
m

á
ti

ca
 

(U
/m

L
) 

Peroxidase 0,00 0,00 666,67 766,67 2966,70 133,30 15400,00 16200,00 41,00 

Celulase 0,50 0,00 0,00 0,25 0,00 0,00 3,99 5,99 10,62 

Amilase 0,00 0,00 2,25 0,00 0,00 0,00 0,00 6,98 17,25 

Lipase 0,00 0,00 0,75 1,57 0,00 0,00 0,00 0,00 3,22 

Biomassa (g/L) 2,26 2,09 4,78 4,75 11,44 13,21 14,31 14,05 1,85 

*Resultados de produção enzimática utilizando meios sintéticos para crescimento de T. koningiopsis que 

representaram melhor efeito bioherbicida em H. heterophylla (BORDIN et al., 2018).  

**A composição dos ensaios F1; F2; F3; F4; L1; L2; L3; L4 está descrita na Tabela 1. 

 

O ensaio L4 foi o maior produtor de peroxidase e amilase (16.200,00 e 6,98 U/mL, 

respectivamente). O ensaio L3 apresentou a maior produção de celulase e biomassa. A celulose 

é o principal carboidrato na parede celular das microalgas e é propensa à degradação 

enzimática, enquanto o amido, substrato da amilase, é encontrado nos plastídeos (intracelulares) 

(CHU et al., 1982; SANDER; MURTHY, 2009; VELAZQUEZ-LUCIO et al., 2018). A alta 

produção de biomassa pode estar ligada à maior existência de substrato e também aos maiores 

rendimentos de celulase que quebram a celulose e geram um substrato valioso para o 

crescimento de fungos, a glicose. 

Também houve produções de amilase somente quando se detectou a presença de 

peroxidase com lipase (ensaio F3) e peroxidase com celulase (ensaio L4) sugerindo que 

possivelmente existe um sinergismo entre essas enzimas na dissolução de membranas e na 

quebra dos polissacarídeos presentes na parede celular da microalga tornando acessível 

carboidratos como o amido para o crescimento fúngico que está presente intracelularmente 

(VELAZQUEZ-LUCIO et al., 2018). Enzimas exógenas como estas já foram relatadas por 

perturbarem significativamente as paredes celulares das microalgas liberando nutrientes presos 

com importante valor nutricional (COELHO et al., 2019).  
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Estudos que analisaram o co-cultivo de microalga com fungos filamentosos em 

processos de peletização para remoção de células microalgais do meio líquido, afirmam que as 

células de microalgas foram incorporadas na malha das hifas fúngicas com aumento na 

produção de biomassa e sem alteração na composição de lipídios (XIE et al., 2013). Esse mesmo 

efeito pode ser visualizado na Figura 4. Os autores também enfatizam que o efeito sinérgico de 

produção de biomassa e acúmulo de lipídios se deve a utilização fúngica dos carboidratos na 

parede celular das microalgas (XIE et al., 2013). 

 

 

Figura 4. Demonstração da incorporação de hifas fúngicas com a biomassa de microalgas. 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

4.3 APLICAÇÃO EM PLANTAS DANINHAS RESISTENTES 

Foram selecionadas quatro plantas daninhas resistentes aos herbicidas comerciais para 

averiguação dos efeitos fitotóxicos por meio do biocomposto formado. Decidiu-se aplicar as 

melhores condições obtidas das respostas enzimáticas (ensaio F4 e L4) para avaliar os efeitos 

da aplicação utilizando os extratos produzidos com a biomassa fresca e com biomassa 

liofilizada. A tabela 3 apresenta os resultados dos danos fitotóxicos encontrados e uma 

comparação com demais trabalhos na literatura. A porcentagem dos efeitos foi relacionada com 

o ensaio controle ao qual utilizou-se somente água destilada.   
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Tabela 3. Análise de fitotoxicidade em plantas daninhas após o 7º e 15º dia da aplicação dos 

biocompostos F4 e L4 e comparação com estudos realizados por Bordin et al. (2018), Reichert 

Jr. et al. (2019) e Camargo et al. (2019). 

Espécies 

Respostas aos danos foliares em (%) 

 Biocomposto 

F4 

 Biocomposto 

L4 

Bordin et 

al. (2018) 

Reichert Jr. 

et al. (2019) 

Camargo 

et al. (2019) 

7ºdia 15ºdia 7ºdia 15ºdia 15º dia 7ºdia 15º dia 

Bidens pilosa Nd 1 5 5 NA Nd 100 

C. bonariensis 70 100 80 40 NA NA 100 

E. heterophylla 2 3 30 20 90 10 100 

U. plantaginea Nd Nd 5 5 NA Nd NA 
Biocomposto F4: Obtido da fermentação com a microalga fresca. Biocomposto L4: Obtido da fermentação com a 

microalga liofilizada. NA: Não aplicado; Nd: Efeito não detectado. 

 

A partir dos resultados de aplicação desse estudo, verificou-se um efeito seletivo dos 

biocompostos F4 e L4 sobre a erva daninha C. bonariensis pela presença de maiores efeitos 

fitotóxicos. Essa espécie pode produzir um número excessivo de sementes não dormentes 

viáveis que são capazes de germinar e completar vários ciclos de vida em apenas 1 ano (WU et 

al., 2007). A diminuição do efeito fitotóxico após o 15º dia com a aplicação do biocomposto 

L4 pode evidenciar a forte resistência dessa erva daninha. Efeito semelhante foi encontrado em 

E. heterophylla por Reichert Jr. et al. (2019). Segundo os autores, após a verificação dos danos 

em 10% durante os 7 dias da aplicação, a planta iniciou a emissão de novos rebentos 

evidenciando uma resposta hipersensível de defesa da planta (REICHERT JR. et al. 2019). 

Os efeitos fitotóxicos após o 15º dia em C. bonariensis foram maiores com a utilização 

do biocomposto produzido a partir da biomassa fresca na fermentação do que em relação ao 

uso da biomassa liofilizada. Além de possibilitar uma redução de custos com o processo de 

secagem da microalga por liofilização, esses resultados mostram-se interessantes por terem 

apresentado um controle satisfatório de uma espécie considerada altamente resistente aos 

herbicidas convencionais. Trabalhos como de Hosseinizand et al. (2017), revelam que 

processos de secagem de microalga, podem produzir efeitos adversos na cor, estrutura, 

composição de lipídios e carboidratos da superfície de Chlorella spp. Nesse caso, esses efeitos 

adversos podem estar influenciando a excreção de enzimas e outros metabólitos bioativos na 

fermentação com T. koningiopsis e por consequência alterando as características de biocontrole 

em C. bonariensis entre os dois biocompostos. 

A ação de enzimas tem sido descrita como um mecanismo chave para possibilitar a 

entrada de microrganismos e seus compostos na planta alvo, facilitando a entrada e a dispersão 

de patógenos através do hospedeiro (REICHERT JR et al., 2019). Diversos microrganismos são 

reportados por possuir enzimas e outros metabólitos secundários bioativos que conseguem 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1049964416300263#b0165
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1049964416300263#b0165
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combater ou evitar os mecanismos de defesa de plantas e agir na regulação do crescimento 

vegetal (KEEN; STASKAWICZ, 1988; VINALE et al., 2008). Além disso, algumas cepas de 

Trichoderma spp. são produtores prolíficos de enzimas, incluindo aquelas necessárias para 

degradar as paredes celulares de plantas (HARMAN et al., 2004). Essas enzimas já foram 

relatadas como agentes auxiliares na atenuação dos efeitos fitotóxicos apresentados em plantas 

durante o controle biológico devido seus possíveis mecanismos de ação sobre as plantas 

(BORDIN et al., 2018; REICHERT JR. et al, 2019). 

Os efeitos de seletividade para a planta daninha C. bonariensis, pode ter relação também 

com possíveis compostos liberados pela microalga durante a degradação enzimática no 

processo fermentativo, pois os resultados de fitotoxicidade em trabalhos que utilizaram o fungo 

T. koningiopsis para crescimento em meios comerciais (glicose, peptona, extrato de levedura e 

outros sais) foram específicos para a espécie Euphorbia heterophylla (BORDIN et al., 2018; 

REICHERT JR et al, 2019). Recentemente Coelho et al. (2019), constatou que a degradação da 

parede celular de Chlorella vulgaris a partir de um “mix” enzimático acarreta na liberação de 

alguns compostos bioativos como proteínas, ácidos graxos saturados e monoinsaturados, 

aminoácidos e alguns tipos de carotenoides como β-caroteno, astaxantina, cantaxantina e 

luteína (COELHO et al., 2019), que possuem atividade antioxidante (GOUVEIA et al., 2005). 

Petpídeos com atividades antioxidantes foram produzidos ao longo do processo de 

ficorremediação da água residuária da suinocultura (MICHELON, et al. 2016). Especula-se que 

esses compostos, juntamente com os metabólitos e outras enzimas produzidas pelo fungo atuam 

de modo sinérgico, fazendo com que o biocomposto apresente características mais promissoras 

e adequadas para o biocontrole de C. bonariensis do que para as demais plantas. Entretanto o 

mecanismo pelo qual isso ocorre ainda não é claro. 

Em comparação com demais estudos apresentados na Tabela 3, resultados promissores 

utilizando o fungo T. koningiopsis também foram encontrados por Camargo et al. (2019) em B. 

pilosa, C. bonariensis e E. heterophylla com até 100% de fitotoxicidade. No estudo, os autores 

apresentaram uma solução inovadora combinando herbicidas sintéticos (ácido 2,4-

diclorofenoxiacético, glifosato e glufosinato de amônio) na fermentação com T. koningiopsis 

gerando um composto eficaz e com ação sinérgica entre bioherbicidas e herbicidas sintéticos 

no controle das três plantas. Nos estudos de Reichert et al. (2019), foram encontrados resultados 

promissores com o uso de adjuvantes e repetição da aplicação sobre as plantas alvo, em até 8 

vezes dentro de um período de 30 dias. Na Figura 5 é possível observar o desenvolvimento das 

plantas após o 15º dia do tratamento com os biocompostos. 
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Figura 5: Ilustração após o 15º dia de tratamento com os biocompostos obtidos do ensaio F4 

e L4. 

Fonte: Laboratório de Agroecologia. 

Alguns estudos mostram que, quando expostas a condições de estresse, as plantas 

produzem um grande número de espécies reativas de oxigênio (EROs). Essas substâncias 

oxidam e modificam componentes celulares, como proteínas, lipídios e ácidos nucléicos, 

impedindo-os de desempenhar suas funções originais e são altamente nocivos em altas 

concentrações. As EROs agem para regular o comportamento estomático, a defesa de patógenos 

e regular vários processos, incluindo a morte celular programada (APEL, HIRT, 2004; 

MITTLER et al., 2004; GILL; TUTEJA, 2010; HOSEINI; ZARGARI, 2013; SCHIPPERS et 

al., 2016; HUANG et al., 2019). Um dos mecanismos utilizados pelas plantas para contornar 

essa situação é baseado em sistemas de defesa antioxidante enzimática (catalase, peroxidase, 

superóxido dismutase, glutationa redutase etc.) e não enzimáticos que agem de forma sinérgica 

e interativa para neutralizar os radicais livres formados e eliminar EROs (APEL; HIRT, 2004; 

BENAVIDES et al., 2005; HUANG et al., 2019). Quando há um desequilíbrio nas células entre 

os sistemas de eliminação e os níveis de EROs, as células entram em um estado oxidativo que 

pode levar à sua morte (HUANG et al., 2019).  Os efeitos fitotóxicos observados podem, 

portanto, estar relacionados a esse desequilíbrio que culmina com o estresse oxidativo e a morte 

das células da planta. Também é interessante mencionar que Trichoderma spp. já foi descrito 

como um micro-organismo que aumenta a produção de enzimas vegetais relacionadas à defesa, 

incluindo várias peroxidases, quitinases, β-1,3-glucanases e a via de hidroperóxido-liase de 

lipoxigenase (KOIKE et al., 2001; HOWELL, 2003; VINALE et al., 2012). 
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4.4 DESEMPENHO FÚNGICO E ANÁLISE DA PRODUÇÃO ENZIMÁTICA EM 

DIFERENTES CONDIÇÕES OPERACIONAIS 

A utilização de substratos de baixo custo nos meios para produção de enzimas em 

grandes quantidades com maior estabilidade e alta atividade é uma demanda cada vez maior 

para seus usos ambientais e industriais (DEBNATH, SAHA, 2020). O interesse deste trabalho 

na análise da quantificação enzimática durante o processo de produção do biocomposto também 

é atribuído a inúmeros estudos que justificam os efeitos da inibição e regulação do crescimento 

das plantas pela ocorrência de diferentes enzimas (BORDIN et al. 2018; REICHERT JR. et al. 

2019; CAMARGO et al. 2019). Portanto, as condições estudadas no planejamento visam 

explorar as respostas de quantificação enzimática resultantes da interação do fungo T. 

koningiopsis e seu substrato (a biomassa de microalgas). 

Uma das limitações à implementação industrial de microrganismos isolados do 

ambiente, como no caso de T. koningiopsis, é que o espectro do produto geralmente varia com 

as expectativas termodinâmicas, mesmo que o sistema seja sistemático e repetível (TEMUDO 

et al., 2007). Essa limitação ocorre principalmente devido à falta de entendimento de como os 

fatores operacionais afetam a comunidade/funcionalidade microbiana e, portanto, o espectro do 

produto (MOHD-ZAKI et al., 2016). 

Estudos anteriores já mostraram que alterações na morfologia dos fungos podem ser 

influenciadas pela composição do meio, pH, temperatura de cultura, agitação, aeração, entre 

outros (PAPAGIANNI, 2004; LIAO et al., 2007). Cada fator mencionado tem importância 

diferente nas morfologias do crescimento, como, por exemplo, algumas linhagens de Rhizopus 

sp. requerem forte agitação, enquanto cepas de Penicillium chrysogenum exigem altos valores 

de pH (METZ, KOSSEN 1977). 

Com os resultados satisfatórios obtidos com o uso da biomassa fresca e isenta de pré-

tratamento nos testes iniciais, optou-se continuar com esse tipo de biomassa no projeto 

experimental, descartando duas operações unitárias que consomem alta energia no processo: 

secagem por liofilização e pré-tratamento da biomassa por ultrassom.  

Devido à alta produção de peroxidases nos testes preliminares, optou-se por 

adicionalmente analisar uma possível produção de lacases, que também atua com processos 

oxidativos. A Tabela 4 apresenta a matriz de planejamento e as respostas encontradas. 
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Tabela 4. Matriz do Delineamento Composto Central Rotacional (DCCR) 23 (valores codificados e reais) com respectivas respostas em termos 

de quantificação enzimática e produção de biomassa. 

Condições Atividades enzimáticas* 
Biomassa (g/L) 

Ensaios Temperatura (ºC) Agitação (RPM) pH Amilase Celulase Lipase Peroxidase Lacase 

E1 -1 (26,1) -1 (40,5) -1 (5,2) 0,00 0,000 0,00 50,00 0,060 5,70 

E2 1 (44) -1 (40,5) -1 (5,2) 0,17 0,048 0,90 274,33 0,017 4,26 

E3 -1 (26,1) 1 (160) -1 (5,2) 0,17 0,051 0,00 381,33 0,009 4,34 

E4 1 (44) 1 (160) -1 (5,2) 0,15 0,087 2,30 612,67 0,029 4,09 

E5 -1 (26,1) -1(40,5) 1 (11,7) 0,00 0,000 0,00 340,00 0,025 3,35 

E6 1 (44) -1 (40,5) 1 (11,7) 0,11 0,064 0,00 403,00 0,020 4,47 

E7 -1 (26,1) 1 (160) 1 (11,7) 0,16 0,097 0,55 556,00 0,024 4,18 

E8 1 (44) 1 (160) 1 (11,7) 0,19 0,146 1,90 818,33 0,040 2,99 

E9 -1,68 (20) 0 (100) 0 (8,5) 0,20 0,080 1,70 460,33 0,006 4,47 

E10 1,68 (50) 0 (100) 0 (8,5) 0,08 0,056 2,05 135,67 0,00 4,39 

E11 0 (35) -1,68 (0) 0 (8,5) 0,05 0,026 2,50 73,33 0,00 5,11 

E12 0 (35) 1,68 (200) 0 (8,5) 0,21 0,115 4,90 725,33 0,029 3,75 

E13 0 (35) 0  (100) -1,68 (3,0) 0,00 0,00 0,00 156,67 0,055 4,66 

E14 0 (35) 0  (100) 1,68 (14) 0,00 0,00 0,00 550,00 0,00 2,87 

E15 0 (35) 0  (100) 0 (8,5) 0,00 0,00 1,20 528,00 0,068 4,01 

E16 0 (35) 0  (100) 0 (8,5) 0,00 0,00 0,90 566,00 0,067 4,28 

E17 0 (35) 0  (100) 0 (8,5) 0,00 0,00 0,00 466,67 0,065 4,15 

*Atividades apresentadas em U/mL.



34 

 

Espécies de Trichoderma como T. harzianum já demonstraram potencial de produção 

de lacase, e os efeitos da temperatura e do pH durante o crescimento de microrganismos foram 

determinantes na produção de enzimas. A atividade máxima encontrada pelos autores foi de 

0,971 U/mL após 12 dias de incubação a pH 5,5 e 30ºC (RANIMOL et al. 2018). Outros estudos 

também relatam que as atividades com lacase provam ser positivas quando há uma fonte 

adicional de nitrogênio no meio. Peptona e caseína, duas fontes de nitrogênio orgânico são 

apresentadas na literatura como melhores indutores de lacase quando comparadas às fontes de 

nitrogênio inorgânico (MIKIASHVILI et al., 2006; BETTIN et al., 2009; SCHNEIDER et al., 

2018). Neste trabalho, nenhuma fonte externa de nitrogênio foi adicionada, o que pode explicar 

os baixos rendimentos de lacase. No entanto, os resultados obtidos após 72 horas de incubação 

com T. koningiopsis na biomassa de microalgas são promissores em comparação aos 

encontrados por Ranimol et al. (2018) em que as melhores atividades foram em 12 dias de 

fermentação em meio sintético quimicamente definido. 

4.5 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

Utilizando o software Protimiza Experimental Design, foram analisados os efeitos das 

variáveis estudadas, bem como sua interação na determinação de atividades enzimáticas e 

produção de biomassa. A Figura 6 apresenta os gráficos de Pareto, com uma confiança 

estatística de 95%. 

A agitação afetou positivamente a produção de amilase (p <0,05). De acordo com a 

Tabela 4, a produção máxima de amilase foi nos ensaios de agitação mais alta (200 RPM), 

indicando que uma agitação forte poderia facilitar a biodisponibilidade de amido no interior da 

célula de microalgas como substrato da amilase. O efeito da agitação também foi significativo 

e positivo para as atividades de celulase e peroxidase, mas significativo e negativo para a 

produção de biomassa. Esses resultados sugerem que a alta agitação produz uma condição de 

estresse para o fungo, pelo efeito ser contrário à produção de biomassa. No caso das enzimas, 

o aumento dos valores de agitação dentro da faixa estudada, incrementaria a produção de 

amilase, celulase e peroxidase. No entanto, para a lacase e lipase, nenhum parâmetro físico dos 

analisados foi estatisticamente significativo (p<0,05), indicando que uma análise mais profunda 

da interação dos fungos filamentosos com as microalgas nos processos fermentativos deve ser 

estudada (XIE et al., 2013). 
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Figura 6. Gráfico de Pareto mostrando a influência de três variáveis (temperatura, agitação e 

pH) na determinação da atividade enzimática e produção de biomassa. 
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Em relação a atividade da celulase, foi possível validar, através da análise de variância, 

um modelo empírico, conforme apresentado na Equação 5.  Este modelo representa a resposta 

em função das variáveis independentes estudadas com 95% de confiança, sendo o FCalculado (5,1) 

maior que Ftabelado (3,68) e o coeficiente de determinação (R2) de 86,66%. 

 

𝐶𝑒𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠𝑒 = 0 + 0,01𝑥1 + 0,03𝑥1
2 + 0,03𝑥2 + 0,03𝑥2

2 + 0,01𝑥3 + 0,01𝑥2𝑥3     Equação (5) 

 

As variáveis (x1, x2 e x3) referem-se às condições descritas na legenda da Figura 6. 

4.6 APLICAÇÃO EM CUCUMIS SATIVUS 

Os biocompostos produzidos no planejamento experimental foram aplicados e 

analisados em relação à pré-germinação das sementes (Tabela 5). Os valores obtidos pelo teste 

de germinação foram a porcentagem de germinação e o índice de vigor de sementes de Cucumis 

sativus. Geralmente, as espécies de pepino são usadas como plantas modelo, pois são ótimos 

bioindicadores (REDDA et al. 2018; TODERO et al. 2018). A Tabela 5, juntamente com a 

Figura 7, mostra os resultados encontrados nas sementes da espécie Cucumis sativus. 

Tabela 5. Testes de germinação em sementes de Cucumis sativus com biocompostos líquidos 

produzidos no DCCR (2³) após 8 dias de aplicação. 

Ensaios % G 
Σ 

% G 

Hipocótilo 

(mm) 

σ 

Hipocótilo 

Raiz 

(mm) 

σ  

Raiz 

Índice 

de vigor 

Testemunha 100% ± 0 44,27 ± 2,80 66,59 ± 8,94 110,86 

E1 98% ± 0,57 2,51 ± 3,64 5,70 ± 2,21 8,05 

E2 100% ± 0 46,78 ± 2,53 60,12 ± 16,63 106,90 

E3 100% ± 0 33,14 ± 5,21 34,40 ± 2,53 67,55 

E4 100% ± 0 39,22 ± 2,73 61,12 ± 21,49 100,35 

E5 98% ± 0,57 42,88 ± 7,12 50,74 ± 24,80 91,75 

E6 100% ± 0 64,64 ± 10,99 64,78 ± 13,88 129,42 

E7 100% ± 0 58,28 ± 16,23 63,33 ± 8,57 121,61 

E8 100% ± 0 55,36 ± 1,45 57,82 ± 29,63 113,18 

E9 99% ± 0,5 4,16 ± 1,25 18,26 ± 3,166 22,20 

E10 100% ± 0 35,23 ± 5,28 43,40 ± 10,90 78,64 

E11 99% ± 0,5 37,37 ± 6,58 45,14 ± 24,70 81,69 

E12 100% ± 0 44,79 ± 3,45 97,03 ± 11,75 141,80 

E13 100% ± 0 nd nd 10,90 ± 4,47 nd 

E14 0% ± 0 nd nd nd nd nd 

E15 100% ± 0 37,57 ± 6,26 30,84 ± 7,98 68,42 

E16 100% ± 0 32,56 ± 3,56 30,03 ± 2,73 62,59 

E17 100% ± 0 37,24 ± 4,79 66,30 ± 11,33 103,55 
*σ = ± SD; %G = Percentual de germinação aos 8 dias após a aplicação dos biocompostos; Raiz = Raiz primária 

medida 10 dias após a aplicação do biocomposto; nd = Não detectado. 
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Figura 7. Visualização dos resultados da aplicação de biocompostos produzidos em pré-

emergência de Cucumis sativus. 

 

O efeito bioherbicida de pré-emergência foi demonstrado em C. sativus. Um caso 

especial foi o resultado da inibição da germinação para o teste E14. Não foram observadas 

medidas de hipocótilo e raiz primária ou índices de vigor. A não germinação pode ser explicada 

pelo alto pH (14), pois foi realizado um controle positivo somente com água em pH 14 e 
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nenhuma taxa de germinação foi registrada (Figura 8). Mesmo com efeitos promissores, não 

enquadra-se como objetivo deste trabalho gerar um biocomposto com efeitos bioherbicidas em 

pH 14, pois em aplicações reais, o uso de um agente bioherbicida em pH extremo pode gerar 

consequências indesejáveis para outras culturas, micro-organismos e até mesmo para o meio 

ambiente. A justificativa para ter analisado uma ampla faixa de pH, foi para a análise do 

desempenho dos microrganismos envolvidos no processo de fermentação e sua concomitante 

produção de enzimas. 

Figura 8. Efeito do pH 14 na germinação de C. sativus considerando o tratamento realizado 

com o biocomposto E14 em comparação com o controle negativo e positivo. 

*(A) Controle negativo com água destilada; (B) controle positivo com água destilada a pH 14; (C) Ensaio E14. 

 

Os demais resultados das taxas de germinação não mostraram efeito inibitório sobre C. 

sativus. Resultados abaixo de 100% de germinação são atribuídos a repetições que tiveram entre 

23 a 24 sementes germinadas nas caixas Gerbox, gerando 98% de germinação para E1 e E5 e 

99% para E9 e E11. 

Os principais dados utilizados como base para interpretação, foram representados pela 

testemunha com sementes embebidas apenas em água destilada, que ainda não apresentaram os 

melhores resultados de crescimento de hipocótilo e de raiz primária conforme visualizado na 

tabela 5. Em comparação com a testemunha, foi observado um efeito estimulatório dos 

biocompostos E2, E6, E7 e E8 em relação a parte aérea (hipocótilo), porém reduzido em relação 

ao comprimento da raiz. Resultados similares foram encontrados por Ribeiro et al. (2017), que 

avaliaram a germinação e o crescimento inicial de C. sativus utilizando extratos aquosos de 

Leucaena leucocephala, indicando que a redução do crescimento da raiz e o estímulo do 

hipocótilo provém da auxina, um hormônio de regulação de crescimento quando a planta é 

submetida a estresse oxidativo (COTHREN, OOSTERHUIS, 2010; RIBEIRO et al., 2017).  
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Alguns tratamentos também mostraram efeito na deficiência das plantas conforme 

demonstrado pela figura 9, de forma que, mesmo apresentando desenvolvimento radicular e de 

hipocótilo, continham estruturas físicas frágeis, muito sensíveis a qualquer tipo de contato. 

Exemplos são plantas que foram tratadas com biocompostos E2 (Figura 9A), E11 (Figura 9B) 

e E16 (Figura 9C). 

 

Figura 9. Visualização de biocompostos que apresentaram resultados satisfatórios de efeito 

bioherbicida em Cucumis sativus. 

*(A) Biocomposto E2; (B) Biocomposto E11; (C) Biocomposto E16; (D) Biocomposto E1; (E) Biocomposto E9; 

(F) Biocomposto E13; (G) Biocomposto E7; (H) Biocomposto E15. 
 

As plantas que estavam em contato com o biocomposto E11, por exemplo, também 

tiveram um desenvolvimento reduzido de hipocótilo com médias de 37,37 mm. O mesmo 

ocorreu com plantas expostas ao biocomposto E16 que, além de demonstrar deficiências no 

desenvolvimento e sensibilidade à quebra, apresentavam baixos índices de comprimento de 

hipocótilo de apenas 32,56 mm e raiz primária de 30,03 mm. 

Assim, os resultados apresentados na Tabela 5 mostram que os tratamentos foram 

eficientes principalmente para o biocontrole de sementes expostas ao biocomposto E1 com 2,51 

mm para o desenvolvimento de hipocótilo e raiz primária de 5,70 mm (Figura 9D); para o 

biocomposto E9 de 4,16 mm para desenvolvimento de hipocótilo e raiz de 18,26 mm (Figura 
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9E); e para o biocomposto E13 que não mostrou nenhum tipo de desenvolvimento de hipocótilo 

(possivelmente pelo grau de acidez do biocomposto: pH = 3,0), mas raízes com 10,90 mm 

(Figura 9F). 

Vale ressaltar também que, embora o biocomposto E7 tenha proporcionado bom 

desenvolvimento de hipocótilo com 58,28 mm e comprimento de raiz primária de 63,33 mm, 

seu sistema radicular era muito delgado com o conjunto de raízes deficientes e sensíveis (Figura 

9G). O mesmo acontece com o biocomposto E15 que, além de ter raízes frágeis, apresentou 

deficiências no desenvolvimento foliar (Figura 9H). 

Embora, neste estudo, tenham sido observados ótimos comportamentos germinativos 

nas sementes de C. sativus, descobrimos que todos os biocompostos afetavam a morfologia das 

plantas em relação ao controle, após 8 dias de aplicação (Figura 7). Ou seja, os efeitos de 

biocontrole foram percebidos somente após a germinação indicando que o possível agente 

também apresenta performance para atuar no controle de plantas durante a fase de pré-

emergência. A abordagem genética e de oposição às investigações fisiológicas realizadas neste 

estudo poderiam ajudar a explicar as alterações morfológicas ocorridas durante o 

desenvolvimento da planta após a germinação. Essa abordagem poderia elucidar os efeitos  

causados pelas enzimas durante o estágio de desenvolvimento, pois as taxas de germinação e o 

índice de vigor consideram apenas parâmetros fisiológicos. 

Estudos já demonstraram que a colonização de Trichoderma spp. nas raízes das plantas 

causou alterações metabólicas e ativações de proteínas relacionadas à patogênese que induziram 

maior resistência das plantas ao ataque subsequente por numerosos patógenos microbianos 

(VINALE et al. 2012). 

Substâncias aleloquímicas presentes em extratos bioativos podem alterar o metabolismo 

das plantas e afetar a redução da atividade celular devido aos danos na membrana celular 

(GHOLAMI; FARAVANI; KASHKI, 2011; CHENG; CHENG, 2015). Estudos já constataram 

que o estresse oxidativo provocado pela elevação dos índices de peróxido de hidrogênio, 

peroxidação lipídica e ação de enzimas oxidativas podem produzir um acúmulo de espécies 

reativas de oxigênio e desregular o desempenho fisiológico nas sementes (AUMONDE et al., 

2013). Da mesma forma que discutido no item 4.2, verificou-se que as EROs em situações de 

pré-emergência interagem com modificadores epigenéticos e hormônios que influenciam a 

expressão de vários genes e controlam os processos de desenvolvimento das plantas (GILL, 

TUTEJA, 2010; ZENG et al. 2017; KONG et al. 2018). 
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4.7 AVALIAÇÃO DA DEGRADAÇÃO DE CORANTES TÊXTEIS 

Os quatro corantes escolhidos foram avaliados com a utilização do extrato enzimático 

bruto, denominado F4 proveniente dos ensaios iniciais de fermentação. Os resultados estão 

expressos na Tabela 6.  

Tabela 6. Análise da degradação enzimática de corantes com a aplicação do extrato bruto F4 

após 5 horas de reação. 

Quantidade de 

extrato 

enzimático 

bruto  

Degradação (%)  

Vermelho Marrom Amarelo Azul 

5 mL 2,75 54,42 3,19 0 

10 mL 3,30 45,46 4,20 22,37 

 

Pode-se observar que as maiores degradações ocorreram com o corante marrom 

(54,42% e 45,46%). Os diferentes valores observados de degradação indicam o efeito da 

diversidade estrutural na composição dos corantes (DAWKAR et al., 2009). Sabe-se que a 

peroxidase é uma enzima muito empregada em pesquisas envolvendo o tratamento de efluentes 

da indústria têxtil como os apresentados pela tabela acima. Devido à natureza oxidativa, existem 

diversas áreas onde a peroxidase poderia substituir as técnicas atuais como oxidante químico 

(HAMID, REHMAN, 2009). Apesar de muitas peroxidases já terem sido amplamente 

estudadas, a maioria dos trabalhos empregam enzimas comerciais e de alto custo inviabilizando 

possíveis aplicações ambientais. 

Nesse trabalho, a enzima produzida pelo processo fermentativo em questão, apresentou 

especificidade para a degradação do corante marrom. Este resultado mostra-se promissor, 

comparado aos trabalhos na literatura que utilizaram peroxidases não comerciais para a 

degradação de corantes. Por exemplo, a peroxidase extraída do resíduo industrial da soja foi 

eficiente na degradação de Direct Blue 2 (70% de degradação) (MIRANDA-MANDUJANO et 

al., 2018), e a peroxidase obtida de macrófitas apresentou bom desempenho na degradação de 

corantes diretos azoicos como amaranto e amido preto (93% e 87% respectivamente após 120 

horas de reação) (HADDAJI et al., 2014). Também para Direct Blue, as peroxidases de Ipomea 

palmata e Saccharum spontaneum apresentaram degradações de 15% e 70% respectivamente, 

indicando diferentes especificidades das enzimas ao mesmo corante (SHAFFIQU et al., 2002). 

Reações de degradação conduzidas em sistemas de micro-ondas e agitador orbital utilizando 
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peroxidases de farelo de arroz apresentaram afinidade para o corante vermelho e removeram 

38,9% e 100% da cor respectivamente (KLANOVICZ et al., 2020). 

Silva (2011) investigou a descoloração de corantes puros com a enzima peroxidase de 

nabo como Turqueza Remazol G 133%, Remazol Brilliant Blue R, Levafix Brilliant Green 

ESBA –RG21, Remazol vermelho ultra RGB, Remazol brilliant Orange 3R e Acid Blue 62, 

obtendo remoção de cor de 58%, 66%, 66%, 5,5%, 9%, 47%, respectivamente. Com base nesses 

resultados, os autores constataram uma maior afinidade da enzima peroxidase de nabo em 

corantes ftalocianínicos, antraquinona e triarilmetano e baixa eficiência na remoção de corantes 

azo. Para dois corantes a base de antraquinona (Acid Blue 62 e Remazol Brilliant Blue R), os 

autores também observaram cinéticas de degradação muito distintas, indicando a presença de 

grupos distintos no anel aromático. 

Como visto, cada corante apresenta uma estrutura molecular diferente, que transmite as 

características de cor e tingimento. A relação entre a estrutura e a biodegradabilidade enzimática 

depende do tipo, quantidade e posição (orto ou para) dos grupos ligados ao anel aromático dos 

corantes, sejam eles benzenos ou naftalenos. A presença em diferentes posições pode acelerar, 

retardar ou até mesmo provocar a completa inibição da enzima (DAWKAR et al., 2009). 

Para compreender melhor a relação entre os perfis de atividade enzimática e a 

biodegradabilidade, os extratos enzimáticos obtidos no planejamento experimental foram 

aplicados ao corante marrom, visto que este apresentou as maiores degradações nos testes 

iniciais. Como também avaliou-se a atividade lacase no planejamento, e por ela estar 

relacionada à processos de oxidação de compostos aromáticos (THURSTON, 1994), buscou-

se investigar o efeito da atividade das duas enzimas na degradação. As peroxidases e lacases 

são as enzimas mais usadas nos estudos de remediação enzimática devido à sua alta capacidade 

de degradar diferentes contaminantes orgânicos (ALNEYADI et al., 2018). A figura 10 

apresenta os resultados alcançados. 

As condições de reação para os 17 ensaios, foram similares aos testes iniciais de 

degradação para o corante marrom, utilizando 5 mL de extrato enzimático bruto. Aqui, a 

diferença se apresenta quanto aos perfis de atividade enzimática de peroxidase e lacase que 

foram decorrentes da mudança dos parâmetros operacionais no processo fermentativo. Nesse 

experimento a maior degradação ocorreu para o Ensaio 5 (32,08%). As atividades enzimáticas 

de peroxidase e lacase foram 350 U/mL e 0,025 U/mL respectivamente, que mesmo assim, não 

representaram as maiores atividades dentre os 17 ensaios.  
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Figura 10. Representação das atividades enzimáticas de peroxidase e lacase (Dispersão) e 

degradação do corante sintético têxtil Direct Brown 27 (Barras). 

 

Também é possível observar que as maiores atividades peroxidase (Ensaio 4, 8, e 12), 

não representaram as maiores degradações (6,83, 7,03 e 9,33% respectivamente). Acredita-se 

que as condições extremas utilizadas durante a produção da enzima favoreceram sua atividade 

nos três ensaios, mas afetaram seu desempenho na aplicação para remoção de cor. Efeito similar 

foi observado em trabalhos que avaliaram atividades de peroxidases de manganês (MnP) e 

independentes de manganês (MIP) (SHRIVASTAVA, CHRISTIAN, VYAS, 2005). Os autores 

verificaram diferença entre a atividade das enzimas e a atividade na descoloração de corantes 

sintéticos. As variações na descoloração refletem as diferenças na composição de isoenzimas 

das atividades de MnP e MIP acarretando diferença nas constantes cinéticas e também na 

especificidade do substrato (SHRIVASTAVA, CHRISTIAN, VYAS, 2005). Outro estudo 

também observou que a reação conduzida somente com enzima lacase, não degradou 

Estrutura do corante Direct Brown 27 
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determinados tipos de corantes. Quando se adicionaram mediadores, a degradação alcançou 

eficiência >90% com 2/5 da atividade utilizada para a reação com a enzima sem mediadores 

(SOARES, et al., 2001). Peroxidase de manganês de Trametes versicolor resultou em 100% de 

degradação em 1 h. Da mesma forma, a lacase isolada de Pycnoporus cinnabarinus degradou 

70% do corante Chicago Sky Blue em 1 hora (KAUSHIK, MALIK, 2009).  

Os resultados demonstrados pela Figura 10 indicam que a mudança dos parâmetros 

operacionais no crescimento fúngico, além de terem proporcionado variações na atividade 

enzimática, devem ter influenciado na composição de isoenzimas ligadas à peroxidase e lacase 

influenciando a atividade de descoloração.  

Vale ressaltar que nenhum método de melhoramento enzimático foi empregado nesse 

estudo, sugerindo que possíveis técnicas de purificação, imobilização, adição de mediadores ou 

emprego de engenharia molecular poderiam aumentar ainda mais a eficiência de degradação ou 

modificar a especificidade da enzima para outros corantes. É importante mencionar que o 

extrato enzimático obtido após a fermentação, encontra-se na forma bruta, com a presença de 

outras enzimas e metabólitos que também podem estar influenciando o desempenho das 

oxidorredutases. 

A aplicação das enzimas de forma separada poderia trazer resultados mais conclusivos, 

tornando-se uma sugestão para continuidade da pesquisa. Como os resultados na literatura 

referente ao corante marrom são escassos quanto ao tratamento enzimático, verifica-se uma 

oportunidade para explorar a reação nesse caso.  
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5  CONCLUSÕES E SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

Nesse trabalho, o processo fermentativo utilizando T. koningiopsis e biomassa de 

microalgas recuperada do polimento de efluentes da suinocultura mostrou-se promissor para 

obtenção de biocompostos com diferentes funcionalidades. A integração do conceito de 

economia circular nos processos biotecnológicos serviu neste estudo como estratégia para 

minimizar os custos no processo de produção de um biocomposto. Após verificação das 

diferentes características da microalga optou-se por trabalhar com a microalga fresca sem 

processo de secagem nem pré-tratamentos, reduzindo assim o número de operações unitárias 

no sistema de fermentação.  

Resultados satisfatórios de biocontrole e seleção foram obtidos durante a pré-

emergência na planta modelo de Cucumis sativus e na pós-emergência de C. bonariensis, com 

efeitos sinérgicos de metabólitos secundários e enzimas produzidas durante o estágio de 

fermentação. Para C. sativus foi constatada uma germinação satisfatória (acima de 98%), porém 

o índice de vigor da planta foi compremetido com valores encontrados de até 8,05% após 8 dias 

do tratamento. Para C. bonariensis  efeitos com 100% de fitotoxicidade foram encontradas após 

15 dias indicando um potencial para biocontrole. 

Na análise da produção enzimática, destacou-se a grande produção de peroxidases. 

Essas enzimas representam uma promissora alternativa no cenário ambiental para tratamento 

de uma diversidade de efluentes industriais com grande risco para o meio ambiente. Por isso, 

encontrar fontes mais baratas para obtenção dessa enzima visando esse fim, ainda é motivo de 

extensa procura para garantir uma aplicação mais viável nesse aspecto. 

   Já na aplicação para degradação de corantes sintéticos da indústria têxtil, o biocomposto 

formado por oxidorredutases mostrou uma especificidade para o corante marrom. Os resultados 

alcançaram 54% de degradação em reações de 5 horas. Esse resultado também mostra o 

potencial do biocomposto para o tratamento desse tipo de efluente.  

 Visando o grande potencial do biocomposto para as três diferentes aplicações e 

distinguindo os esforços para cada uma, recomenda-se como sugestão de pesquisa no aspecto 

de:  

- Bioherbicidas:      

 -Avaliar o escalonamento do processo em biorreator com o uso da biomassa e testar a 

aplicação a campo com a existência de culturas. 

 -Investigar o uso de adjuvantes no momento da aplicação para contribuir com uma 

melhor fixação e maior absorção de todos ativos presentes no bioherbicida. 
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 -Investigar o processo de secagem da biomassa final após o processo fermentativo, 

promovendo a criação de um bioherbicida sólido, favorecendo o uso para o aplicador no campo. 

- Enzimas:  

 - Realizar a caracterização química e física das enzimas que foram produzidas em 

potencial para descobrir as condições ótimas de reação. 

 - Analisar a estabilidade. 

 - Avaliar métodos de purificação. 

- Efluentes têxteis: 

 - Investigar adição de mediadores enzimáticos que favorecem a ação de oxidorredutases 

no processo de catálise de compostos aromáticos. 

 - Avaliar a aplicação dos biocompostos em efluentes industriais reais de indústria têxtil. 

  - Investigar o efeito isolado de peroxidase e lacase produzidas neste estudo e a relação 

com a biodegradabilidade dos diferentes corantes testados. 
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