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RESUMO 

Digestão anaeróbia é uma alternativa sustentável para utilização de dejetos animais 
como insumo energético. Neste contexto, a dinâmica da comunidade microbiana, 
inativação de patógenos ou mesmo disseminação de genes de resistência durante o 
processo de biodigestão se torna relevante. Este trabalho avaliou a diversidade 
taxonômica (domínios Bacteria e Archaea) e a persistência de grupos bacterianos de 
relevância e resistência a drogas antimicrobianas, em dois biodigestores contínuos 
de escala piloto operados a temperatura ambiente em duas estações, verão e 
inverno. O substrato era composto de fezes bovinas frescas diluídas com água de 
lavagem dos pisos (sólidos totais de 2 a 3%). Amostras do biogás foram coletadas 
para determinação dos teores de metano. Para análises físico-químicas dos 
afluentes (carregamento inicial) e efluentes, alíquotas foram coletadas ao longo de 
60 dias de fermentação para análises de sólidos totais, voláteis e pH. Análises das 
comunidades microbianas foram realizadas por PCR quantitativo (qPCR), PCR-
single strand conformation polymorphism (SSCP) e análise metagenômica. A 
densidade de diferentes grupos bacterianos foi realizada por contagem direta. 
Linhagens bacterianas foram identificadas bioquimicamente utilizando kits 
comerciais. A susceptibilidade a drogas foi determinada por diluição em ágar. 
Quantificação de genes que codificam resistência aos macrolídeos (ermB), 
aminoglicosídeos (aphA2) e beta-lactâmicos (blaTEM-1) foram observadas por qPCR. 
A taxonomia de bactérias clinicamente relevantes foi ainda avaliada, por 
similaridade, a partir de um banco de dados criado com 30 sequências de DNA 
codificadoras para o 16S rRNA de bactérias potencialmente patogênicas. 
Independente da estação, o processo de biodigestão apresentou desempenho 
semelhante, com taxas de rendimento médio e teores de metano, 59,2% no verão e 
53,7% no inverno. A dinâmica e os valores médios do número de cópias do gene V3 
Bacteria e Archaea também foram semelhantes. Ocorreram alterações na 
composição (filo e famílias) das comunidades microbianas entre as estações e estas 
mudanças não influenciaram na produção de metano. Provavelmente, ocorreu uma 
redundância de grupos capazes de realizar funções similares. Foram verificadas 
reduções significativas de grupos bacterianos de relevância clínico-microbiológica 
viáveis em ambas as estações. Apesar disso, bactérias multirresistentes foram 
detectadas tanto nos afluentes como nos efluentes. Cocos Gram-positivos (CGP), o 
grupo mais prevalente, foi resistente à penicilina e levofloxacino, enquanto 
resistência à ampicilina, ampicilina-sulbactam e cloranfenicol foi observado com 
maior frequência entre os bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae 
(ENT) e não fermentadores (BGN NF). Enterococcus spp. foram os CGP isolados 
com maior frequência e entre os BGN, Escherichia coli foi o mais abundante. Houve 
redução no número de cópias de todos os genes de resistência (ermB, aphA2 e 
blaTEM-1) durante o processo de biodigestão, porém mantidos níveis preocupantes 
nos efluentes. Taxonomia bacteriana avaliada por similaridade das sequências 
mostrou Clostridium spp., Acinetobacter e Strenotrophomonas como as bactérias 
mais identificadas. Apesar dos dados apresentados nesse estudo endossarem a 
digestão anaeróbia como solução importante para reciclagem e produção de 
energia, levanta preocupações sobre riscos de caráter sanitários durante o 
processo. Além disso, discussões a respeito do uso de antimicrobianos na pecuária 
leiteira são necessárias. 
Palavras-Chave: Digestão anaeróbia; diversidade filogenética; genes de resistência; 
resistência aos antimicrobianos; variação sazonal. 



 
 

ABSTRACT 

 

Anaerobic digestion is a sustainable alternative to using animal waste as an energy 
source. In this context, the dynamics of the microbial community, inactivation of 
pathogens or even spread of resistance genes during the process of digestion 
becomes relevant. This study evaluated the taxonomic diversity (Bacteria and 
Archaea domains) and the persistence of bacterial groups of relevance and 
resistance to antimicrobial drugs, analyzing two continuous pilot scale digesters 
operated at ambient temperature in two seasons, summer and winter. The substrate 
was composed fresh cow dung diluted with water for washing floors (total solids 2 to 
3%). Biogas samples were collected to determine the levels of methane. For physico-
chemical analysis of influent (initial load) and effluent, aliquots were collected during 
60 days of fermentation for analyzes of total volatile solids and pH. Analyzes of 
microbial communities were performed by quantitative PCR (qPCR), PCR-single-
strand conformation polymorphism (SSCP) analysis and metagenomics. The density 
of different bacterial groups was performed by direct counting. Bacterial strains were 
identified biochemically using commercial kits. The drug susceptibility was 
determined by the agar dilution method. Quantification of genes encoding resistance 
to macrolides (ermB), aminoglycosides (aphA2) and beta-lactams (blaTEM-1) were 
observed by qPCR. The taxonomy of clinically relevant bacteria was further 
evaluated by similarity from a database created with 30 DNA sequences coding for 
16S rRNA of potentially pathogenic bacteria. Independent of season, the process of 
digestion showed similar performance, with rates average yield and percent 
methane, 59.2% in summer and 53.7% in winter. The dynamics and the average 
values of the number of copies of the gene V3 Bacteria and Archaea were also 
similar. Changes occurred in the composition (phylum and families) of the microbial 
communities between seasons and these changes did not influence the production of 
methane. Probably occurred a redundancy group able to perform similar functions. 
Significant reductions of bacterial groups of clinical and microbiological relevance 
viable in both seasons were observed. Despite this, multiresistant bacteria were 
detected in both the affluents and effluents. Gram-positive cocci (GPC), the most 
prevalent group was resistant to penicillin and levofloxacin, while ampicillin, 
ampicillin-sulbactam, chloramphenicol was observed more frequently among Gram-
negative rods of the Enterobacteriaceae family (ENT) and not fermenters (NF GNR). 
Enterococcus spp. were most frequently GPC isolated and among the GNR, 
Escherichia coli was the most abundant. There was reduction in the number of 
copies of all the resistance genes (ermB, aphA2 and blaTEM-1) during the process of 
digestion, however, the effluent still showing concerning levels. Bacterial taxonomy 
evaluated by similarity of the sequences showed Clostridium spp., Acinetobacter and 
Strenotrophomonas were the bacteria more identified. In spite the data presented in 
this study showed anaerobic digestion as an important solution to recycling and 
energy production, raises concerns about health risks of character during the 
process. In addition, discussions regarding the use of antimicrobials in dairy farming 
are needed. 
 

Key words: Anaerobic digestion; phylogenetic diversity; resistance genes, 
resistance to antimicrobials; seasonal variation 
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INTRODUÇÃO E JUSTIFICATIVA  

 

A cadeia produtiva do leite está se tornando cada vez mais significativa 

economicamente. A ampliação e intensificação desta atividade resultam em novas 

necessidades para o descarte seguro de grandes quantidades do esterco bovino 

produzido. Estudos recentes destacam a digestão anaeróbia como forma alternativa 

de utilização dos dejetos bovinos como insumo energético, o que resulta em geração 

de biogás e biofertilizantes. Alternativas estas promissoras para a geração 

descentralizada de energia elétrica, contribuição para sustentabilidade da cadeia 

produtiva e redução da disseminação de bactérias em terras agrícolas. 

As preocupações ambientais relacionadas ao manejo destes dejetos são 

devido a frequente descarga no solo e em ecossistemas aquáticos, o que favorece a 

propagação de bactérias potencialmente patogênicas, como Salmonella, Listeria, 

Escherichia coli, Campylobacter, Mycobacteria, Clostridia e Yersinia. Além disso, a 

pecuária é frequentemente citada como reservatório de bactérias resistentes e de 

genes de resistência a antibióticos, o que pode ser decorrente da aplicação de 

grandes quantidades de antimicrobianos na produção animal, com finalidades 

terapêuticas, profiláticas, ou ainda, como promotores de crescimento. 

Em diferentes localidades do mundo, estudos têm demonstrado que os 

agentes antimicrobianos, como beta-lactâmicos, espectinomicina, florfenicol e 

tetraciclinas, são os mais amplamente utilizados em rebanhos de bovinos leiteiros. 

Além disso, a presença de agentes zoonóticos nos ambientes e a seleção não 

intencional de bactérias resistentes aos antibióticos podem ter importantes 

consequências para a saúde humana e animal. 

No intuito de se evitar o descarte direto destes dejetos nos ecossistemas 

associados (aquático e solo), a tecnologia da digestão anaeróbia é apontada como 

alternativa. Esta tecnologia tem sido amplamente usada em diversos países e 

resulta na produção de biogás, além de resíduos ricos em nutrientes que podem ser 

utilizados como fertilizantes. Entretanto, sem qualquer avaliação de risco, de acordo 

com a literatura, estes fertilizantes podem estar associados à contaminação do solo 

com bactérias clinicamente relevantes. Neste sentido, a otimização dos processos 

de digestão anaeróbia requer controle eficaz da operação e possível correlação com 

a redução de patógenos. 
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A digestão anaeróbia tem sido considerada um método atraente para produzir 

energia a partir de fontes renováveis, como a biomassa originária da produção 

pecuária (esterco animal). A utilização desse processo de tratamento dos dejetos 

oriundos do manejo de animais a temperatura ambiente seria uma oportunidade de 

significativo sucesso, com efeitos diretos na sustentabilidade ambiental e ganho 

econômico para o produtor. As condições climáticas do Brasil permitem este tipo de 

processo, no entanto, a variação de temperatura entre as estações do ano pode 

afetar a estabilidade da comunidade microbiana e, consequentemente, a produção 

de biogás.  

A análise da diversidade e dinâmica bacteriana, a identificação de bactérias 

clinicamente relevantes e a persistência de resistência aos antimicrobianos são úteis 

para avaliar o risco clínico microbiológico dos efluentes de digestão anaeróbia, o que 

pode minimizar a disseminação de genes de resistência no solo no qual o efluente é 

aplicado como adubo. 

O presente trabalho será apresentado em dois capítulos para melhor 

discussão dos resultados. O primeiro foi conduzido no intuito de avaliar a influência 

sazonal na variação da comunidade microbiana e produção de metano durante o 

processo de digestão anaeróbia. Desta forma, a dinâmica, a estrutura e a filogenia 

dos microrganismos presentes nos domínios Bacteria e Archaea foram analisados 

em dois biodigestores contínuos de escala piloto. No segundo capítulo, a 

persistência de bactérias resistentes potencialmente patogênicas, como 

enterobactérias (ENT), não-fermentadores bacilos Gram-negativos (BGN NF) e 

cocos Gram-positivos (CGP) foram avaliadas, além de seus padrões de 

susceptibilidade aos antimicrobianos e quantificação dos genes de resistência a 

macrolídeos, aminoglicosídeos e beta-lactâmicos por PCR (reação em cadeia da 

polimerase) quantitativo.  
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1 REVISÃO DE LITERATURA 

 

1.1 PRODUÇÃO DE BIOGÁS A PARTIR DE DEJETOS DE BOVINOS LEITEIROS  

 

Para o desenvolvimento sustentável, tanto de países desenvolvidos como os 

emergentes e subdesenvolvidos é necessário a busca, ampliação e incentivo de 

tecnologias que utilizem fontes renováveis de energia. Neste contexto, destaca-se a 

biomassa, que o ponto de vista da geração de energia, é definida como toda matéria 

orgânica de origem animal e vegetal, que é decomposta por efeito biológico. Desta 

forma, ao contrário da energia obtida por combustíveis fósseis, a biomassa é uma 

fonte rapidamente reposta e disponível, além de pouco contribuir para o acúmulo de 

dióxido de carbono na atmosfera terrestre (CHYNOWETHA, OWENSA e LEGRAND, 

2001; SOUZA et al., 2004). 

A pecuária de leite representa uma das maiores cadeias produtiva do Brasil 

ocupando a sexta posição entre os maiores produtores mundiais. O maior rebanho é 

encontrado na região Sudeste, o que gera no total mais de 100 milhões de 

toneladas/ano de dejetos, avaliada em função da produção de leite, a partir da 

estimativa do tamanho do rebanho (IPEA, 2012). Desta forma, com os aumentos na 

produção nacional de leite, grandes quantidades de dejetos são produzidas, o que 

justifica a necessidade de estudos com objetivo de melhorar as possibilidades de 

manejo e de destino destes resíduos minimizando os seus impactos (AMARAL et al., 

2004). Estes resíduos são constituídos por estercos e outros produtos resultantes da 

atividade biológica do gado bovino. Devido a alta proporção de biomassa, este tipo 

de resíduo é importante matéria-prima para a produção de biogás pelo processo de 

biodigestão anaeróbia. Portanto, seu uso coerente é importante tanto para aspectos 

econômicos como ambientais (AL-MASRI, 2001). 

Um dos processos de conversão energética da biomassa é a biodigestão 

anaeróbia para produção de biogás, composto por metano (CH4) na concentração 

que pode variar entre 50 - 80%, dióxido de carbono (CO2) entre 20 e 40% e de 1 - 

5% de outros gases (hidrogênio, nitrogênio, dentre outros) (GUNASEELAN, 1997). A 

utilização do biogás como recurso energético se deve principalmente ao metano, 

que é um gás altamente combustível e inflamável. Desta forma, a qualidade do 

biogás depende da quantidade de metano na mistura, de modo que, quanto maior a 
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concentração de metano maior seu potencial energético (HOLM-NIELSEN et al., 

2009). 

De acordo com diferentes padrões de interações (simbióticas, sinérgicas ou 

antagônicas), as bactérias e arqueas utilizam a matéria orgânica de forma 

assimilativa para o crescimento da população atuante no processo. Existem 

diferentes grupos bacterianos envolvidos nos processos, e essa diversidade é 

influenciada, principalmente, pelo tipo de matéria orgânica utilizada como substrato 

(KAMPMANN et al., 2012; WIRTH et al., 2012). 

 

1.2 PROCESSOS DE CONVERSÃO BIOQUÍMICA DA MATÉRIA ORGÂNICA 

DURANTE A DIGESTÃO ANAERÓBIA  

 

O desempenho de um sistema de digestão anaeróbia é relacionado, 

principalmente, com a estrutura da comunidade microbiana presente no biodigestor 

(DEMIREL e SCHERER, 2008). Nos dejetos de animais há uma enorme variedade 

de compostos orgânicos biodegradáveis, o que resulta na existência de uma 

comunidade microbiana muito diversificada, responsável pelo início do processo de 

fermentação e degradação dos diferentes compostos. Por se tratar de um material 

constituído de proteínas, carboidratos e lipídeos, vários são os caminhos 

metabólicos possíveis durante a conversão dos compostos a metano, realizados 

principalmente por microrganismos heterotróficos (AHRING, IBRAHIM e 

MLADENOVSKA, 2001).  

Portanto, trata-se de um processo bioquímico complexo, composto de quatro 

fases simultâneas de transformação dos compostos dos substratos, hidrólise, 

acidogênese, acetogênese e metanogênese, cada uma com determinadas 

populações microbianas pertencentes aos domínios Bacteria e Archaea (AMON et 

al., 2007; DEMIREL e SCHERER 2008). Vale destacar que no caso deste estudo, 

biodigestão de estercos de ruminantes, o processo geralmente ocorre de maneira 

mais ágil e eficaz devido a maior presença de microrganismos ruminais e desta 

forma, que apresentam maior atuação na digestão anaeróbia (MIRANDA, AMARAL 

e LUCAS JUNIOR, 2006). 

A fase de hidrólise é a primeira etapa na degradação anaeróbia e envolve a 

transformação dos compostos insolúveis e dos compostos com alto peso molecular, 
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como carboidratos, proteínas, lipídios e ácidos nucleicos em compostos solúveis 

mais simples, como os monossacarídeos, os aminoácidos e os ácidos graxos. Neste 

contexto, a hidrólise do material particulado, bem como de material solúvel de maior 

tamanho, é uma etapa essencial para aumentar a biodisponibilidade, ou seja, o 

acesso do substrato às células microbianas. Em certas situações, a alta 

complexidade do material orgânico pode resultar em uma baixa velocidade de 

hidrólise, e se tornar etapa limitante de todo o processo de digestão (AQUINO e 

CHERNICHARO, 2005). 

A conversão dos materiais orgânicos em compostos dissolvidos é mediada 

por enzimas extracelulares (lipases, proteases, amilases e celulases) excretadas por 

bactérias fermentativas facultativas e/ou anaeróbias estritas, também denominadas 

hidrolíticas. Dentre os gêneros de bactérias que participam desta etapa estão 

Clostridium, Micrococcus, Staphylococcus, Bacteroides, Fusobacterium. Nota-se, por 

outro lado, que a composição e abundância relativa destes microrganismos estão 

relacionadas ao tipo de matéria orgânica inoculado no biodigestor (LIU, CHAN e 

FANG, 2002). 

 Na fase de acidogênese, as bactérias fermentativas acidogênicas 

transformam os produtos resultantes da fase anterior em ácido acético, hidrogênio, 

dióxido de carbono e outros ácidos orgânicos, como o propiônico e o butírico que 

devem ser convertidos em ácido acético. Os produtos metabólicos gerados pela 

atividade das bactérias acidogênicas são importantes substratos para as bactérias 

acetogênicas e para as arqueas metanogênicas (KUMAR et al., 2013).  

Uma complexa comunidade de microrganismos participa nesta fase 

acidogênica, a maioria são bactérias anaeróbias obrigatórias pertencentes ao 

gênero Clostridium, Ruminococcus, ao grupo Bacteroidetes e ao grupo 

Bifidobacteria. Entretanto, algumas espécies são facultativas (Streptococcus spp. e 

espécies da família das Enterobacteriaceae) e utilizam o oxigênio molecular (O2) 

como aceptor de elétrons, removendo resíduos de oxigênio dissolvido e, dessa 

forma, elimina qualquer efeito tóxico aos microrganismos estritamente anaeróbios, 

dentre eles, as arqueas metanogênicas (AQUINO e CHERNICHARO, 2005). 

Simultaneamente, dá-se início à terceira fase, acetogênese, cuja principal 

função das bactérias acetogênicas na digestão anaeróbia é a produção de acetato, 

CO2 e H2, substratos que são metabolizados pelas arqueas metanogênicas. Dois 

grupos distintos de acetogênicas podem ser distinguidos, baseados em seu 
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metabolismo. O primeiro grupo é de bactérias acetogênicas produtoras obrigatórias 

de hidrogênio, que produzem ácido acético, CO2 e H2 a partir de uma grande 

variedade de substratos e o segundo grupo de bactérias acetogênicas é composto 

pelas bactérias homoacetogênicas, que são estritamente anaeróbias, que catalisam 

a formação de acetato a partir de CO2 e H2 (KUMAR et al., 2013). 

Na fase metanogênica, o ácido acético, o hidrogênio e o dióxido de carbono 

são convertidos em metano pelas arqueas metanogênicas por duas vias metabólicas 

principais, hidrogenotrófica e acetotrófica (ou acetoclástica). As arqueas 

hidrogenótroficas são autotróficas, elas reduzem CO2 a metano e usam H2 como 

doador de elétrons, liberando H2O. As arqueas acetoclásticas são heterotróficas, 

produzindo o metano e CO2 a partir da redução do acetato (fermentação) (DEMIREL 

e SCHERER, 2008). Dinâmicas populacionais das metanogênicas têm sido 

extensivamente estudadas em vários sistemas anaeróbios, entretanto os fatores 

ambientais e/ou operacionais que promovem o domínio de um determinado grupo 

(hidrogenotrófica e acetotrófica) ainda são complexos e não estão muito bem 

compreendidos (DEMIREL e SCHERER, 2008; BAREITHER et al., 2013). 

 

1.3 DOMÍNIOS BACTERIA E ARCHEAE NOS BIODIGESTORES ANAERÓBIOS 

 

Inúmeras espécies bacterianas do domínio Bacteria participam do processo 

de fermentação da matéria orgânica, desde as etapas da hidrólise até a oxidação 

dos intermediários. Por fim, a formação de metano é obtida principalmente a partir 

de acetato e H2/CO2 por arqueas metanogênicas. Assim, o equilíbrio da interação 

entre os microrganismos dessa cadeia de degradação é fundamental para a 

transformação contínua dos intermediários formados e eficiente produção de biogás 

(SUNDBERG et al., 2013). 

Os microrganismos classificados no Domínio Archaea são evolutivamente 

distintos dos organismos alocados no Domínio Bacteria. Uma grande variedade de 

arqueas apresenta metabolismo anaeróbio obrigatório, enquanto outras espécies 

são encontradas em ambientes extremos. Para classificação taxonômica do domínio 

Archaea, a maioria dos microrganismos estão agrupados nos filos, Euryarchaeota e 

Crenarchaeota (WOESE, KANDLER e WHEELIS, 1990). Entretanto, outros filos 

adicionais tem sido recentemente propostos, Korarchaeota, Nanoarchaeota e 
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Thaumarchaeota (BARNS et al., 1996; HUBER et al., 2002; BROCHIER-ARMANET 

et al., 2008).  

O filo Euryarchaeota é considerado o mais importante para os ambientes de 

biodigestão, pois compreende uma grande diversidade de organismos, incluindo as 

espécies metanogênicas, classificadas em cinco ordens diferentes: 

Methanobacteriales, Methanomicrobiales, Methanococcales, Methanosarcinales e 

Methanopyrales. Dentro destes cincos grupos as metanogênicas podem ter forma de 

bastão (Methanobacterium, Methanobacillus) ou cocos (Methanococcus, 

Methanosarcina). Além disso, as metanogênicas crescem muito lentamente, de 

modo que o metabolismo destes microrganismos geralmente é a taxa limitante da 

eficiência de digestores anaeróbios (WOESE, KANDLER e WHEELIS, 1990; 

CARDOSO et al., 2003). 

O filo Crenarchaeota compreende o grupo de arqueas redutoras de enxofre 

hipertermófilas, observados principalmente em amostras de solos e águas 

geotermais contendo enxofre elementar e sulfetos (WOESE, KANDLER e WHEELIS, 

1990). Apesar de serem habitualmente encontrados em ambientes extremos, clones 

filogeneticamente mais próximos ao filo Crenarchaeota têm sido detectados em 

diversos sistemas de biodigestores anaeróbios, tais como digestor de resíduos da 

destilação de vinho (vinhaça) (GODON et al., 1997), resíduos de animais (ZHANG et 

al., 2011), palha de milho (QIAO et al., 2013) e aterro sanitário (CARDINALI-

REZENDE et al., 2012). Entretanto o papel destes microrganismos no processo de 

digestão anaeróbia ainda permanece incerto.  

Análise das sequências 16S rRNA de arqueas incultiváveis oriundas de uma 

fonte termal, em 1996, mostraram ramificações diferentes dos filos Euryarchaeota e 

Crenarchaeota. Assim, a partir de tais sequências foi proposto um novo filo, o 

Korarchaeota, que engloba organismos hipertermófilos pouco conhecidos, ainda não 

cultivados em laboratório (BARNS et al., 1996).  

Em 2002, outro filo também foi descrito, o Nanoarchaeota, que é um filo 

criado especialmente para a espécie Nanoarchaeum equitans, que apresenta 

características peculiares e cuja relação de parentesco com outras arqueas ainda 

são incertas (HUBER et al., 2002).  

Recentemente outro filo foi proposto, o Thaumarchaeota, que representa 

organismos mesófilos que anteriormente eram englobados no filo dos 

http://pt.wikipedia.org/w/index.php?title=Nanoarchaeum_equitans&action=edit&redlink=1
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Crenarchaeota hipertermófilos. Trata-se de microrganismos que possuem genes 

envolvidos no ciclo do nitrogênio, na etapa de oxidação da amônia (BROCHIER-

ARMANET et al., 2008). 

Diversos trabalhos têm analisado por sequenciamento a comunidade 

microbiana presentes nos biodigestores anaeróbios para o tratamento de vários 

tipos de resíduos como: sólidos municipais (BAREITHER et al., 2013), bovinos 

leiteiros (ST-PIERRE e WRIGHT, 2013), suínos (SNELL-CASTRO et al., 2005; 

WIRTH et al., 2012), esgoto municipal (CHEN et al., 2012; YE e ZHANG, 2013), 

além dos provenientes da destilação de vinho (GODON et al., 1997). Estes trabalhos 

mostraram que os membros do domínio Bacteria são os predominantes, com os filos 

Firmicutes, Bacteroidetes e Proteobacteria como os mais abundantes no sistema de 

biodigestão que utilizam dejetos de animais como substratos. Enquanto no domínio 

Archaea, o Euryarchaeota é o mais identificado (WIRTH et al., 2012; BAREITHER et 

al., 2013; SUNDBERG et al., 2013). Em relação à proporção Archaea/Bacteria na 

comunidade total de microrganismos existentes nos biodigestores, a literatura 

permiti concluir que esta proporção pode variar de 1% (MOLETTA-DENAT et al., 

2010) a 19% (BRAUN et al., 2011) sob condições metanogênicas utilizando 

diferentes substratos.  

Os filos Bacteroidetes e Firmicutes são comuns em ambientes anaeróbios 

(por exemplo, digestor anaeróbio e rúmen), onde fermentam polissacarídeos 

complexos, tais como celulose e amido. Já os membros do filo Proteobacteria são 

fisiologicamente muito diversificados e muitos podem fermentar polissacarídeos 

simples ou monossacarídeos. Mudanças nas comunidades dominantes do domínio 

Bacteria pode ocorrer devido a esgotamento de polissacarídeos complexos, como, 

por exemplo, celulose. A degradação da celulose pode levar então à transição da 

população devido a maior presença de produtos de degradação de menor 

complexidade, tais como monômeros de açúcar (KRAUSE et al., 2008). Além de 

nutrientes, outros fatores podem estar relacionados à variação da comunidade 

microbiana, como pH, temperatura e presença de inibidores. Ainda segundo alguns 

autores, apesar da comunidade de bactérias ser mais diversa, ela está sujeita a 

maiores variações populacionais do que a de arqueas diante aos diferentes fatores 

(LECLERC, DELGÈNES e GODON, 2004; HORI et al., 2006). 
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1.4 FATORES QUE AFETAM O PROCESSO DE BIODIGESTÃO ANAERÓBIA 

 

Para um processo eficiente, a biodigestão anaeróbia depende do equilíbrio 

entre as comunidades microbianas para produção final do gás metano e de 

condições de fermentação específicas. Fatores relativos ao substrato (nutrientes, 

pH, capacidade de tamponamento e composto inibitórios) e as condições de 

funcionamento do biodigestor (temperatura e tempo de retenção) influenciam 

diretamente o desempenho dos microrganismos (KUMAR et al., 2013).  

A temperatura é um importante fator que pode afetar o desempenho da 

digestão anaeróbia, visto que está diretamente relacionado ao desenvolvimento e 

metabolismo bacteriano (KUMAR et al., 2013). A produção de metano já foi 

documentada sob uma ampla gama de temperatura, variando entre 0 e 97ºC 

(BITTON, 2005). A escolha da melhor temperatura irá variar de acordo com as 

condições ambientais ou mesmo econômicas de cada região. O processo de 

biodigestão, pode então ocorrer, entre as faixas de temperaturas mais baixas, 

psicrofílica, abaixo de 20ºC (CÔTÉ, MASSÉ e QUESSY, 2006), mesofílica, entre 

20ºC e 40ºC (CHAE et al., 2008; SURYAWANSHI, CHAUDHARI e KOTHARI, 2010) 

e em faixas mais elevadas, termofílicas, entre 50 – 70ºC (LEE et al., 2012).  

O aumento da temperatura nos processos de biodigestão pode apresentar 

vantagens como, melhora da solubilidade de compostos orgânicos, aumento das 

taxas de reações químicas e biológicas, além de diminuição da presença de 

bactérias potencialmente patogênicas. Entretanto, observa-se como desvantagem 

um aumento da fração de amônia livre, que é um inibidor de crescimento para 

alguns tipos de microrganismos. Desta forma, os microrganismos são muito 

sensíveis às mudanças de temperatura, sendo preciso assegurar certa estabilidade 

da temperatura no meio em que procede a tecnologia de digestão anaeróbia 

(KUMAR et al., 2013)  

Alterações no pH do meio pode afetar sensivelmente a integridade das 

bactérias envolvidas na digestão anaeróbia, fazendo com que elas alterem suas 

estruturas e, portanto, percam suas características originais. Muitos grupos de 

microrganismos têm o mesmo intervalo de pH ótimo, enquanto outros grupos tem 

uma região de pH específico para um crescimento ótimo e degradação anaeróbia. 

Sendo assim, deve-se buscar uma faixa de pH apropriada que proporcione o 

desenvolvimento da maior parte dos microrganismos relacionados ao processo. 
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Arqueas metanogênicas se desenvolvem em uma faixa de pH de 5,5 a 8,5, bactérias 

fermentativas podem crescer em uma gama mais larga de pH, entre 4 e 8,5. Durante 

o processo de fermentação a faixa de pH ideal é entre 6,6 – 7,8. O conhecimento 

dos fatores que podem alterar o pH é essencial para controlar e garantir uma 

fermentação bem sucedida num biodigestor (BOE et al., 2010; KUMAR et al., 2013). 

O tempo de retenção hidráulica (TRH) também é outro fator importante para a 

produção de biogás. O TRH é o tempo necessário para a mistura ser digerida no 

digestor, o que ocorre quando a produção de gás é máxima, definindo o ponto de 

melhor qualidade do biogás no processo de biodigestão anaeróbia (SOUZA et al., 

2008). O TRH depende das características dos afluentes e das condições 

ambientais, além disso, deve ser suficientemente longo para permitir o metabolismo 

dos microrganismos anaeróbios nos biodigestores (BITTON, 2005). O TRH varia de 

acordo com o tipo de biodigestor utilizado e a região; em países tropicais, por 

exemplo, a TRH varia de 30 a 50 dias, enquanto em países mais frios pode chegar a 

100 dias (KUMAR et al., 2013). 

A presença de algumas substâncias orgânicas, químicas e/ou físicas pode 

comprometer o metabolismo das bactérias responsáveis pela produção do metano. 

Entre estas substâncias estão detergentes, antibióticos, desinfetantes e pesticidas 

(BITTON, 2005). Por outro lado, a disponibilidade de certos nutrientes é essencial 

para o crescimento e metabolismo microbiano, carbono, nitrogênio, fósforo e ferro 

são essenciais para todos os processos biológicos (KUMAR et al., 2013).  

Diante do exposto, a digestão anaeróbia de dejetos bovinos a temperatura 

ambiente pode suportar uma ampla gama de microrganismos dos diferentes 

domínios (Bacteria e Archaea). Assim, este potencial de variabilidade torna a 

identificação dos fatores que determinam a estrutura populacional um vasto campo a 

ser analisado. Para uma melhor compreensão da biomassa utilizada por meio da 

tecnologia de digestão anaeróbia, o conhecimento da estrutura, abundância e 

dinâmica das comunidades microbianas presentes são extremamente importantes 

para o aumento do conhecimento e da previsão dos processos de tratamento de 

dejetos de animais, permitindo aumentar assim o seu desempenho. A partir deste 

conhecimento é possível avaliar as possíveis interações cooperativas entre os 

diversos grupos de microrganismos responsáveis pelas distintas partes do processo 

de digestão anaeróbia e as possíveis mudanças durante a fermentação devido à 

variação das temperaturas ambientais. 
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2 OBJETIVOS 

 

 

2.1 OBJETIVO GERAL 

 

 Caracterizar a diversidade das comunidades bacterianas e de arqueas e 

aspectos da sua dinâmica e sucessão ecológica, durante o processo de digestão 

anaeróbia em biorreatores de escala piloto operados a temperatura ambiente.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

 Avaliar a produção e a qualidade (teor de metano) do biogás, bem como a 

redução dos teores de sólidos voláteis (SV); 

 Avaliar a dinâmica, abundância, estrutura e sucessão ecológica das 

comunidades bacteriana e das arqueas durante o processo de digestão 

anaeróbia pelas técnicas de PCR quantitativo e CE-SSCP (Eletroforese capilar -

Polimorfismo de conformação de filamento único); 

 Correlacionar a produção de metano com a relação Archaea/Bacteria durante o 

processo de digestão anaeróbia; 

 Avaliar o perfil taxonômico das comunidades bacterianas e de arqueas a partir da 

análise de metagenômica das amostras finais do processo de digestão 

anaeróbia. 



31 
 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

3.1 ENSAIO DE BIODIGESTÃO ANAERÓBIA 
 

Foram realizados dois ensaios de biodigestão anaeróbia em dois 

biodigestores contínuos de escala laboratorial (bancada). Estes biorreatores tinham 

capacidade útil de 60 litros de substrato em fermentação, e foram instalados na sede 

da Embrapa Gado de Leite, Juiz de Fora – MG, mantidos em condições naturais de 

temperatura e ambiente. Os ensaios foram realizados em dois períodos do ano, 

verão e outono/inverno, ambos operados com TRH de 60 dias.  

Os dejetos utilizados tanto no carregamento inicial (afluente) dos 

biodigestores quanto dos abastecimentos diários (2 L), foram coletados no sistema 

de produção de leite do Campo Experimental José Henrique Brusqui, em Coronel 

Pacheco – MG, na Embrapa Gado de Leite (localização geográfica: latitude 21º 35’ 

58‖ S e longitude 43º 17’ 34‖ W e altitude média de 432 m).  

Os dejetos foram transportados a temperatura ambiente até a sede da 

Embrapa Gado de Leite Juiz de Fora, onde foram homogeneizados manualmente e 

preparados os substratos. Os substratos foram realizados a partir da diluição de 

fezes bovinas frescas com água de lavagem dos pisos (água de reúso) do free stall, 

até teor de sólidos totais de 2 a 3%. As coletas de dejetos foram realizadas 

semanalmente e armazenadas à - 20ºC para realização das cargas diárias (Figura 

1). As cargas diárias foram realizadas a partir do 15º dia. Volume diário abastecido 

em cada biodigestor foi de dois litros do substrato e, após cada abastecimento, 

procedia-se à saída do efluente na mesma quantidade da carga diária (2 L).  

 

 

Figura 1. Preparação do substrato, mistura de fezes bovinas frescas juntamente com água de 
lavagem dos pisos do free stall, coletadas no campo experimental da Embrapa Gado de Leite. 
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3.2 CARACTERIZAÇÃO DOS BIODIGESTORES UTILIZADOS 

 

Os biodigestores utilizados foram do tipo tubular horizontal de escala 

laboratorial e de alimentação contínua. Os biodigestores contínuos são constituídos 

por duas partes distintas, sendo que uma delas é utilizada para o armazenamento 

do material em fermentação e a outra para o gás. Ambos os recipientes foram 

confeccionados em PVC. Pela Figura 2A podem ser observados os detalhes dos 

biodigestores. Em uma das extremidades foi acoplado um cano de entrada do 

afluente, no qual é feito o abastecimento, e na extremidade oposta havia dois canos, 

um com registro para o descarte do efluente (biofertilizante) e outro para a saída do 

gás. O recipiente destinado à fermentação era composto por um cilindro reto de PVC 

com diâmetro de 30 cm e com 116 cm de comprimento, com as extremidades 

fixadas com duas placas de PVC.  

 

 

Figura 2. Representação esquemática de um dos biodigestores (A) de escala laboratorial e do 
gasômetro (B) usados para avaliação do processo de digestão anaeróbia, operados a temperatura 
ambiente. 
 

Os gases produzidos foram armazenados nos gasômetros, que são 

constituídos por dois cilindros de 25 e 30 cm de diâmetro e se encontram inseridos, 

um no interior do outro, de forma que o espaço existente entre a parede externa do 

cilindro interior e a parede interna do cilindro exterior comporta um volume de água 
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(selo d’água), atingindo profundidade de 60 cm. O cilindro de 30 cm de diâmetro é 

fixado sobre uma placa de PVC, recebendo o cilindro de 25 cm de diâmetro no seu 

interior. O cilindro de 25 cm diâmetro tem uma das extremidades vedadas com um 

cap para receber o gás produzido, a outra extremidade emborcada no selo de água 

para armazenar o gás. Os detalhes do gasômetro podem ser vistos na Figura 2B. 

 
 

3.3 DELINEAMENTO EXPERIMENTAL PARA ANÁLISES FÍSICO-QUÍMICA E 

PARA AS ANÁLISES DA DINÂMICA E SUCESSÃO MICROBIANA DOS 

AFLUENTES E EFLUENTES 

 

Os ensaios foram realizados em dois períodos do ano. O primeiro no verão 

(18 de janeiro de 2012 a 19 de março de 2012) e o outro durante outono/inverno (11 

de abril de 2012 a 10 junho de 2012), ambos operados com TRH de 60 dias. A 

temperatura ambiente foi registrada diariamente com o auxílio de um termômetro 

digital portátil. 

Para a caracterização dos afluentes e efluentes, semanalmente, alíquotas de 

35 a 40 mL das amostras do afluente (carregamento inicial) e dos efluentes 

(biofertilizante) e 0,08 cm3 de biogás foram coletadas para análises (Figura 3).  

As amostras foram identificadas de acordo com a estação, dia de coleta e 

origem (entre os dois biodigestores): amostras coletadas nos meses de verão e de 

inverno foram denotadas com as letras S (Summer) e W (Winter), respectivamente; 

os números (0 a 60) foram adicionados de acordo com os dias de amostragem 

durante a digestão anaeróbia, as letras (a e b) correspondem a cada um dos 

biodigestores em que foi realizada a fermentação.  

Para as análises físico-químicas foram coletadas 34 amostras, duas do 

afluente, uma referente ao carregamento inicial de ambos os biodigestores no verão 

(denominada S0), e outra do carregamento inicial no ensaio realizado no inverno 

(denominada W0). As demais amostras (n = 32) foram coletadas, conforme o 

esquema da Figura 3 para análises de sólidos totais (ST), sólidos voláteis (SV) e pH. 



34 
 

 

Figura 3. Esquema referente aos dias de coleta das amostras dos afluentes, efluentes e 

biogás e as análises físico-químicas realizadas subsequentemente. Amostras coletadas nos 

meses de verão e de inverno foram denotadas com as letras S e W, respectivamente. Os 

números (0 a 60) referindo-se as datas de amostragem e as letras (a e b) correspondem a 

cada um dos dois biodigestores em que foi realizada a fermentação. 

 

Para análise da dinâmica e sucessão microbiana dos afluentes e efluentes 

foram coletadas 58 amostras, duas do afluente, uma referente ao carregamento 

inicial de ambos os biodigestores no verão (denominada S0) e outra do 

carregamento inicial no ensaio realizado no inverno (denominada W0). As demais 

amostras (n = 56) foram coletadas, conforme o esquema da Figura 4.  

 

Figura 4. Esquema referente aos dias de coleta das amostras dos afluentes, efluentes e 
biogás e as análises da dinâmica e sucessão ecológica realizadas subsequentes. Amostras 
coletadas nos meses de verão e de inverno foram denotadas com as letras S e W, 
respectivamente. Os números (0 a 60) referem-se aos dias de amostragem e as letras (a e 
b) correspondem a cada um dos dois biodigestores em que foi realizada a fermentação. 

 

3.4 TEORES DE SOLIDOS TOTAIS (ST) E TEORES DE SOLIDOS VOLATEIS (SV) 

 

Para determinação dos teores de sólidos totais, as amostras dos afluentes e 

efluentes foram acondicionadas em triplicata em recipientes, previamente tarados, 

pesados para obtenção do peso úmido (PU) do material. Após a pesagem as 
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amostras foram incubadas em estufa (105ºC) até atingirem peso constante. Em 

seguida, as amostras foram resfriadas em dessecador e novamente pesadas para 

obtenção do peso seco (PS). O teor de sólidos totais foi determinado para todas as 

amostras segundo metodologia descrita por APHA (2005). 

No qual: 

ST = teor de ST (%) 

U = teor de umidade (%) 

PU = peso úmido da amostra (g) 

PS = peso seco da amostra (g) 

 

Para a determinação dos teores de sólidos voláteis, as mesmas amostras 

foram preparadas segundo metodologia descrita por APHA (2005). As amostras 

resultantes da determinação dos sólidos totais, foram incubadas a mufla (575ºC), em 

cadinhos previamente tarados, e mantidos por um período de 2 horas e 30 minutos. 

Após o término da queima, os cadinhos foram retirados da mufla e levados ao 

resfriamento em dessecadores. Em seguida, o material resultante das amostras foi 

pesado em balança analítica, obtendo-se o peso das cinzas ou matéria mineral.  

No qual: 

SV = teor de SV (%) 

PU = peso úmido da amostra (g) 

Pm= peso obtido após queima (mufla) (g) 

 

3.5 DETERMINAÇÃO DO VOLUME, PRODUÇÃO E COMPOSIÇÃO DE BIOGAS 

 

Para a quantificação do volume de biogás produzido, uma escala graduada 

afixada na parte externa dos gasômetros foi utilizada. Assim, o deslocamento 

vertical do gasômetro foi medido diariamente e multiplicado pela área da seção 

transversal interna do gasômetro, ou seja, 0,04909 m².  

A temperatura do biogás dentro do gasômetro foi aferida com auxílio de 

termômetro digital de haste longa. Após cada leitura os gasômetros foram zerados, 

utilizando-se o registro de descarga do biogás. A correção do volume de biogás para 

condições de 1 atm. e 20°C foi efetuada com base no trabalho de Caetano (1985). 

ST= 100 – U 

U = (PU – PS) / PU x 100 

 

 

 

SV= ST-cinzas  

Cinzas = {1 - [(PU – Pm) / PU]} x 100 
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Para a correção do volume de biogás, foi utilizado a expressão resultante da 

combinação das leis de Boyle e Gay-Lussac, sendo que: 

 

 

Vo = volume de biogás corrigido (m3); 

Po = pressão corrigida do biogás, para 1 atm. (10332,27 mm de 

H2O); 

To= temperatura corrigida do biogás (293,15ºK); 

V1 = volume do gás no gasômetro; 

P1 = pressão do biogás na leitura (9621,9239 mm de H2O); 

T1 = temperatura do biogás (ºK) no instante da leitura. 

Os dados de produção de metano e as quantidades de sólidos voláteis 

adicionados (S.V adicionados) foram utilizados para os cálculos de rendimento de 

metano. Os valores foram expressos em litros de metano por grama de sólidos 

voláteis adicionados (L CH4/g S.Vadicionado). 

As análises de qualidade do biogás produzido foram realizadas 

semanalmente para determinação dos teores de metano (CH4) e dióxido de carbono 

(CO2), amostras do biogás (0,08 cm3) foram coletadas, com auxílio de seringas e 

posteriormente, analisadas em cromatógrafo de fase gasosa (Agilent Technologies, 

7820A) no Laboratório de cromatografia da Embrapa Gado de Leite, Juiz de Fora - 

MG. 

 

3.6 EXTRAÇÃO DO DNA TOTAL DAS AMOSTRAS DO AFLUENTE E EFLUENTE 

 

As amostras (10 mL) do afluente (n = 2) e efluente (n = 56) foram coletadas 

manualmente, identificados e imediatamente transportados, sob refrigeração, para o 

Laboratório de Fisiologia e Genética Molecular Bacteriana do ICB/UFJF, para 

extração do DNA total.  

Inicialmente as amostras foram sonicadas em gelo com auxílio do Vibra Cell 

VCX130PB (Sonics & Materials, EUA), três vezes por 60 segundos, com o 

comprimento de onda de 110,7 nm, para desprender os microrganismos das 

partículas. Em seguida, 4 mL das amostras foram centrifugadas a 14000 rpm por 15 

minutos até a formação de um pelete de 180 a 220 mg no criotubo.  

O DNA foi extraído com auxílio do QIAamp™ DNA Stool Mini kit (Qiagen, 

Alemanha), de acordo com as instruções do fabricante.  
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A concentração e a pureza do DNA foram determinadas por 

espectrofotometria com emprego do NanoDrop 2000c. A concentração do DNA foi 

avaliada a 260 nm e a relação de leituras a 260 nm e a 280 nm para estimar a 

pureza do DNA, estabelecendo-se o valor de 1,75 como referência mínima. A 

integridade do DNA genômico foi avaliada por eletroforese (80 volts) em gel de 

agarose a 1,2% com adição de tampão TBE (Tris-HCl 89 mM, ácido bórico 89 mM, 

EDTA 2 mM, pH 8,0) à cuba de eletroforese. 

O DNA extraído (50 µl) foi armazenado à -80 °C e subsequentemente 

submetido à liofilização e enviado a temperatura ambiente ao Laboratoire de 

Biotechnologie de l'Environnement (INRA/FR) para ser utilizado nos procedimentos 

subsequentes. 

 

3.7 PCR QUANTITATIVO (qPCR) 

 

Reações de PCR quantitativo (qPCR) foram utilizadas para quantificar a 

abundância de microrganismos dos domínios Bacteria e Archaea em amostras de 

DNA extraídos dos afluentes e efluentes dos biodigestores. Todos os iniciadores 

usados no qPCR estão listados na Tabela 1. 

As reações de amplificação para os domínios Bacteria e Archaea foram 

realizadas em um volume total de 25 µL. Assim, todas as misturas de reação 

continham 12,5 µL de Express qPCR Supermix with premixed ROX (Invitrogen, 

França), 10 nM iniciadores, 8 nM sonda TaqMan, 5 µl de DNA (concentração final de 

1 e 0,1 ng/µL), e água suficiente para obtenção do volume final.  

Em seguida, a placa contendo o mix e as amostras de DNA foi submetida ao 

equipamento Mastercycler ep gradient S (Eppendorf, Hamburg, Alemanha), com 

seguinte programa: incubação inicial de 20 s a 95ºC e 40 ciclos de desnaturação 

(95ºC, 15 s, 60ºC, 1 min.).  

Determinou-se o threshold, ou limiar de detecção, de cada amostra testada. O 

threshold corresponde a um ponto de referência em que todas as amostras possuem 

a mesma intensidade de fluorescência. Uma vez determinado o threshold, foi 

estabelecido o número de CT (threshold cycle) de cada amostra. O número de CT é 

utilizado para comparação entre as amostras, pois se refere ao número de ciclo no 

qual a curva de amplificação de cada amostra atinge o threshold estabelecido. A 

eficiência de amplificação (E) de cada um dos pares de iniciadores foi determinada 
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por meio de uma curva padrão composta de cinco pontos e que foi gerada a partir 

de reações em triplicata nas quais foram utilizadas diluições seriadas de clones 

DF10 (Methanobrevibacter smithii nº 55233) e LC103 (E. coli clone PK3) , como 

padrões para os domínios Archaea e Bacteria, respectivamente (BRAUN et al., 

2005). O número total de bactérias ou arqueas foi expresso como o número de 

cópias por grama de afluente ou efluente. 

 

Tabela 1. Sequência e especificidade dos oligonucleotídeos iniciadores utilizados nas 

técnicas de CE-SSCP, qPCR e análise metagenômica aplicadas na avaliação da dinâmica, 

abundância e estrutura das comunidades microbianas durante o processo de digestão 

anaeróbia.  

Método Gene alvo Iniciadores Sequência 5’-3’ 
Temp. de 

anelamento 
(
o
C) 

Referência 

SSCP F330 W49 ACGGTCCAGACTCCTACGGG 61 
PEU et al., 

2006 
SSCP R533 W104 FAM-TTACCGCGGCTGCTGGCAC 61 

SSCP F340 W274 CCCTACGGGGCGCAGCAG 65 
BRAUN et 

al., 2011 
SSCP R519 W275 FAM-TTACCGCGGCGGCTG 65 

qPCR 
16S rRNA - 

Bacteria 

W208 F: ACTCCTACGGGAGGCAG 

60 
YU et al., 

2005 

W209 R: GACTACCAGGGTATCTAATCC 

W210 
TaqMan: Yakima Yellow-

TGCCAGCAGCCGCGGTAATAC-Tamra 

qPCR 
16S rRNA - 

Archaea 

W211 F:ATTAGATACCCSBGTAGTCC 

60 
YU et al., 

2005 

W212 R:GCCATGCACCWCCTCT 

W213 
TaqMan: FAM-

AGGAATTGGCGGGGGAGCAC-Tamra 

PCR (análise 

metagenômica) 

16S rRNA – 

Bacteria e 

Archaea 

515F 

928R 

F: GTG CCA GCM GCC GCG GTAA 

R: CCC CGY CAA TTC MTT TRA GT 

- 
WANG e 

QIAN, 2009 
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3.8 CE-SSCP (CAPILLARY ELECTROPHORESIS - SINGLE-STRAND 

CONFORMATION POLYMORPHISM) 

 

A dinâmica das populações microbianas nas amostras do afluente e efluente 

oriundas dos biodigestores foi analisada pela a técnica de eletroforese capilar por 

polimorfismo de conformação de fita simples (CE-SSCP). A análise CE-SSCP é uma 

técnica adequada para realizar o monitoramento das populações, servindo como 

base para identificar as fases durante a sucessão microbiana que sejam mais 

discrepantes com relação à diversidade de espécies. Análises por CE-SSCP 

permitem que fragmentos de DNA com tamanhos semelhantes sejam separados de 

acordo com a sua estrutura secundária. A diversidade microbiana de uma 

determinada amostra é representada por picos, que corresponde a uma sequência 

separada. A área de cada pico permite estimar a abundância de diferentes 

microrganismos na amostra (LECLERC et al., 2001; CHACHKHIANI et al., 2004).  

Para analisar a dinâmica das comunidades bacterianas e das arqueas, a 

região V3 do gene 16S rRNA foi amplificada. Os iniciadores especificos W49F e 

W104R foram utilizados para o domínio Bacteria, e W274F e W275R para o domínio 

Archaea (Tabela 1). Os iniciadores reversos W104 e W275 foram marcados com 

FAM (6-carboxyfluoresceina) na porção 5’. As amplificações por PCR foram 

realizadas utilizando- se Mastercycler termociclador (Eppendorf, Alemanha). 

As reações de PCR foram realizadas em um volume de 50 µl: 5 µL de tampão 

10x Pfu Turbo, 4 µL de dNTPs (2,5 mM), 1 µL de cada iniciador (100 ng/µL), 0,5 µL 

Pfu Turbo DNA polimerase (2,5 U/µL) (Stratagene, CA), 1 µL de DNA extraído (10 

ng/µL) e água ultrapura até volume final de 50 µL. O controle negativo consistia de 

todos os reagentes necessários exceto DNA. As condições das reações de PCR 

foram desnaturação inicial de 2 min a 94ºC; 25 ciclos de três estágios: 30 s a 94ºC, 

30 s a 61ºC para bactérias (w49 - w104) e 65ºC para arqueas (w274 - w275) e 30 s 

a 72ºC, e a extensão final por 10 min a 72ºC e por fim, resfriamento a 4ºC. Os 

produtos de PCR-SSCP obtidos foram visualizados no Agillent 2100 Bionalyzer 

(Agilent Technologies, CA) para observação dos produtos de amplificação. 

Uma mistura com 1 µL de cada produto de PCR diluído, 18,925 µL de 

formamida (Applied Biosystem, EUA) e 0,075 µL de padrão de peso molecular 

interno Gene Scan HD 400 Rox (Applied Biosystems, EUA) foi desnaturada durante 

5 min a 95ºC e resfriadas imediatamente em gelo por 10 min. Em seguida, esta 
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mistura foi submetida à eletroforese capilar no aparelho ABI3130 Genetic Analyzer 

(Applied Biosystems, EUA).  

 

3.9 ANÁLISE METAGENÔMICA 

 

Após 60 dias de fermentação em ambas as estações, as amostras finais 

(S60a, S60b, W60a e W60b) foram submetidas à análise metagenômica pela 

plataforma 454 GS-FLX Titanium (Roche, USA) no Molecular Research Laboratory 

(Shallowater, TX, EUA). Esta técnica foi utilizada no intuito de identificar os grupos 

de bactérias e arqueas presentes nas amostras por meio do sequenciamento de 

regiões específicas do gene codificador para o 16S rRNA. 

Uma mistura de produtos de amplificação foi gerada a partir dos iniciadores 

F515 e R928 (Tabela 1) e inicialmente foi feita uma triagem para remoção de todas 

as sequências não lidas ou de baixa qualidade. 

O software Mothur (SCHLOSS et al., 2009) foi usado para remover a 

redundância das sequências de tags e selecionar as sequências de tags únicas 

(portanto, cada tag único representava diferentes quantidades de sequências tag). 

Resumidamente, sequências de qualidade controlada foram alinhadas com a base 

de referência SILVA (PRUESSE et al., 2007). As sequências finais foram 

classificadas considerando a taxonomia SILVA distribuído com Mothur. O número de 

sequências obtidas foi de 17.962 a partir de todas as amostras. 

A abundância relativa de grupos bacterianos e de arqueas nos diferentes 

biorreatores anaeróbios foi analisada e, em seguida, as Unidades taxonômicas 

operacionais (OTUs) foram definidas como grupos de sequências com um p-

distância de 0,03 (ou 97% de similaridade). OTUs foram taxonomicamente 

classificadas usando BLASTn contra a base de referência SILVA. Os índices de 

diversidade Shannon-Weaver (H ') e Simpson (D) foram utilizados na avaliação da 

diversidade presente nas amostras, com intervalos de confiança de 95%.  

 

3.10 ANÁLISE ESTATÍSTICA  

 

Para analisar o desempenho médio dos processos de digestão anaeróbia em 

ambas as estações, os dois biodigestores avaliados e amostrados foram tratados 

como repetições. As médias e desvios padrão de todos os dados foram 
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determinados. Todas as amostras foram tratadas como independentes devido à 

alimentação diária dos biodigestores. 

Análise de variância (ANOVA) foi utilizada para analisar diferenças entre as 

taxas de produção e rendimento de metano, abundância de genes dos domínios 

Bacteria e Archaea e diferenças na relação Archaea/Bacteria entre os diferentes 

pontos de coleta durante o período de fermentação em ambas as estações (Verão e 

inverno). 

Com auxílio dos dados de abundância absoluta obtidas por PCR quantitativo 

foi realizado o cálculo da relação Archaea/Bacteria. Em seguida, correlação de 

Pearson foi feita entre os dados de produção de metano e a relação 

Archaea/Bacteria, a fim de observar a prevalência das metanogênicas em fases de 

maior produção de metano. 

Para calcular a diferença entre os dados obtidos por CE-SSCP realizou-se 

uma Análise de Componentes Principais (ACP), pelo emprego do software R 2.10.1. 

Estas análises foram realizadas a fim de investigar se as comunidades dos domínios 

Bacteria e Archaea foram diferentes durante o tempo de fermentação e entre as 

diferentes estações analisadas (verão e inverno),  

Inicialmente os perfis CE-SSCP foram alinhados com o padrão interno, ROX, 

para corrigir qualquer alteração na mobilidade eletroforética entre as execuções. As 

áreas dos picos foram normalizadas antes da análise estatística. As áreas dos picos 

foram determinadas e o índice de diversidade de Simpson (D) foi calculado para 

cada perfil. As diferenças entre os perfis de diversidade foram estimados e 

comparados com auxílio do teste ANOVA. 

O ACP foi utilizado, pois é um método útil de visualizar as relações, de 

semelhança ou desigualdade, entre as comunidades microbianas, reduzindo assim a 

dimensionalidade dos dados, buscando um número mínimo de fatores necessários 

para explicar a parte máxima da variância representada no conjunto original de 

variáveis (ZEMB et al., 2007). Desta forma, permite uma caracterização da 

variabilidade entre as amostras, no caso deste estudo, entre as réplicas e as 

estações analisadas (verão e inverno). 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 CARACTERÍSTICAS FÍSICO-QUÍMICAS DOS BIODIGESTORES OPERADOS 

A TEMPERATURA AMBIENTE  
 

Ao longo dos 60 dias de tempo de retenção hidráulica, dois biodigestores em 

escala-piloto operados a temperatura ambiente foram amostrados para avaliação da 

variação sazonal quanto à produção de biogás. De acordo com os resultados 

obtidos, não houve efeito da temperatura na produção de biogás, segundo a análise 

estatística realizada. 

Durante os dois períodos as temperaturas estavam na faixa mesofílica, entre 

14 e 25ºC (média de 19,5ºC) no inverno e entre 24 e 35ºC no verão (média de 

29,5ºC). O afluente (esterco bovino e água de reúso) apresentou variação de pH 

constante durante as duas estações, entre 6,55 e 6,86, e nos efluentes o pH variou 

de 6,95 a 7,41 durante todo o estudo. 

As taxas de carregamento foram em torno de 13,3 g/mL de SV no verão e 

12,4 g/mL de SV nos meses de inverno. Em todos os biodigestores, a redução 

percentual de ST durante a fermentação foi de cerca de 65% e de SV foi de 68%.  

A média diária de biogás produzido nos meses de verão e no inverno foi de 

18,7 e 16 L/dia, respectivamente. Não houve diferença significativa no teor de 

metano do biogás produzido nos processos de biodigestão realizados nos meses de 

verão (59,2%) ou nos meses de inverno (53,7%) (p = 0,73) (Figura 5A). Não houve 

diferença significativa no rendimento médio de metano entre os reatores operados 

nos meses de verão e de inverno (Figura 5B) (p = 0,60). 
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Figura 5. Produção de metano (A) e rendimento de metano (B) a partir da digestão 
anaeróbia de dejetos bovinos em função de padrões sazonais (verão e inverno) e temporais 
(período de 60 dias de fermentação). Os dados são expressos como a média dos dois 
biodigestores operados em cada estação. 

 

A partir desses resultados foi possível observar que, independente da estação 

do ano, os processos de biodigestão apresentaram semelhança em relação ao 

desempenho, ou seja, houve resultados similares de redução de sólidos voláteis e 

produção de metano. Todos os dados em conjunto, mostram uma digestão 

anaeróbia estável nos meses de verão e no inverno. Raros trabalhos foram 

encontrados avaliando a variação da produção de biogás em biodigestores operados 

a temperatura ambiente. No entanto, Alvarez et al. (2006), mostraram que a 

produção de metano a partir de dejetos animais segue o mesmo padrão, tanto em 

temperaturas constantes mesófilas (35ºC) e ambientais (16,8 - 29,5ºC). Assim, 

baseado nesta comparação, o valor de rendimento de metano obtido neste trabalho 

foi semelhante a outros estudos que avaliaram a produção de biogás a partir de 

dejetos de animais e operados a temperaturas constantes mesófilas (HILL, TAYLOR 

e GRIFT, 2001; RICO et al., 2007; CHAE et al., 2008). 
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4.2 VISÃO GERAL DA COMUNIDADE MICROBIANA 
 

4.2.1 Abundância e estrutura dos domínios Bacteria e Archaea durante o processo 
de digestão anaeróbia 

 

A influência dos padrões sazonais (verão e inverno) e padrões temporais (60 

dias de fermentação) sobre o número de representantes do domínio Bacteria e 

Archaea foi determinada por qPCR em todas as amostras dos afluentes e efluentes 

(n = 58). Os resultados foram semelhantes entre as réplicas, em ambos os 

digestores operados no verão (p = 0,999) ou no inverno (p = 0,809). Para cada um 

dos tempos amostrados, durante o processo anaeróbio, o número de cópias do gene 

V3 Bacteria e Archaea por grama de afluente e efluente foi realizada a partir da 

média das duas réplicas operadas durante cada estação (Figura 6).  

 

 

Figura 6. Abundância absoluta dos microrganismos dos domínios Bacteria e Archaea por 
qPCR em função dos padrões sazonais (verão e inverno) e temporais (período de 60 dias 
de fermentação). Todos os dados são expressos como log10 cópias dos genes 16S rRNA de 
bactérias ou arqueas por grama de amostras dos afluentes ou efluentes. Os valores indicam 
a média (n = 10) e o eixo x representa o tempo (dias) de coleta das amostras 

 

Os valores médios da abundância dos microrganismos do domínio Bacteria 

foram 2,8 x 109 e 6,4 x 109 cópias do gene 16S rRNA no verão e inverno, 

respectivamente. Enquanto os microrganismos do domínio Archaea foram 

encontrados valores médios de 1,4 x 108 e 2,2 x 108 cópias do gene 16S rRNA 
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também nos processos realizados no verão e inverno, respectivamente. Não foram 

encontradas diferenças significativas na abundância das comunidades bacterianas 

(p = 0.700) e nem nas do domínio Archaea (p = 0.959) durante os períodos 

avaliados, sugerindo que ambas as comunidades, independentes da estação, 

obtiveram uma dinâmica e abundância similar durante os 60 dias de fermentação. 

A relação entre os domínios Archaea/Bacteria também foi estudada com 

auxílio dos dados de qPCR. A proporção variou entre 1 - 11% (média de 6%), nas 

amostras de verão e 1 - 9% (média de 4,5%) nas amostras coletadas no período de 

inverno. O teste estatístico não revelou nenhuma diferença significativa (p = 0,277), 

indicando que nenhuma mudança ocorreu durante os 60 dias de fermentação na 

relação Archaea/Bacteria durante as duas estações analisadas.  

A fim de observar a variação da população de arqueas em relação à produção 

de metano ao longo do tempo de fermentação, foi realizado uma correlação entre os 

resultados de produção de metano obtidos e os valores resultantes da proporção 

Archaea/Bacteria obtidos por qPCR. Durante o processo de biodigestão realizado 

nos meses de verão esta correlação foi de 0,8917 (R2 = 0,7952) enquanto nos 

meses de inverno foi de 0,9644 (R2 = 0,9300). Pela figura 7 é possível observar o 

resultado da correlação entre as variáveis durante as duas estações analisadas. A 

partir desse dados foi possível observar que o aumento da população de arqueas 

em ambos os processos de fermentação foi correlacionado com aumento na 

produção de metano, o que indica a arqueas como o grupo funcional especializado 

na produção de biogás.  

 

 

Figura 7. Representação da relação Archaea/Bacteria em função da produção de metano 
durante o processo de digestão anaeróbia operado nos meses de verão (A) e inverno (B). 
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A dinâmica temporal e sazonal das comunidades de Bacteria e Archaea foram 

também obtidas pela análise CE-SSCP. Os perfis de comunidades microbianas 

resultantes foram alinhados e comparados a fim de destacar as distâncias genéticas 

entre as amostras. Distâncias euclidianas foram computadas e o desenvolvimento 

de ambas as comunidades é mostrado usando uma análise de componentes 

principais (ACP) (Figura 8). Assim, a ACP mostra a dissimilaridade na dinâmica da 

comunidade bacteriana entre as 58 amostras analisadas, aproximadamente 50% 

dessas variações são explicadas pela PC1 e PC2. 

 

 

Figura 8. Análise de componentes principais dos perfis CE-SSCP entre os dados das 
comunidades bacterianas das amostras finais de verão, S60a e S60b, e inverno, W60a e 
W60b. Amostras iniciais do processo de digestão anaeróbia operados no verão (S0 a S11) e 
as amostras de inverno (W0 a W8) estão evidenciadas. 
 

Duas etapas distintas foram observadas para as amostras iniciais coletadas 

no processo realizado no verão (S0 a S11) e as amostras do período de inverno (W0 

a W8), sugerindo que os estágios iniciais ou start-up são diferenciados para as duas 

estações. Entretanto, os pontos consecutivos apresentaram uma maior similaridade, 

não sendo possível observar qualquer tipo de diferença entre as amostras coletadas 

nas diferentes estações. Provavelmente, todas as comunidades microbianas 
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progrediram para o mesmo estado estacionário, indicando que, em ambas as 

estações, o processo de biodigestão anaeróbia teve uma dinâmica das comunidades 

semelhante, o que confirma os resultados obtidos por qPCR. Representação dos 

perfis CE-SSCP das amostras finais foram apresentados na Figura 9. Por esta 

figura, é possível ilustrar como a diversidade relativa da comunidade bacteriana é 

calculada, pela visualização dos número de pico dos perfis. Além disso, cada pico de 

migração do perfil CE-SSCP é proporcional à quantidade de DNA detectado, ou 

seja, a abundância relativa de cada espécie.  

 

 

Figura 9. Representação da estrutura de padrões dos perfis CE-SSCP. Os diferentes perfis 
de CE-SSCP foram alinhados com base em um padrão interno ROX e as áreas foram 
normalizados. Cada pico de migração do perfil CE-SSCP é proporcional à quantidade de 
DNA detectado, ou seja, a abundância relativa de cada espécie. 

 

A estrutura da comunidade das arqueas foi menos complexa do que a 

estrutura da comunidade bacteriana. No que se refere aos padrões CE-SSCP para 

as arqueas, ao longo dos tempos de amostragem, foram observadas estruturas 

comunitárias relativamente semelhantes nas amostras de verão e de inverno. O 

perfil CE-SSCP obtido apresentou uma baixa diversidade (Figura 10). 
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Figura 10. Análise de componentes principais dos perfis CE-SSCP entre os dados das 
comunidades arqueas das amostras dos afluentes e efluentes obtidas durante o processo 
de digestão anaeróbia verão (A) e no inverno (B).  
 
 

A análise temporal da dinâmica bacteriana e das arqueas nos digestores 

anaeróbios por qPCR e CE-SSCP revelaram que, tanto no processo realizado nos 

meses de verão como no inverno, obtiveram abundância microbiana semelhante, e 

que a ligeira variação de temperatura (aproximadamente 10ºC) entre as estações 

não foi definitivo para uma variação da dinâmica entre os digestores. Estes 

resultados indicam que o tempo de fermentação e possivelmente outros fatores, 

como condições de operação e desempenho do digestor, têm um grande efeito na 

dinâmica microbiana e que a sucessão ecológica ocorreu em tempo similar para 

ambos os períodos avaliados.  

Os valores de abundância absoluta dos domínios Bacteria e Archaea estão de 

acordo com outras análises da comunidade em digestores anaeróbios 

(ALEXANDER et al., 2011). Outros estudos também mostraram um deslocamento 

das comunidades bacterianas nas fases iniciais do processo com tendência para 

uma estabilização ou consolidação após um tempo de fermentação de dejetos de 

animais por diferentes métodos, como CE-SSCP (PEU et al., 2006), análise 

metagenômica (LEE et al., 2012) e DGGE (BENGELSDORF et al., 2013). As 

réplicas dos biodigestores operados a temperatura ambiente (a e b) mostraram um 

desempenho semelhante e altamente comparável. 

Diferenças de temperatura durante o processo de digestão também não 

mostraram diferença na relação Archaea/Bacteria em ambas as estações. Segundo 

a literatura, outras proporções dos domínios Archaea/Bacteria foram anteriormente 
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relatadas, entre 0 - 7% em biodigestores em larga escala alimentados com dejeto 

animal (porco e vaca) utilizando sequenciamento das amostras (SUNDBERG et al., 

2013); cerca de 6% em um biorreator alimentado com forragem de beterraba 

calculado por qPCR (KLOCKE et al., 2007); e entre 0,5 - 4,5% em digestores 

anaeróbios alimentados com dejetos líquidos calculado também por qPCR 

(MOLETTA-DENAT et al., 2010). Deste modo, as diferentes condições parecem 

produzir grandes variações nas proporções de Archaea/Bacteria e os resultados 

obtidos neste estudo foram da mesma ordem que os valores relatados na literatura. 

Além disso, a abundância de bactérias foi maior do que de arqueas, o que corrobora 

dados de outros estudos (HORI et al., 2006; LIU et al., 2009). 

 

 

4.2.2 Estrutura das comunidades microbianas: filo e família  
 

Amostras finais obtidas de biorreatores após o processo de digestão 

anaeróbia nos meses de verão (S60a e S60b) e inverno (W60a e W60b) foram 

submetidos à análise da diversidade microbiana utilizando o gene 16S rRNA. A 

abundância relativa de grupos bacterianos e de arqueas nos diferentes biorreatores 

anaeróbios foi analisada e as percentagens das sequências pertencentes aos 

diferentes grupos taxonômicos encontrados estão resumidas na Figura 11.  

Todas as sequências das amostras coletadas no verão (S60a e S60b) e no 

inverno (W60a e W60b) foram representadas por 15 filos. Os valores médios das 

sequências identificadas do domínio Bacteria corresponderam a 97,8% das 

sequências detectadas, enquanto o restante pertencia ao domínio Archaea (Tabela 

2). 
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Figura 11. Similaridade taxonômica das sequências bacterianas e arqueas recuperada das 
amostras finais, S60a e S60b, obtidas após 60 dias de fermentação em biodigestores 
operados no verão e nas amostras, W60a e W60b obtidas nas mesmas condições no 
inverno. 

 

Tabela 2. Números e estimativas da diversidade de sequências dos domínios Bacteria e 
Archaea nas amostras finais, S60a e S60b, obtidas após 60 dias de fermentação em 
biodigestores operados no verão, e nas amostras, W60a e W60b obtidas nas mesmas 
condições no inverno. 

Grupo 
Nome das 

amostras 

OTUs 

observadas 

Número de 

sequencias  

Índice 

Shannon 

(H) 

Índice 

Simpson (D) 

Bacteria 

S60a 795 5183 5,36 0,98 

S60b 708 4338 5,27 0,98 

W60a 588 4594 4,71 0,95 

W60b 486 3416 4,59 0,95 
      

Archaea 

S60a 22 188 2,31 0,85 

S60b 18 129 2,10 0,81 

W60a 11 79 1,89 0,80 

W60b 9 35 1,95 0,86 

 

 

As análises taxonômicas das sequências bacterianas identificaram 13 filos e 

17 classes em todos os biorreatores. Todas as percentagens indicadas a seguir 

representam a abundância relativa das sequências de bactérias detectadas. O filo 

Firmicutes (bactérias Gram-positivas, baixo conteúdo GC) foi mais abundante em 

todos os biorreatores, representando 51,9 - 57,2% das sequências analisadas das 
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amostras coletadas ao final da biodigestão realizada no verão (S60a e S60b, 

respectivamente) e 48,0 - 45,5% nas sequências das amostras de inverno (W60a e 

W60b, respectivamente). Dentre os Firmicutes, as sequências pertencentes à classe 

de Clostridia foram as mais observadas (97,3% das sequências Firmicutes nas 

amostras de verão e 95,0% de inverno). 

Sequências pertencentes ao filo Bacteroidetes representaram a segunda 

comunidade bacteriana mais identificada, constituindo 35,1 - 27,8% das S60a e 

S60b, respectivamente, e 42,7 - 46,2% das W60a e W60b, respectivamente. A 

família mais dominante foi Bacteroidia, com cerca de 90,0% das sequências 

Bacteroidetes, seguida por Sphingobacteria, com cerca de apenas 5% para todas as 

amostras. 

Planctomycetes foi o terceiro mais encontrado, representando 3,1 - 4,1% das 

amostras S60a e S60b, respectivamente, e 1,6% das amostras de inverno. Em 

seguida, foram observados também os filos Actinobacteria (com até 1,1%) e 

Spirochetes (com até 1%). Diferentes classes de Proteobacteria foram encontradas 

em ambas as condições, porém em pequenas quantidades, sendo representadas 

principalmente por γ-proteobacteria e δ-proteobacteria, enquanto β- e α- 

proteobacteria contribuíram com menos de 1% do número total de sequências em 

todos os biorreatores. Além disso, foram também identificadas sequências 

pertencentes à Caldiserica, Chloroflexi, Cyanobacteria, Deinococcus-Thermus, 

Lentisphaerae, Spirochaetes, Synergistetes e Verrucomicrobia, contudo em baixa 

frequência. 

Análises taxonômicas do domínio Archaea mostraram apenas dois filos: 

Euryarchaeota e Crenarchaeota. Todas as percentagens mencionadas a seguir 

refletem a relativa abundância das sequências das arqueas detectadas. Em todas as 

amostras analisadas, sequências do filo Euryarchaeota foram as mais encontradas, 

representando 99,4 - 93,0% das sequências de verão (S60a e S60b, 

respectivamente) e 100,0 - 97,1% do inverno (W60a e W60b, respectivamente), 

enquanto as restantes pertenciam a Crenarchaeota. 

Dentro do filo Euryarchaeota, as sequências pertencentes à família 

Methanobacteriales foram as mais encontradas em todas as amostras de verão, 

S60a (53,4%) e S60b (69,0%), e inverno, W60a (35,7%) e W60b (40,5%). Entre as 

espécies hidrogenotróficas, a mais abundante foi a Methanobrevibacter sp., 

representando 26,6% (S60a), 43,4% (S60b), 37,9% (W60a) e 25,7% (W60b). 
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Outras sequências detectadas do filo Euryarchaeota foram representadas 

pelas famílias: Methanosarcinales (4,2 - 6,9% das amostras de S60a e S60b e 27,8 - 

20% da W60a e W60b, respectivamente) e Methanomicrobiales, na qual o 

Methanocorpusculum sp. foi responsável pela maioria das sequências. 

 

4.2.3 Estrutura das comunidades microbianas: OTU 
 

A fim de comparar a estrutura microbiana entre as amostras finais (S60a, 

S60b, W60a e W60b), as unidades taxonômicas operacionais (OTUs) foram 

determinadas ao nível de distância de 3% (Tabela 2). Um total de 17 962 sequências 

foi classificado em 1710 OTUs (1676 OTUs para o domínio Bacteria e 34 OTUs para 

o Archaea) com base nos resultados do algoritmo BLASTN. 

Os níveis filogenéticos estruturais bacterianos e de arqueas foram observados 

usando os índices de diversidade de Simpson e de Shannon. Os índices Simpson e 

Shannon (Tabela 2) indicaram relativa semelhança entre as diversidades em ambas 

as estações. Ainda, estes dados indicaram uma maior diversidade de comunidades 

bacterianas em comparação com arqueas, o que corrobora os resultados do qPCR. 

Todos os resultados foram reprodutíveis a partir de cada réplica (a e b). 

Para caracterizar o nível de similaridade entre as amostras em função das 

diferentes condições sazonais, foram calculadas as OTUs mais importantes para os 

domínios Bacteria e Archaea. Dentre as 20 OTUs mais prevalentes mostrados na 

Tabela 3 é possível visualizar 36,8 - 49,2% da estrutura da comunidade bacteriana e 

na Tabela 4, encontram-se as 10 OTUs dominantes entre as sequências do domínio 

Archaea, no qual foi possível avaliar a distribuição de 79,7 - 89,1% de todas as 

sequências de arqueas.  

Estes resultados foram consistentes com os dados da afiliação filogenética. 

Por exemplo, 10 dos 20 OTUs mais importantes para as bactérias pertencem ao filo 

Firmicutes (filo predominante), nove são do filo Bacteroidetes (o segundo maior filo), 

e apenas um é do filo Planctomycetes (o terceiro filo mais predominante). Os 20 

OTUs mais relevantes foram filiados principalmente a bactérias não cultiváveis de 

diferentes habitats anaeróbios (rúmen e digestor anaeróbio). Apenas um pequeno 

grupo (B6, B9 e B14) mostrou identidade de sequência inferior a 98% às sequências 

da base de dados pública. 
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Tabela 3. Abundância relativa de sequências 16S rRNA do domínio Bacteria nas amostras 
finais, S60a e S60b, obtidas após 60 dias de fermentação em biodigestores operados no 
verão, e nas amostras W60a e W60b, obtidas nas mesmas condições no inverno.  

OTU
a
 Filo / Família 

Organismos mais 
estreitamente 
relacionados 

(nº de acesso) 

Sm 
%

b
 

% do total 

Origem 
S60a S60b W60a W60b 

B1 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Bactéria incultivável 
(DQ261226) 

100 4,2 4,2 17,0 19,1 
Índia: Unidades 

de biogás 

B2 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
 Bactéria incultivável do 

rumen (AB614913.1) 

100 6,5 10,6 1,4 0,6 Japão: rúmen 

B3 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Bacteroidetes 
incultivável 

(CU926372.1) 
100 3,7 3,9 1,6 1,2 

França: digestão 
anaeróbia das 

lamas 

B4 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Parabacteroides sp. 
(JN029805.1) 

100 1,8 1,5 4,9 2,9 
China: águas 

residuais 

B5 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Porphyromonadaceae 

incultivável 
(HQ132399.1) 

100 3,5 2,8 1,1 1,3 
China: amostras 

ambientais 

B6 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
 Bactéria incultivável do 

rúmen (JX218389.1) 
97 0,2 0,6 3,9 4,1 Canada: rúmen 

B7 
Firmicutes/ 

Clostridiales 

 Syntrophomonadaceae 
incultivável 

(JN173140.1) 
99 0,4 0,7 3,3 2,8 

Canada: 
biodigestor 

dejetos de suínos 

B8 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Bactéria incultivável 
(DQ261241.1) 

100 3,4 2,1 0 0 
Índia: Unidades 

de biogás 

B9 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
Bactéria incultivável do 

rúmen (AB270018) 
94 0,1 0,2 3,7 2,3 Japão: rúmen 

B10 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
Bactéria incultivável 

(JX096391.1) 
100 3,3 1,7 0,2 0,1 

Canada: rúmen 
de bovinos de 

corte 

B11 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

 Bacteroidetes 

incultivável 
(JF818098.1) 

100 2,0 1,8 0,9 0,3 

EUA: 
comunidades 

células 
combustível 
microbianas 

B12 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Bacteroides sp. 

(KC502888.1) 
100 0,2 0,1 2,3 3,5 

Austrália: 
biofilmes 

B13 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
Firmicutes incultivável 

(CU926705) 
100 0,3 0,2 2,1 2,7 

França: digestão 
anaeróbia das 

lamas 

B14 
Planctomycetes / 
Planctomycetales 

Bactéria incultivável do 
rúmen (JX218351) 

91 1,5 1,9 0,2 0,5 Canada: rúmen 

B15 
Bacteroidetes/ 

Sphingobacteriales 

 Bacteroidetes 
incultivável 

(AB635947.1) 
100 0,3 0,3 1,4 2,3 

Japão: águas 
subterrâneas 

B16 
Bacteroidetes/ 
Bacteroidales 

Proteiniphilum sp. 
(JQ086799.1) 

98 0,9 1,0 1,1 0,9 
Alemanha: 

aquífero 

B17 
Firmicutes/ 
unclassified 

Firmicutes incultivável 
(GQ132814) 

99 1,0 0,7 1,0 1,2 
EUA: Digestores 

Anaeróbios 

B18 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
Bactéria incultivável 

(AB506626.1) 
100 1,2 1,5 0,5 0,3 Japão: rúmen 

B19 
Firmicutes/ 

Clostridiales 
Bactéria incultivável 

(AB507549.1) 
100 0,3 0,7 1,2 1,7 Japão: rúmen 

         

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/410699560?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=8&RID=YF6BHY6S01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_474445981
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_474445981
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/474445981?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF6TWR8S01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_237997435
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_237997435
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/237997435?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=46&RID=YF6UEZ6X01R
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/334363042?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=70&RID=YF74P6GM01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_307112342
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_307112342
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/307112342?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=4&RID=YF77W92W01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_478446324
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_478446324
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/478446324?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=28&RID=YF7ABXHZ01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_341657710
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_341657710
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/341657710?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=76&RID=YF7E8ZYC01R
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/82467430?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=4&RID=YF8CVZZH01R
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/399936186?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YF9TF4V601R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_334716680
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_334716680
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/334716680?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=7&RID=YF9TZ6GU01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_459464056
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_459464056
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/459464056?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=YF9XNEFP01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_194593044
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_356874150
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_356874150
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/356874150?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=3&RID=YF9Z432501R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_392975635
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/392975635?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=88&RID=YFAC6KRM01R
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_469520425
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_469520425
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/469520425?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=5&RID=YFACK9PF01R
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/474428259?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YFAD0M4D01R
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/474428966?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YFAHZHXH01R
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Tabela 3. continuação...       

B20 
Firmicutes/ 
Clostridiales 

Bactéria incultivável 
(KC551546.1) 

100 1,1 1,2 0,2 0,5 
China: lodo 

ativado 

 Total de amostras  36.8 38,5 48,7 49,2  

a
 Número de unidades taxonômicas operacionais (OTUs) identificadas  

b
 Porcentagem de similaridade  

 

A composição das 10 OTUs mais relevantes no domínio Archaea é 

apresentada na Tabela 4. Todos pertenciam ao filo Euryarchaeota e a maioria das 

sequências foi relacionada com sequências de espécies conhecidas de diversos 

ambientes. Apenas um dos 10 OTUs, A7, mostrou similaridade inferior a 99% às 

sequências da base de dados pública. As OTUs dominantes, A1 e A2, foram 

similares a microrganismos da família Methanobacteriales, estas corresponderam a 

68 a 70% das sequências das amostras S60a e S60b e 48 a 60% das amostras 

W60a e W60b. 

 

Tabela 4. Abundância relativa de sequências 16S rRNA do domínio Archaea nas amostras 
finais, S60a e S60b, obtidas após 60 dias de fermentação em biodigestores operados no 
verão, e nas amostras W60a e W60b, obtidas nas mesmas condições no inverno. 

OTU
a
 Filo / Família 

Organismos mais 
estreitamente relacionados 

(nº de acesso) 

Sm 
%

b
 

% do total 
Origem 

S60a S60b W60a W60b 

A1 
Euryarchaeota / 

Methanobacteriales 
Methanobrevibacter sp. 

(DQ135988) 
100 33,1 51,0 45,0 32,0 

Austrália: 
rúmen 

A2 
Euryarchaeota / 

Methanobacteriales 
Methanocorpusculum sp. 

(JQ772449) 
100 35,1 20,6 3,3 28,0 

China: 
reservatório 

de óleo 

A3 
Euryarchaeota / não 

classificado 
Euryarchaeota incultivável 

(GU257038) 
90 6,3 15,5 16,4 20,0 

Alemanha: 
sedimentos 

A4 
Euryarchaeota / 

Methanosarcinales 
Methanosarcina mazei 

(CP004144) 
99 0,6 2,1 30,0 12,0 

Brasil: 
sedimento 

A5 
Euryarchaeota / 

Methanobacteriales 
Methanoregula formicicum 

(NR_102441) 
99 10,3 5,4 0 0 EUA 

A6 
Euryarchaeota / 

Methanosarcinales 
Methanosarcinaceae 

incultivável (JQ668651) 
99 0 7,6 6,6 16,0 

China: 
digestão 

anaeróbia 

A7 
Euryarchaeota / não 

classificado 
Euryarchaeota incultivável 

(JN820167) 
96 3,7 5,4 0 0 EUA 

A8 
Euryarchaeota / 

Methanobacteriales 
Methanomicrobia incultivável 

(AB780957) 
100 4,8 0 6,7 4,0 

China: 
digestão 

anaeróbia 

A9 
Euryarchaeota / 

Methanobacteriales 
Methanobacteriaceae 

incultivável (JQ952751) 
100 1,3 8,7 1,6 4,0 

Inglaterra: 
rúmen  

A10 
Euryarchaeota / 

Methanosarcinales 
Methanosaeta concilii GP6 

(NR_102903) 
100 4,8 0 0 0 EUA 

 Total de amostras  79,7 89,1 87,3 88,5  
a
 Número de unidades taxonômicas operacionais (OTUs) identificadas  

b
 Porcentagem de similaridade  

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/469614954?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=YFANWHYY01R
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A comparação da análise taxonômica do domínio Bacteria, entre as duas 

estações, mostrou uma composição semelhante quanto os filos dominantes (Figura 

11). No entanto, foi possível observar pequenas mudanças no percentual de 

composição entre os filos encontrados. Em suma, estas mudanças nas 

porcentagens, juntamente com outros dados (resultados do índice de Shannon e 

variação nos padrões de picos CE-SSCP, Figura 9), resultaram que mesmo com a 

abundância e a dinâmica sendo semelhante, a composição estrutural das 

comunidades bacterianas foram diferentes entre as estações. Provavelmente, a 

diversidade e a composição da comunidade microbiana variaram devido à diferença 

de temperatura entre as estações, mas também outros fatores como variação de 

nutrientes ou ainda a presença de compostos inibitórios podem estar envolvidos. 

Os filos mais prevalentes foram Firmicutes e Bacteroidetes, que 

correspondem a microrganismos responsáveis pela degradação da matéria orgânica 

complexa e fermentação. A predominância destes filos em reatores de biogás está 

em concordância com outras análises (MCGARVEY et al., 2007; LIU et al., 2009; 

KAMPMANN et al., 2012; BENGELSDORF et al., 2013). Neste estudo, dentro de filo 

Firmicutes, a classe dominante foi a Clostridia, o que confirma os resultados obtidos 

por outros autores, que sugere que muitos Clostridia estão envolvidos na 

decomposição de polissacarídeos e, assim, desempenham um papel importante na 

hidrólise do substrato utilizado na fermentação (KRAUSE et al., 2008; JAENICKE et 

al., 2011; SUNDBERG et al., 2013). 

Os filos menos abundantes, em particular, Actinobacteria, Proteobacteria, 

Lentisphaerae, Synergistetes e Verrucomicrobia, têm sido normalmente encontrados 

em uma ampla variedade de ambientes e desempenham vários papéis na digestão 

anaeróbia de dejeto animal (LEVÉN, ERIKSSON e SCHNÜRER, 2007; RITARI et al., 

2012). Estes filos mostraram percentagens diferenciadas entre as estações, o que 

indica que existem componentes microbianos mais complexos que residem dentro 

deste sistema. 

Pode-se sugerir que existem pequenas diferenças nas vias de formação de 

metano nos diferentes processos de biodigestão com base nos resultados da 

composição e estrutura da comunidade de arqueas avaliados nos períodos de verão 

e inverno. Uma pequena mudança na estrutura da comunidade metanogênica foi 

observada devido a uma variação do número e distribuição das OTUs entre as duas 

estações. O filo Euryarchaeota foi o principal grupo Archaea em ambas as estações. 
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No entanto, Methanobacteriales dominaram as comunidades das arqueas nos 

meses de verão, e no processo nos meses de inverno, o domínio foi dividido entre 

Methanobacteriales e Methanosarcinales.  

Estudos anteriores sobre as populações de arqueas em biodigestores não 

sugerem qualquer relação entre gêneros, temperatura e produção de biogás (HORI 

et al., 2006; LEVÉN, ERIKSSON e SCHNÜRER, 2007; SUNDBERG et al., 2013). 

Entretanto, os nossos resultados indicam que a ordem hidrogenotrófica seria um 

grupo metanogênico chave nos processos de biodigestão realizado a temperatura 

ambiente e que a composição da comunidade Methanobacteriales pode ser afetada 

por uma ligeira mudança de temperatura. 

Entre Methanobacteriales, A1 e A2 foram as OTUs mais importantes e estão 

relacionadas às espécies do gênero Methanobrevibacter sp. e Methanocorpusculum 

sp., linhagens que estão geralmente presentes no rúmen e estão relacionados a um 

papel importante na produção de metano em ambientes em que há variações de 

temperatura sazonais. Além disso, os genomas destes gêneros são 

significativamente enriquecidos com genes envolvidos na utilização de CO2 e H2 

durante metanogênese (SIMANKOVA et al., 2003). Assim, a elevada percentagem 

deste gênero em ambas as estações, neste estudo, mostrou o papel essencial 

desempenhado por estas espécies na metanogênese e pode estar relacionada à 

adição de esterco bovino no substrato para esses biorreatores. 

A abundância de clones relacionados com a família Methanosarcinales é 

amplamente descrito em uma variedade de digestores anaeróbios. Muitas 

metanogênicas do gênero Methanosarcina exibem características metabólicas de 

interesse, como metabolismo de hidrogênio e acetato como fonte de energia 

(KLOCKE et al., 2007; LEVÉN, ERIKSSON e SCHNÜRER, 2007). Neste estudo, as 

OTUs A3 e A5 foram mais proeminentes entre as sequências das amostras 

coletadas nos meses de inverno. 

As sequências de arqueas e bactérias descritas neste estudo tiveram alta 

semelhança com linhagens não cultivadas descritas em uma ampla variedade de 

ambientes naturais e artificiais em diferentes partes do mundo, como por exemplo, 

no trato intestinal de animais, águas residuais e digestores anaeróbios. Assim, a 

comunidade microbiana analisada parece ser representante de um consórcio 

microbiano anaeróbio degradante de biomassas (KLOCKE et al., 2007). 
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A regulação da temperatura do digestor é um dos fatores decisivos durante o 

processo em países tropicais, como o Brasil, já que a maioria das temperaturas 

anuais está na gama mesófila. Em conjunto, esses resultados revelaram os 

primeiros conhecimentos sobre como uma ligeira mudança de temperatura pode 

variar a estrutura microbiana em digestores anaeróbios operados a temperatura 

ambiente. No entanto, esta mudança de estrutura não foi capaz de influenciar a 

qualidade da produção de metano ou ainda a dinâmica das comunidades, o que 

conduz à conclusão de que ocorreu provavelmente uma redundância de grupos, ou 

seja, entre as estações houve uma mudança na composição das comunidades, 

entretanto todos os grupos foram capazes de realizar funções similares. 
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CAPÍTULO II. ANÁLISE DO RISCO CLÍNICO-MICROBIOLÓGICO 

DURANTE A DIGESTÃO ANAERÓBIA: BACTÉRIAS 

POTENCIALMENTE PATOGÊNICAS E RESISTÊNCIA AOS 

ANTIMICROBIANOS 
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1. REVISÃO DA LITERATURA 

 

1.1. DEJETOS BOVINOS COMO FONTE DE MICRORGANISMOS 

POTENCIALMENTE PATOGÊNICOS E GENES DE RESISTÊNCIA  
 

Bactérias clinicamente relevantes ou potencialmente patogênicas são 

definidas como bactérias que podem causar doenças a seres humanos e esta 

capacidade de causar doença (patogenicidade) depende de dois importantes 

fatores, a virulência do ser infectante e a susceptibilidade do ser infectado 

(CASADEVALL e PIROFSKI, 2000).  

A denominação virulência é atribuída ao conjunto dos fatores microbianos que 

podem agredir o hospedeiro, enquanto o termo ―susceptibilidade‖ é usado para 

abranger todos os fatores de defesa inespecíficos e específicos do hospedeiro 

(CASADEVALL e PIROFSKI, 2000). Vale ressaltar que nem a virulência nem a 

susceptibilidade são fatores constantes, pois variam de acordo com a influência de 

vários fatores externos (fatores genéticos e estado nutricionais do hospedeiro, o 

quantidade e espécie do inoculante e a via de infecção) ou como resultado da 

própria relação microbiota x hospedeiro (CASADEVALL e PIROFSKI, 1999). Desta 

forma, estas variações fazem com que as infecções sejam caracterizadas pela 

magnitude das respostas do hospedeiro e do tipo de dano que ocorre com as 

diferentes infecções microbianas e a medida resultante destas duas interações 

descreve o grau de patogenicidade (CASADEVALL e PIROFSKI, 1999; 2007)  

A virulência de um microrganismo potencialmente patogênico significa o 

conjunto dos fatores agressivos utilizados para lesar os tecidos do hospedeiro 

infectado. A aquisição destes genes que codificam os fatores de virulência pode ter 

uma infinidade de papéis funcionais, incluindo a capacidade para facilitar a adesão 

microbiana, invasão, ou ambos, bem como a promoção do crescimento de um 

microrganismo em um hospedeiro pelo escape do sistema imune (inibição da 

fagocitose e da regulação da capacidade de sobrevivência intracelular). A 

resistência a antibióticos também pode ser vista como um fator de virulência, visto 

que complica o tratamento médico de uma infecção bacteriana (CASADEVALL e 

PIROFSKI, 2000; 2007). 

Um número crescente de estudos tem demonstrado o isolamento de bactérias 

patogênicas obrigatórias ou putativas em dejetos de origem de gado leiteiro. A partir 
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desses trabalhos foi possível observar que o perfil da microbiota é diversificado e 

compreende diferentes potenciais patógenos humanos, tais como: Campylobacter 

jejuni, Escherichia coli, Listeria monocytogenes, Mycobacterium spp., Salmonella 

enterica, além de bactérias formadoras de esporos (SAWANT et al., 2007; 

WATANABE et al., 2010; DUNGAN, KLEIN e LEYTEM, 2012). A prevalência e os 

níveis de patógenos nos dejetos são afetados por vários fatores, como raça dos 

animais, dieta, estresse, idade ou mesmo hábitos de pastagens (NICHOLSON, 

GROVES e CHAMBERS, 2005). 

As adoções de práticas que reduzem ao mínimo a transferência de 

contaminantes são de importância fundamental em um sistema de produção, pois 

estes dejetos podem conter diversas bactérias potencialmente patogênicas. Além 

disso, a persistência destas bactérias pode ocorrer no ambiente de criação dos 

animais por longos períodos de tempo devido à disseminação dentro da fazenda, 

seja nos equipamentos de alimentação e distribuição de água ou nos dejetos 

aplicados ao solo dentro da propriedade para produzir alimentos. Por conseguinte, o 

risco de contaminação e a segurança microbiológica irão depender, em grande 

parte, da capacidade de sobrevivência dos microrganismos no ambiente (AMARAL 

et al., 2004; SINTON et al., 2007). 

 

1.2. ANTIMICROBIANOS NAS FAZENDAS DE PRODUÇÃO DE GADO LEITEIROS 
 

Os antimicrobianos são tradicionalmente definidos como substâncias de baixo 

peso molecular que promovem a morte (ação bactericida) ou inibem o crescimento e 

a reprodução bacteriana (ação bacteriostática). São vários os mecanismos de ação 

dos antimicrobianos, com atuação na síntese da parede celular e aumento da 

permeabilidade da membrana citoplasmática, interferência na replicação do DNA e 

na síntese proteica (KONEMAN et al., 2008; RANG et al., 2007). 

Desde 1940, com a introdução dos antimicrobianos no tratamento das 

doenças infecciosas, houve uma mudança significativa no controle da população 

microbiana, o que resultou em impactos positivos para a saúde pública e qualidade 

de vida das populações humanas. Atualmente, os antimicrobianos têm grande 

utilidade tanto na medicina humana quanto no setor de produção animal, como na 

bovinocultura, avicultura, suinocultura e aquicultura (AMINOV, 2009; MARTINEZ, 

2008; 2009).  
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Antibióticos são usados na produção animal geralmente, terapeuticamente, 

para tratar doenças (altas dose e aplicados individualmente ou contra determinado 

grupo) ou subterapeuticamente, para aumentar a eficiência alimentar ou prevenir 

doenças (tipicamente baixas doses). Entretanto, alguns antibióticos não são 

absorvidos devidamente e quantidades são excretadas na urina ou dejetos. Desta 

forma, o uso de agentes antimicrobianos em sistemas de produção pode exercer 

uma pressão seletiva para o surgimento e propagação de variantes resistentes 

(HEUER, SCHMITT e SMALLA, 2011; BAQUERO, TEDIM e COQUE, 2013). 

A resistência aos antimicrobianos refere-se à habilidade dos microrganismos 

para se protegerem das atividades dos antibióticos. A definição de resistência a 

antibiótico varia de acordo com o contexto. Entretanto, clinicamente, a resistência 

refere-se à capacidade de um microrganismo de sobreviver ou crescer em 

concentrações terapêuticas do antibiótico, que normalmente iriam inibir ou matar 

membros suscetíveis da mesma linhagem (HARRIS, CORMICAN e CUMMINS, 

2012). 

Algumas espécies bacterianas são consideradas naturalmente resistentes aos 

antimicrobianos (resistência intrínseca). A resistência natural é uma característica 

intrínseca de um microrganismo, que ocorre sem uma exposição prévia ao 

antibiótico e é exibida por todos os exemplares de determinada espécie 

(MARTINEZ, 2008). A resistência adquirida aos antibióticos, por sua vez, pode 

resultar da mutação de genes reguladores ou estruturais, da aquisição de genes de 

resistência veiculados por elementos genéticos móveis, transferência horizontal ou 

da combinação de todos estes mecanismos. Além disso, neste caso, a resistência 

não estará presente em todos os indivíduos da mesma espécie. As bactérias podem 

também ser fenotipicamente suscetíveis, mas possuírem genes de resistência que 

não são expressos (MARTINEZ e BAQUERO, 2002).  

Além da resistência simples, quando um microrganismo é resistente a uma só 

droga, pode ocorrer também resistência múltipla, ou seja, a mesma linhagem é 

resistente a dois ou mais antimicrobianos de um mesmo grupo ou de grupos 

diferentes. Essa resistência múltipla de organismos patogênicos aos antibióticos 

causa dificuldades no tratamento efetivo de infecções humanas, o qual se torna mais 

caro e mais demorado, expondo os indivíduos a um maior risco (AMINOV, 2009). 

Várias evidências mostram que as drogas antimicrobianas podem realmente 

interferir com a expressão de determinantes de virulência microbianos (DINIZ et al., 
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2004), principalmente no âmbito de infecções hospitalares. No caso de linhagens 

isoladas do meio ambiente, observa-se a possibilidade de transferência horizontal, 

isto é, uma determinada bactéria pode contribuir para resistência a um determinado 

antibiótico a outra, de mesma espécie, espécie diferente, ou mesmo de outro 

gênero. Este fato ganha notoriedade ao considerar-se ambientes enriquecidos com 

diversos agentes de pressão seletiva (KÜMMERER, 2004). 

A utilização de antibióticos e de propagação de genes de resistência em 

contextos clínicos é uma preocupação amplamente reconhecida, entretanto, a 

resistência a antibióticos como problema ambiental necessita de estudos mais 

detalhados. A introdução de uma baixa concentração de antibióticos no meio pode 

ter um efeito significativo sobre a estabilidade do ecossistema e a seleção e 

disseminação de genes de resistência a antibióticos (MARTINEZ, 2009). 

Uma grande preocupação para a bovinocultura de leite são, por exemplo, as 

doenças infecciosas de origem bacteriana, como a mastite, por apresentarem 

potenciais riscos na produção de leite. Em regra, os cálculos das perdas econômicas 

baseiam-se principalmente na perda imediata do leite causada pela mastite clínica. 

No entretanto, nas infecções subclínicas, os prejuízos são maiores, dado que sua 

frequência nos rebanhos e a longa persistência inaparente de infecções. A contínua 

ação irritante de microrganismos sobre a mucosa, durante uma ou várias lactações, 

provoca perda progressiva do epitélio secretor, reduzindo a produção láctea 

(SOMMERHÄUSER et al., 2003). Entre as principais perdas econômicas 

decorrentes da mastite bovina está a redução na produção em quantidade e 

qualidade do leite e produtos derivados, perdas devido ao descarte prematuro de 

vacas, custos com drogas e serviços veterinários, além do aumento da mão de obra. 

Assim, a principal estratégia para o controle deste problema é o uso de antibióticos 

(HALASA et al., 2007). 

Informações publicadas sobre o uso de antibióticos na bovinocultura leiteira 

no Brasil são limitadas. Por esta razão, informações específicas sobre a frequência, 

a duração e a quantidade de antibióticos usados nestes rebanhos normalmente não 

estão disponíveis. Vários trabalhos apontam os antimicrobianos mais usados em 

outras localidades. Como exemplo, os antibióticos mais utilizados pelos produtores 

no Canadá são os β-lactâmicos, cefalosporinas de terceira geração e combinações 

de penicilina, que também são empregados na terapêutica humana (SAINI et al., 

2012). Na China, vários antibióticos, como tetraciclinas, sulfonamidas, 
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fluroquinolones, macrolídeos, trimetropim, lincomicina e florfenicol foram detectados 

no solo e água, sugerindo que os antibióticos usados nas fazendas de gado podem 

ser uma importante fonte de poluição aos meios subsequentes (ZHOU et al., 2013). 

No Peru, um trabalho recente em uma pequena fazenda de gado leiteiro mostrou 

que os antibióticos mais comumente usados foram oxitetraciclina, penicilinas e 

sulfametoxazol-trimetropim (REDDING et al., 2013). Na França, uma alta frequência 

de resistência a macrolídeos e lincosaminas mediada por ermB foi demonstrada em 

inúmeros isolados provenientes de mastite, sugerindo que estes antimicrobianos são 

comumente usados nas fazendas (HAENNI et al., 2011). 

O aumento da introdução de agentes antimicrobianos no ambiente, seja por 

terapia médica ou animal, resulta em novas pressões seletivas em populações 

bacterianas. A resistência a antibióticos e genes de virulência idênticos aos 

relatados em patógenos humanos são detectados em todo o mundo em dejetos e 

em águas residuais tratadas. Numerosos fatores biológicos e físico-químicos podem 

influenciar a persistência e disseminação desses determinantes durante o 

tratamento de águas residuais (VARELA e MANAIA, 2013).  

A propagação da resistência a estes antimicrobianos em bactérias 

patogênicas para os seres humanos limita severamente as opções terapêuticas no 

controle das infecções humanas e, portanto, o uso destas substâncias em animais 

deve ser controlado ou evitado, de modo a prevenir a disseminação da resistência 

aos medicamentos (HEUER, SCHMITT e SMALLA, 2011). 

 

1.3. USO DE EFLUENTES DE BIODIGESTORES COMO BIOFERTILIZANTES 

 

A tecnologia de biodigestão anaeróbia de dejetos animais apresenta diversas 

vantagens. Um dos produtos resultantes da obtenção do biogás é o biofertilizante, 

produto que promove o aumento da produtividade agrícola, com redução da 

necessidade de fertilizantes comerciais. Além disso, o biogás é também utilizado na 

produção de energia térmica e elétrica, o que promove a descentralização e 

autossuficiência energética de empresas agrícolas, em razão do baixo custo da 

tecnologia e de sua aplicação (KARIM et al., 2005; ABBASI, TAUSEEF e ABBASI, 

2012; ABUBAKER, RISBERG e PELL, 2012; LUSTE, HEINONEN-TANSKI e 

LUOSTARINEN, 2012). 
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A produção do biofertilizante se dá pela fermentação (digestão anaeróbia) de 

resíduos orgânicos. A principal razão para a capacidade de fertilização do 

biofertilizante se encontra no fato da digestão da biomassa diminuir drasticamente o 

teor de carbono presente na mesma. Isso ocorre devido a biodigestão da matéria 

orgânica perder exclusivamente carbono sob a forma de CH4 e CO2. Além disso, há 

um aumento do teor de nitrogênio e demais nutrientes devido à perda de C/N da 

matéria orgânica; desse modo, alguns microrganismos do solo conseguem um 

melhor índice de fixação do nitrogênio, além do próprio biofertilizante conter alguns 

nutrientes solubilizados (UBALUA, 2007). 

Vários estudos apontam a presença e persistência de microrganismos 

clinicamente relevantes em efluentes de biodigestores. Embora geralmente não 

sejam encontrados em grande número, podem representar risco para a saúde 

pública, quando descartados no meio ambiente sem diminuição dos números de 

microrganismos potencialmente patogênicos (KIM et al., 2013). 

O uso de efluentes como fertilizante tem sido discutido como uma fonte 

potencial de infecção, em consequência que são suspeitos de transferir bactérias 

patogênicas para legumes e outras culturas. Em maio de 2011, na Alemanha, um 

surto de Escherichia coli enterohemorrágica O104:H4 foi um exemplo de uma 

doença de origem alimentar. Cerca de 3.800 pacientes foram infectados e sofreram 

de gastroenterite aguda ou mesmo síndrome hemolítico-urêmico. Estudos 

epidemiológicos e de vigilância foram realizados para identificar a origem das 

infecções e, estes estudos conduziram à hipótese de que os vegetais, como pepinos 

ou tomate contaminados, poderiam estar envolvidos na propagação de bactérias 

patogênicas. Brotos de feno-grego cultivados a partir de sementes do Egito foram 

identificados como a fonte mais provável de infecção, identificando que todos os 

casos foram causados pela transferência deste patógeno em alimentos (ALTMANN 

et al., 2011; EIKMEYER et al., 2013). Ainda na Europa, a prevalência de bactérias 

indicadoras (Escherichia coli e Enterococcus spp.) e bactérias formadoras de 

esporos (Clostridium spp. e Bacillus spp.) foram observadas em efluentes de quatro 

biodigestores de escala real na Suécia, alimentados com dejetos de animais durante 

um ano (BAGGE, SAHLSTRÖM e ALBIHN, 2005). 

Em recente estudo no Vietnã, a segurança microbiológica de efluentes de 

biogás também foi avaliada em sistemas de produção em pequena escala 

alimentados com dejetos de suínos. Apenas uma pequena redução de E. coli nos 
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efluentes foi observado (1 a 2 ciclos log de redução) após 50 dias de fermentação, 

resultado este que associou o uso destes efluentes a riscos para a saúde humana e 

animal (HUONG et al., 2014). 

Escherichia coli não é o único potencial patógeno de origem alimentar 

relevante. Outras bactérias patogênicas causadoras de infecções alimentares em 

humanos, como Listeria monocytogenes, Yersinia enterocolitica, Salmonella spp. 

Campylobacter, Vibrio e espécies de Clostridium, são também encontradas em 

dejetos ou em efluentes de biodigestores alimentados com dejetos de animais 

(BAGGE, SAHLSTRÖM e ALBIHN, 2005; WATCHARASUKARN et al., 2009; 

BAGGE, PERSSON e JOHANSSON, 2010; CHEN et al., 2012). 

O gênero Clostridium é bem difundido em sistemas de produção de biogás, 

pois realiza as primeiras etapas de digestão anaeróbia. Este gênero compreende 

alguns agentes patogênicos importantes, como C. botulinum, C. difficile, C. 

perfringens e C. tetani. Diante deste fato, recentemente em uma usina de biogás, C. 

botulinum foi identificado em fezes de animais, que seriam substrato de 

biodigestores e esta foi relacionada à disseminação desse patógeno por meio dos 

efluentes (EIKMEYER et al., 2013). 

Assim, diante destes inúmeros estudos, ainda pouco se discute a respeito da 

segurança sanitária destes efluentes, que são tipicamente usados para fertilização 

ou lançados no meio ambiente após a digestão anaeróbia. Novos estudos 

necessitam ser realizados com intuito de observar a prevalência de patógenos, 

principalmente em diferentes aspectos físico-químicos do processo de biodigestão 

(HUONG et al., 2014).  

 

1.4. FATORES RESPONSÁVEIS PELA ELIMINAÇÃO OU INATIVAÇÃO DE 

BACTÉRIAS CLINICAMENTE RELEVANTES NO PROCESSO DE DIGESTÃO 

ANAERÓBIA 

 

Os principais fatores que causam a eliminação ou inativação de patógenos 

nos efluentes, durante a digestão anaeróbia, irão variar de acordo com as práticas 

de manipulação. Dentre estes fatores podemos citar tempo de retenção, 

temperatura, pH, condições ambientais, tipo de dejetos empregados, além dos tipos 

de patógenos existentes (SAHLSTRÖM, 2003; MASSÉ, GILBERT e TOPP, 2011).  
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As taxas de redução dos agentes patogênicos, ou o grau de decomposição, 

poderão ser utilizados para avaliação da eficácia do processo fermentativo. A morte 

microbiana em um sistema de biodigestão segue um padrão exponencial e a 

extensão da inativação microbiana sob diferentes condições do processo pode ser 

avaliada utilizando parâmetros cinéticos e modelos, entretanto isso requer extensos 

dados experimentais para definição da cinética de degradação. Geralmente o perfil 

da curva de sobrevivência depende das características intrínsecas dos 

microrganismos testados, bem como outros fatores importantes, incluindo a 

linhagem, temperatura, condições de aquecimento, atividade de água, pH e 

nutrientes (SMITH et al., 2005).  

Dentre estes fatores a temperatura e o tempo de retenção são peças chaves 

para sobrevivência de patógenos nos biodigestores (WATCHARASUKARN et al., 

2009). Os processos de digestão anaeróbia comumente são operados em 

temperaturas constantes, na faixa mesofílica (25 - 38ºC) ou termofílica (50 - 55ºC). 

As digestões anaeróbias em alta temperatura geralmente proporcionam uma maior 

eficiência na degradação da matéria orgânica em relação à digestão em 

temperaturas mesófilas, o que resulta em uma maior produção de biogás. Além 

disso, a digestão termofílica, apresenta uma maior taxa de redução de agentes 

patogênicos dos efluentes. Entretanto, os processos mesofílicos requerem menos 

entrada de energia para o aquecimento e são menos afetados por efeitos inibitórios 

liberados durante a degradação (SAHLSTRÖM et al., 2004; BAGGE, SAHLSTRÖM 

e ALBIHN, 2005; BAGGE, PERSSON e JOHANSSON, 2010). Inúmeros trabalhos 

apontam que a inativação bacteriana está intimamente relacionada à temperatura 

(SAHLSTRÖM, 2003; BAGGE, SAHLSTRÖM e ALBIHN, 2005; VENGLOVSKY et 

al., 2009). 

Além disso, a sobrevivência das bactérias pode ser dependente das 

características das diferentes espécies bacterianas e presença de nutrientes. Em um 

trabalho realizado por Kearney et al. (1993) foi observado um rápido declínio de 

diferentes bactérias, como S. typhimurium, L. monocytogenes e Y. enterocolitica, 

logo após o carregamento inicial dos biodigestores. Segundo estes autores, houve 

uma oferta insuficiente de nutrientes disponíveis para o número de bactérias. Assim, 

a flutuação de nutrientes em sistemas contínuos pode influenciar a persistência de 

bactérias. 
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Existe uma necessidade urgente para o desenvolvimento de métodos custo-

efetivos dirigidos nas questões ambientais de dejetos a fim de reduzir os 

contaminantes microbiológicos (MASSÉ, GILBERT e TOPP, 2011). A este respeito, 

a digestão anaeróbia a temperatura ambiente seria a solução para o tratamento de 

dejetos de gado e também de águas residuais, e este processo poderia ter um efeito 

principal na redução dos requisitos de energia e custos. 

O Brasil é o país que apresenta condições climáticas na faixa mesofílica 

(entre 20ºC e 40ºC), o que garante a digestão anaeróbia a temperatura ambiente 

durante todo o ano, sem aquecimento do digestor (KUNZ, MIELE e STEINMETZ, 

2005; KUNZ, OLIVEIRA e HIGARASHI, 2009). No entanto, ainda permanece incerto 

se a variação de temperatura entre as estações do ano na gama mesofílica poderia 

afetar a estabilidade da comunidade microbiana, a inativação de bactérias 

clinicamente relevantes ou mesmo a propagação de genes de resistência (LEVÉN, 

ERIKSSON e SCHNÜRER, 2007; LEE et al., 2012). Poucos estudos têm sido 

realizados para investigar o efeito da mudança de temperatura sobre a estrutura da 

comunidade microbiana em reatores de biogás operados a temperatura ambiente, 

especialmente aqueles em digestores anaeróbios que tratam dejetos de vacas 

leiteiras. 

Do exposto, o conhecimento da prevalência e a dinâmica de bactérias 

clinicamente relevantes e de genes de resistência são fundamentais para 

compreender a segurança sanitária do processo de biodigestão, além dos riscos 

associados ao uso destes efluentes para a saúde humana e animal.  
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2. OBJETIVOS 

 

 

2.1. OBJETIVO GERAL 

 

 Avaliar a ocorrência e a persistência, o perfil de susceptibilidade a drogas 

antimicrobianas e os marcadores genéticos de resistência de grupos bacterianos 

de relevância clínico-microbiológica, durante o processo de digestão anaeróbia 

em biorreatores de escala piloto operados a temperatura ambiente. 

 

2.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

 Quantificar os grupos de bactérias de importância durante o processo de 

digestão anaeróbia; 

 Isolar e identificar bastonetes Gram-negativos da família Enterobacteriaceae e 

não fermentadores de interesse presentes durante a digestão anaeróbia; 

 Isolar e identificar cocos Gram-positivos dos gêneros Staphylococcus, 

Streptococcus e Enterococcus durante a digestão anaeróbia; 

 Determinar o perfil de susceptibilidade a drogas antimicrobianas de interesse 

clínico humano das linhagens bacterianas isoladas e identificadas; 

 Avaliar por PCR quantitativo a abundância de genes de resistência aos 

antimicrobianos durante a digestão anaeróbia, representativos daqueles mais 

relevantes em medicina humana e veterinária (macrolídeos, ermB, 

aminoglicosídeos, aphA2 e beta-lactâmicos, blaTEM-1);  

 Identificar sequências de DNA codificadores para a região 16S rRNA de espécies 

bacterianas potencialmente patogênicas nos efluentes de biodigestão anaeróbia.  
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

 

3.1. DELINEAMENTO EXPERIMENTAL PARA ANÁLISES MICROBIOLÓGICAS 

DOS AFLUENTES E EFLUENTES 

 

Nos mesmos ensaios descritos no Capítulo I, foram também realizados 

experimentos para as análises microbiológicas dos afluentes e efluentes. Os ensaios 

foram realizados em dois períodos do ano. O primeiro no verão (18 de janeiro de 

2012 a 19 de março de 2012) e outro durante outono/inverno (11 de abril de 2012 a 

10 junho de 2012), ambos operados com tempo de retenção hídrico (TRH) de 60 

dias. A temperatura ambiente foi aferida diariamente com o auxílio de um 

termômetro digital portátil. 

Alíquotas de 30 mL das amostras do afluente (carregamento inicial) e do 

efluente (biofertilizante) foram coletadas em diferentes tempos de retenção para as 

analises microbiológicas.  

Conforme, descrito no Material e Métodos do Capítulo I, as amostras foram 

denominadas por um código que representam a estação, dia de coleta e origem 

(entre os dois biodigestores). Amostras coletadas nos meses de verão e de inverno 

foram denotadas com as letras S (Summer) e W (Winter), respectivamente. Os 

números (0 a 60) foram adicionados referindo-se às datas de amostragem durante a 

digestão anaeróbia, seguidos, das letras (a e b) que correspondeu a cada um dos 

biodigestores em que foi realizada a fermentação.  

No total 58 amostras foram coletadas para as análises microbiológicas, duas 

do afluente, uma referente ao carregamento inicial de ambos os biodigestores no 

verão (denominada S0) e outra do carregamento inicial no ensaio realizado no 

inverno (denominada W0). As demais amostras (n = 56) foram coletadas, conforme 

o esquema da Figura 12.  

Todas as amostras foram coletadas em frascos descartáveis e estéreis e 

transportadas, imediatamente, até o Laboratório de Microbiologia do Rúmen, da 

Embrapa Gado de Leite. 

 

 



70 
 

 

Figura 12. Esquema referente às datas de coleta das amostras dos afluentes e efluentes e as 
análises microbiológicas realizadas. Amostras coletadas nos meses de verão e de inverno foram 
denotadas com as letras S e W, respectivamente. Os números (0 a 60) referem-se às datas de 
amostragem e as letras (a e b) correspondem a cada um dos dois biodigestores em que foi realizada 
a fermentação. 

 

 

3.2. ANALISE QUANTITATIVA 
 

Amostras do afluente (n = 2; carregamento inicial) e do efluente (n = 8) de 

ambos os ensaios de biodigestão (verão e inverno) foram coletadas para as análises 

quantitativas e procedidas as diluições seriadas até 10-8 em solução salina (0,9% 

NaCl). As amostras foram homogeneizadas e, a partir das diluições obtidas, 

alíquotas de 0,1 mL foram semeadas com auxilio de alça de Drigalski, em duplicata, 

nos seguintes meios de cultura seletivos aeróbios: ágar eosina azul de metileno, 

para contagem de colônias fermentadoras (família Enterobacteriaceae) ou não-

fermentadoras de lactose (ENT e BGN NF), ágar hipertônico manitol, para contagem 

de cocos Gram-positivos/catalase positivo (CGP/C+), como Staphylococcus spp. e 

em ágar bile esculina, suplementado com 0,01% de azida sódica, para contagem de 

cocos Gram-positivos/catalase negativo (CGP/C-), como Enterococcus spp. 

Posteriormente, os meios foram incubados em estufa bacteriológica a 37ºC, por 24 

horas e a placa de menor diluição a conter entre 30 e 300 colônias foi utilizada para 

estimar o número de bactérias nas amostras (APHA, 2004).  
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3.3. ISOLAMENTO E IDENTIFICAÇÃO DE LINHAGENS BACTERIANAS 

 

Amostras do afluente (n = 2) e do efluente (n = 56) de ambos os ensaios de 

biodigestão (verão e inverno) foram coletadas. Alíquotas de 10 mL foram 

processadas para o isolamento seletivo de linhagens bacterianas de interesse, 

considerando-se cocos Gram-positivos (CGP) dos gêneros Staphylococcus, 

Streptococcus e Enterococcus, bastonetes Gram-negativos anaeróbios facultativos 

da família Enterobacteriaceae (ENT) e bastonetes Gram-negativos não 

fermentadores (BGN NF). 

 

3.3.1. Isolamento e identificação de espécies de cocos Gram-positivos 

Para o isolamento e identificação de Staphylococcus, 100 µL das amostras 

foram inoculados sem diluição, por esgotamento, com auxílio de alças 

bacteriológicas estéreis, em AHM (Himedia Laboratories Pvt. Ltd., Índia), seletivo 

para as espécies do gênero. Após 24 horas de incubação a 35 °C, cinco colônias, no 

máximo, de diferentes morfotipos, fermentadoras ou não do manitol, foram isoladas 

e cultivadas novamente em AHM, para a obtenção de culturas puras. Em seguida, 

foi realizada avaliação morfotintorial pela coloração de Gram e subcultivo em TSA 

(Himedia Laboratories Pvt. Ltd., Índia), para posteriores testes de identificação 

bioquímico-fisiológica (KONEMAN et al., 2008). 

Para o isolamento e identificação de Streptococcus e Enterococcus, 500 μL 

dos espécimes foram inoculados, para enriquecimento, em Caldo Todd Hewitt, 

suplementado com 8 µg/mL de gentamicina e 15 µg/mL de ácido nalidíxico. Após 24 

horas de incubação a 35 °C foi realizado subcultivo das culturas em Ágar sangue 

(AS), para o isolamento de linhagens de Streptococcus, e em Ágar BE (Himedia 

Laboratories Pvt. Ltd., Índia) acrescido de Azida Sódica (0,01%), para o isolamento 

seletivo de Enterococcus. Do AS foram selecionadas linhagens apresentando ou 

não hemólise do tipo beta, e do BE foram selecionadas colônias que hidrolisaram a 

esculina. Em seguida, foi realizada a avaliação morfotintorial pela coloração de 

Gram, para observação dos CGP aos pares ou em cadeias. As linhagens 

bacterianas isoladas foram avaliadas quanto à produção da enzima catalase, pelo 

teste em lâmina com peróxido de hidrogênio (3%). A produção de bolhas decorrente 

da liberação de oxigênio (gás) indicou reação positiva (KONEMAN et al., 2008). 
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Posteriormente, para a identificação específica dos CGP isolados, foi utilizado 

o kit comercial BBL Crystal Gram-Positive Identification System (Becton, Dickinson 

and Company, EUA). Os kits foram utilizados conforme instrução do fabricante. Após 

inóculo, o sistema foi fechado e incubado a 37ºC por cerca de 20 a 24 horas. A 

leitura foi realizada analisando-se as alterações de cor ou presença ou ausência de 

fluorescência resultante da atividade metabólica dos microrganismos. Os resultados 

foram convertidos em números de dez dígitos, cujo perfil foi analisado de acordo 

com a base de dados do BBL Crystal GP ID Kit. Após identificação, as amostras 

foram armazenadas em meio de congelamento, a - 20ºC.  

 

3.3.2. Isolamento e identificação de espécies de bastonetes Gram-negativos 

Para o isolamento e identificação dos BGN da família Enterobacteriaceae e 

BGN não-fermentadores, 100 µL das amostras foram inoculados, sem diluição, por 

esgotamento, com auxílio de alças bacteriológicas estéreis, em Agar EMB (Himedia 

Laboratories Pvt. Ltd., Índia). Após 24 horas de incubação a 35°C, cinco colônias, no 

máximo, de diferentes morfotipos foram isoladas e cultivadas novamente em EMB, 

para a obtenção de culturas puras. Em seguida, foi realizada a avaliação 

morfotintorial pela coloração de Gram e subcultivo em TSA. 

As linhagens bacterianas isoladas foram submetidas à identificação 

presuntiva pela avaliação da habilidade de fermentação da lactose, sacarose e 

glicose, com ou sem a produção de CO2 e H2S, por método bioquímico-fisiológico 

utilizando-se Agar TSI (Himedia Laboratories Pvt. Ltd., Índia). Neste sistema, as 

amostras foram inoculadas e incubadas a 35ºC por 24 horas (KONEMAN et al., 

2008). 

Para a identificação específica das enterobactérias isoladas foi utilizado o 

sistema comercial API 20E (BioMerieux®, França), enquanto os BGN não 

fermentadores foi utilizado o sistema API 20NE (BioMerieux®, França), de acordo 

com as instruções do fabricante. Após inóculo, o sistema foi fechado e incubado a 

37ºC por cerca de 18 a 20 horas. A leitura foi realizada analisando-se as alterações 

de cor resultante da atividade metabólica dos microrganismos, e mediante as 

combinações das provas positivas, foi gerado um código, que, lançado no software 

do fabricante, possibilitou a identificação das bactérias. Após identificação, as 

amostras foram armazenadas em meio de congelamento a - 20ºC. 
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3.4. AVALIAÇÃO DO PERFIL DE SUSCEPTIBILIDADE A DROGAS 
ANTIMICROBIANAS 

 

O perfil de susceptibilidade a drogas antimicrobianas das amostras 

bacterianas isoladas e identificadas foi avaliado pelo método de diluição em ágar, tal 

como recomendado pelo CLSI (CLSI, 2012).  

Foram avaliados diferentes antimicrobianos para cada grupo bacteriano, 

selecionados em função da sua utilização na rotina dos hospitais e pela população 

em geral. Para os CGP foi avaliada a suscetibilidade às drogas, oxacilina, 

vancomicina, levofloxacino, rifamicina, penicilina, eritromicina, ampicilina/sulbactam 

e sulfametoxazol/trimetropim. Para os ENT, levofloxacino, amicacina, gentamicina, 

meropenen, cefepime, sulfametoxazol/trimetropim, ampicilina, ampicilina/sulbactam, 

cloranfenicol, piperacilina/tazobactam e para os BGN NF, foram avaliados os 

antimicrobianos piperacilina/tazobactam, cefepime, sulfametoxazol/trimetropim, 

cloranfenicol, gentamicina, meropenen, levofloxacino e amicacina. 

Concentrações crescentes dos antimicrobianos (0,0625 µg/mL a 1.024,0 

µg/mL) foram adicionadas a frascos com 40 mL do meio de cultura AMH fundido 

(45ºC), e vertido em placas de Petri estéreis, para realização do teste em duplicata. 

As linhagens bacterianas foram inoculadas em ágar TSA e incubadas a 37ºC, 

por 24 horas, em estufa bacteriológica. Após o crescimento bacteriano, com auxílio 

de alças bacteriológicas estéreis, foram obtidas suspensões bacterianas em solução 

salina estéril (NaCl 0,9%), com turbidez ajustada para 0,5 na escala McFarland 

(~108 UFC/mL). Com o uso do Replicador de Steers (STEERS et al., 1959), inóculos 

padronizados (105 células/ponto) das amostras foram adicionados a placas com os 

antimicrobianos, sequencialmente, em ordem crescente de concentração, as quais 

foram incubadas a 35ºC em estufa bacteriológica. Placas controle, sem adição da 

droga, também foram inoculadas. A fim de garantir a reprodutibilidade dos testes 

foram utilizadas como controle, as linhagens bacterianas de referência Escherichia 

coli (ATCC 11229) e Staphylococcus aureus (ATCC 25923). A leitura dos resultados 

foi realizada após 24 horas de incubação, determinando-se a concentração inibitória 

mínima (CIM) de antimicrobianos para cada isolado. 

Os dados para a determinação da concentração inibitória mínima (CIM) das 

linhagens bacterianas isoladas foram apresentados em termos de CIM50 

(concentração inibitória mínima da droga capaz de inibir 50% das amostras testadas) 
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e CIM90 (concentração inibitória mínima da droga capaz de inibir 90% das amostras 

testadas), variação das CIMs e taxas de sensibilidade, resistência intermediária e 

resistência. 

 

3.4.1. Perfil de múltipla resistência aos antimicrobianos 

 

A partir dos resultados das CIM, o índice de múltipla resistência a antibióticos 

(MAR) foi calculado. Este cálculo foi realizado para cada isolado, pela divisão do 

número de drogas ao qual determinado isolado foi resistente sobre o número total de 

drogas testadas: para os CGP, foram avaliadas oito drogas, para os ENT, dez e para 

os BGN NF, oito antimicrobianos. O índice MAR acima de 0,2 indica multirresistência 

(KRUMPERMAN, 1983). 

 

3.5. EXTRAÇÃO DO DNA TOTAL DAS AMOSTRAS DO AFLUENTE E EFLUENTE 
 

Com intuito de avaliar a dinâmica temporal (durante os 60 dias de 

fermentação) e sazonal (verão e inverno) dos genes de resistência e a presença de 

bactérias potencialmente patogênicas nas amostras finais, conforme descrito no 

Capitulo I, amostras do afluente e efluente (n = 58) tiveram o DNA total extraído e 

armazenado à -80°C. Posteriormente, estas amostras de DNA foram submetidas à 

liofilização e enviados a temperatura ambiente ao Laboratoire de Biotechnologie de 

l'Environnement (INRA/FR) para serem realizados os procedimentos seguintes. 

 

3.6. PCR QUANTITATIVO (qPCR) 

 

Reações de PCR quantitativo (qPCR) foram utilizadas para quantificar a 

abundância dos genes de resistência, ermB, aphA2 e blaTEM-1, associadas com 

macrolídeos, aminoglicosídeos e beta-lactâmicos, respectivamente, e para o 

domínio Bacteria em amostras de DNA extraídos dos afluentes e efluentes dos 

biodigestores. Os genes de resistência escolhidos são representativos dos 

antibióticos comumente utilizados na medicina humana e veterinária (KEMPER, 

2008). Todos os iniciadores usados no qPCR são listados na Tabela 5. 
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Tabela 5. Sequência e especificidade dos oligonucleotídeos iniciadores utilizados nas 
técnicas de qPCR aplicadas na avaliação da dinâmica e abundância de genes de 
resistências.  

Gene alvo Iniciadores Sequência5’-3’ 
Temp. de 

anelamento 
(oC) 

Referência 

Resistência a β-

Lactâmicos 
blaTEM-1 

F: CATTTTCGTGTCGCCCTTAT 

R: GGGCGAAAACTCTCAAGGAT 
58 

SHI et al., 

2013 

Resistência a 

macrolídeos 
ermB 

F: AGCCATGCGTCTGACATCTA 

R: CTGTGGTATGGCGGGTAAGT 
55 

SHI et al., 

2013 

Resistência a 

aminoglicosídeos 
aphA2 

F: GATTGAACAAGATGGATTGC 

R: CCATGATGGATACTTTCTCG 
55 

SHI et al., 

2013 

16S rRNA - 

Bacteria 

W208 F: ACTCCTACGGGAGGCAG 

60 
YU et al., 

2005 

W209 R: GACTACCAGGGTATCTAATCC 

W210 

TaqMan: Yakima Yellow-

TGCCAGCAGCCGCGGTAATAC-

Tamra 

 

 

Para os genes de resistência, a reação foi composta de 1 μl de cada iniciador 

(0,2 mM), 12,5 μL Sso-Advanced SYBR Green Supermix (Bio-Rad Laboratories, 

Inc.), 5,5 μL de água ultra pura. Para completar o volume da reação de qPCR foi 

inserido em cada poço da placa de 96 poços um volume de 5 μL de cada DNA na 

concentração de 10 ng/μL e 1 ng/μL, em triplicatas. Em seguida, a placa de reação 

foi submetida ao equipamento CFX96 Real Time Detection System (Bio-Rad 

Laboratories, Inc.). As condições utilizadas para a amplificação dos iniciadores 

foram: desnaturação inicial a 95°C por 2 min, seguida de 40 ciclos de 95 °C por 15 

seg. e temperatura de anelamento conforme o iniciador (Tabela 5). Em seguida, foi 

realizada a leitura da curva de melting com temperatura variando de 65 a 95ºC, para 

verificação da especificidade da reação (ausência picos inespecíficos e/ou dímeros 

de iniciadores).  

A análise dos dados gerados foi feita com o auxílio do software CFX® 

Manager software 3.0 (Bio-Rad Laboratories, Inc). Por meio deste software 

determinou-se o threshold, ou limiar de detecção, de cada amostra testada. O 

threshold corresponde a um ponto de referência, dado que neste ponto todas as 

amostras possuem a mesma intensidade de fluorescência. Uma vez determinado o 



76 
 

threshold, foi estabelecido o número de CT (threshold cycle) de cada amostra, o qual 

se refere ao número de ciclo no qual a curva de amplificação de cada amostra atinge 

o threshold estabelecido.  

A eficiência de amplificação (E) de cada um dos pares de iniciadores foi 

determinada por meio de uma curva padrão composta de cinco pontos e que foi 

gerada a partir de reações em triplicata de PCR em tempo real, nas quais foram 

utilizadas diluições seriadas de plasmídeos com os genes de resistência obtidos por 

clonagem molecular.  

As reações de amplificação para o domínio Bacteria foram realizadas em um 

volume total de 25 µL. Assim, todas as misturas de reação continham 12,5 µL de 

Express qPCR Supermix with premixed ROX (Invitrogen, França), 10 nM iniciadores, 

8 nM sonda TaqMan, 5 µl de DNA na concentração de 1 e 0,1 ng/µL, e água 

adicionada para obter o volume final. O programa utilizado foi o seguinte: incubação 

inicial de 20 s, a 95ºC e 40 ciclos de desnaturação (95ºC, 15 s, 60ºC, 1 min.). Clones 

LC103 foram utilizados como padrões para Bacteria (BRAUN et al., 2005). O número 

total de bactérias foi expresso como o número de cópias por grama de afluente e 

efluente. 

 

3.7. IDENTIFICAÇÃO DE SEQUÊNCIAS DE DNA CODIFICADORES PARA A 

REGIÃO 16S rRNA DE ESPÉCIES BACTERIANAS POTENCIALMENTE 

PATOGÊNICAS 
 

A persistência de espécies bacterianas potencialmente patogênicas nos 

efluentes de biodigestão anaeróbia foram identificadas pela avaliação dos dados 

gerados a partir do pirosequenciamento do metagenoma. Estes dados foram obtidos 

das amostras finais do processo de biodigestão durante os meses de verão (S60a e 

S60b) e inverno (W60a e W60b), realizados conforme descrito no Capítulo I. 

Unidades taxonômicas operacionais (OTUs) foram definidas como grupo de 

sequências com um p-distância de 0,03 (ou 97% de similaridade). As OTUs foram 

taxonomicamente classificadas usando BLASTN contra a base de referência SILVA.  

Em seguida, as OTUs foram taxonomicamente classificadas usando BLASTn 

contra o banco de dados in-house criado com sequências 16S rRNA de bactérias 

clinicamente relevantes (Tabela 6).  
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Tabela 6. Sequências do gene 16S rRNA de bactérias clinicamente relevantes inseridas no 
banco de dados in-house criado para classificações taxonômicas das OTUs definidas neste 
estudo. 

Espécies selecionadas 
Número de acesso nos 

bancos de dados 

Acinetobacter baumannii ATCC 17978 NC_009085 

Burkholderia cepacia GQ359110 

Bacillus anthracis str. H9401 NC_017729 

Bacteroides fragilis 638R FQ312004 

Campylobacter jejuni subsp. Jejuni CP001900 

Citrobacter freundii ATCC 8090 ANAV01000042 

Clostridium botulinum NCTC 2916 NZ_ABDO02000001 

Clostridium difficile CD196 NC_013315 

Clostridium perfringens NZ_ABDY01000045 

Clostridium tetani E88 NC_004557 

Corynebacterium diphtheriae HC01 NC_016786 

Enterococcus faecalis ATCC 4200 
 

NZ_GG670380 

Enterococcus faecium AY172570 

Escherichia coli ATCC 8739 NC_010468 

Fusobacterium nucleatum subsp. nucleatum ATCC 25586 NC_003454 

Haemophilus influenzae 86-028NP NC_007146.2 

Klebsiella pneumoniae pneumoniae HS11286 CP003200 

Listeria monocytogenes S55472.1 

Mycobacterium tuberculosis F11 NC_009565.1 

Pseudomonas aeruginosa NCGM2.S1 AP012280 

Neisseria meningitidis M01-240149 CP002421 

Salmonella enterica subsp. enterica serovar choleraesuis str. SC-B67 NC_006905.1 

Staphylococcus aureus subsp. aureus NZ_GG730226 

Staphylococcus epidermidis RP62A NC_002976 

Stenotrophomonas maltophilia K279a NC_010943 

Streptococcus agalactiae GD201008-001 CP003810 

Streptococcus pneumoniae ATCC 700669 NC_011900 

Streptococcus pyogenes MGAS5005 NC_007297 

Vibrio cholerae O1 biovar eltor str. N16961 NC_002505 

Yersinia enterocolitica subsp. enterocolitica NC_008800 

 

As 30 sequências do gene 16S rRNA analisadas neste estudo incluíram as 

sequências de bactérias potencialmente patogênicas conhecidas recuperadas do 

banco de dados do GenBank. As sequências dos genes 16S rRNA mais 

representativas foram escolhidas para esta investigação de acordo com as seguintes 
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normas: (a) linhagens com boa caracterização fenotípica (b) linhagens isoladas 

como fonte de contaminação ou infecção em humanos (c) sequências com menor 

quantidade de bases indeterminadas. 

Para a classificação final, uma espécie de bactéria foi definida como 

"identificada confiantemente pelo sequenciamento do gene 16S rRNA‖ se 

identificação pelo alinhamento fosse maior que 97% e pelo menos 249 pb atribuído à 

respectiva sequência genética 16S rRNA das espécies de bactérias clinicamente 

relevantes 

 

3.8. ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 

Para analisar o desempenho médio dos processos de digestão anaeróbia em 

ambas as estações, os dois biodigestores avaliados e amostrados foram tratados 

como repetições. As médias e desvios padrão de todos os dados foram 

determinados. O teste de ANOVA e o teste a posteriori de Tukey foram utilizados 

para comparações da distribuição dos diferentes grupos nos diferentes 

biodigestores. As contagens bacterianas nos experimentos de contagem direta em 

superfície (spread plate) foram convertidas em log10 do número de unidades 

formadoras de colônias por mL de afluente ou efluente (log UFC/mL). Em seguida, o 

teste ANOVA foi utilizado para comparação das taxas de redução, entre as amostras 

do afluente e do efluente (após 60 dias de fermentação). 

O número total de genes ermB, aphA2, blaTEM-1 e bactérias totais foi 

transformado em log10 e, em seguida, a abundância dos genes para cada 

amostragem foi analisada por ANOVA. A correlação entre os diferentes genes de 

resistência (ermB, aphA2, blaTEM-1) foi analisada pelo calculo do coeficiente de 

correlação de Pearson. Para as análises de correlação, todos os valores de gene de 

resistência foram normalizados em relação ao número de bactérias totais 

(abundância relativa), a fim de minimizar as variâncias causadas pelas diferenças de 

abundância bacteriana.  

O nível estabelecido para significância dos testes utilizados foi p < 0,05.
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

 

4.1. PREVALÊNCIA BACTERIANA E SUSCEPTIBILIDADE A ANTIMICROBIANOS 

DURANTE O PROCESSO DE DIGESTÃO ANAERÓBIA 
 

As densidades bacterianas totais foram obtidas por contagem direta em 

superfície (spread plate), tanto nas amostras do afluente (carregamento inicial) como 

dos efluentes (após 30 e 60 dias de fermentação). Entre os grupos estudados, ENT, 

BGN NF, CGP/C+ e CGP/C-, não foram encontradas diferenças significativas entre 

as amostras coletadas nos diferentes ensaios de biodigestão (verão e inverno). 

Desta forma, os dados foram exibidos como média dos resultados obtidos em 

função dos mesmos dias de coleta. Pela Figura 13, é possível observar o valor 

médio das amostras do afluente, relativo à média do carregamento inicial (S0 e W0). 

O dia 15 corresponde à média das amostras analisadas após 15 dias de 

fermentação (S15a, S15b, W15a e W15b). O dia 30, média das amostras analisadas 

após 30 dias de fermentação (S30a, S30b, W30a e W30b) e o dia 60, média dos 

efluentes após 60 dias de fermentação (S60a, S60b, W60a e W60b).  

Figura 13. Valor médio das contagens bacterianas viáveis (log UFC/mL) das amostras dos 
afluentes (carregamento inicial) e dos efluentes (dias 15, 30 e 60) obtidas de biodigestores 
alimentados com dejetos bovinos operados a temperatura ambiente durante verão e 
inverno. ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae; BGN NF: Bacilos 
Gram-negativos não fermentadores; CGP/C+: Cocos Gram-positivos/catalase positivo; 
CGP/C-: Cocos Gram-positivos/catalase-negativo. Letras diferentes, incluindo minúsculas ou 
maiúsculas e " * " indicam diferenças significativas (p < 0,05). 
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Durante os dois períodos, a contagem de CGP/C+ em ágar Manitol reduziu 

2,1 ciclos log, no afluente apresentou 2,65 x105 UFC/mL (carregamento inicial), 

sendo observado no efluente após 60 dias de fermentação 1,57 x 103 UFC/mL 

(99,40% de redução, p = 7,9 x 10-8). Ao longo da avaliação do processo, a 

diminuição das contagens de CGP/C+ foram observadas entre a carga inicial e o 30º 

dia de fermentação (p = 0,0001) e entre o 30º e 60º dias de digestão anaeróbia (p = 

0,001). 

Em relação aos CGP/C-, as contagens, no ágar bile-esculina, variaram 2,2 

ciclos log, de 3,71 x 105 nos afluentes para 1,57 x 104 UFC/mL nos efluentes finais 

(95,76% de redução, p = 0,0001). A redução das contagens de UFC entre os 

CGP/C- foram observados entre a carga inicial e o 15º dia (p = 0,0008) e entre o 30º 

e 60º dias de digestão anaeróbia (p = 0,0495). 

Os bastonetes Gram-negativos também mostraram uma boa taxa de redução 

no meio eosina azul de metileno, com a redução média de 3 ciclos log. Os ENT 

variaram de 4,42 x 108 a 1,45 x 105 UFC/mL, enquanto BGN NF variaram entre 5,43 

x 108 e 9,44 x 105 UFC/mL, com a redução média de 99,96% (p = 1,1 x 10-11) e 

99,82% (p = 1,8 x10-8), respectivamente. A partir da carga inicial, as diminuição das 

contagens bacterianas, considerando os grupos microbianos (ENT e BGN NF), 

foram observadas apenas no 15º dia de digestão anaeróbia (p = 2,5 x 10-12 e p = 8,8 

x 10-9, respectivamente). Após o 15º dia até os efluentes finais não foram 

observadas mais reduções significativas (ENT: p = 0,166, e BGN NF: p = 0,152). Em 

geral, as taxas de redução entre os grupos de microrganismos a partir de amostras 

de afluente foram significativamente diferentes das amostras dos efluentes (p = 

0,029).  

Em relação à distribuição e identificação específica, os dados das tabelas 7 e 

8 representam a diversidade bacteriana (afluente e efluente) representada na 

amostragem recuperada no sistema de biodigestão avaliado em ambas as estações. 

Seiscentos e sessenta (n = 660) isolados bacterianas foram recuperadas, sendo 67 

no afluente e 593 nos efluentes. Linhagens representativas de CGP (estafilococos, 

enterococos e estreptococos) foram as mais frequentes tanto nos afluentes (n = 33, 

49,25%) quanto nos efluentes (n = 353, 59,53%), seguidos dos Gram-negativos, 

ENT nos afluentes (n = 28, 41,79%) e efluentes (n = 176, 29,68%) e BGN NF nos 

afluente (n = 6, 8,96%) e efluentes (n = 57, 9,61%). De acordo com a análise de 

variância, não foi observada diferença significativa entre os pontos amostrados 
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(afluente e efluente), avaliando as variações nos mesmos grupos bacterianos (p = 

0,093). Tal resultado não era inesperado, posto que, para os experimentos de 

isolamento e identificação, as amostras foram homogeneizadas e escolhidas cinco 

colônias de cada placa. 

 

Tabela 7. Espécies bacterianas recuperadas de amostras dos afluentes obtidas de 
biodigestores alimentados com dejetos bovinos operados a temperatura ambiente durante 
duas estações (verão e inverno). 

Grupo Bacteriano (n) e frequência de identificação das espécies (%) 

Gram-positivos Gram-negativos 

CGP (n = 33) ENT (n = 28) BGN NF (n = 6) 

Enterococcus hirae (15,1) Escherichia coli (82,1) Ralstonia pickettii (50,0) 

Enterococcus faecium (12,1) Enterobacter aerogenes (7,1) Alcaligenes faecalis (33,3) 

Enterococcus casseliflavus/gallinarum (12,1) Enterobacter sakazakii (7,1) Burkholderia cepacia (16,6) 

Kytococcus sedentarius (12,1) Salmonella choleraesuis spp. (3,5)  

Staphylococcus capitis (9,0)   

Staphylococcus xylosus (9,0)   

Aerococcus viridans (6,0)   

Enterococcus avium (6,0)   

Enterococcus faecalis (6,0)   

Leuconostoc citreum (3,0)   

Leuconostoc pseudomesenteroides (3,0)   

Micrococcus sp. (3,0)   

CGP: Cocos Gram-positivos; ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae; BGN NF: 

Bacilos Gram-negativos não-fermentadores 

 

A identificação microbiana das amostras do afluente é mostrada na Tabela 7. 

Dos 33 CGP, foram identificadas 12 espécies diferentes, 36,36% CGP/C+ e 63,64% 

CGP/C-. Os mais prevalentes foram Enterococcus hirae (15,15%), Enterococcus 

faecium (12,12%), Enterococcus casseliflavus/gallinarum (12,12%) e Kytococcus 

sedentarius (12,12%). Dos 34 bastonetes Gram-negativos, 82,35% foram ENT e 

17,65% foram BGN NF. Para ENT, as espécies mais prevalentes foram Escherichia 

coli (82,14%) e entre os BFN NF, as espécies mais prevalentes foram Ralstonia 

pickettii (50,00%) e Alcaligenes faecalis (33,33%). 
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Tabela 8. Espécies bacterianas recuperadas de amostras dos efluentes obtidas de 
biodigestores alimentados com dejetos bovinos operados a temperatura ambiente durante 
duas estações (verão e inverno). 

Grupo Bacteriano (n) e frequência de identificação das espécies (%) 

Gram-positivos Gram-negativos 

CGP (n = 353) ENT (n = 176) BGN NF (n = 57) 

Outros 
BGN 

 (n = 7) 

Enterococcus faecium (15,0) Escherichia coli (82,9) Alcaligenes faecalis (17,5) 

Aeromonas 

hydrophila 

(100,0) 

Enterococcus hirae (12,1) Morganella morganii (6,8) Pseudomonas alcaligenes (17,5)  

Streptococcus bovis (7,6) Citrobacter freundii (2,8) Ralstonia pickettii (10,5)  

Aerococcus viridans (7,0) Enterobacter asburiae (1,1) Burkholderia cepacia (8,8)  

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum (6,5) 
Enterobacter cloacae (1,1) Pseudomonas aeruginosa (7,0)  

Enterococcus avium (6,5) Providencia stuartii (1,1) Stenotrophomonas maltophilia (7,0)  

Staphylococcus capitis (6,5) Raoultella terrigena (1,1) Acinetobacter baumannii (3,5)  

Staphylococcus xylosus (4,5) Serratia marcescens (1,1) Acinetobacter junii (3,5)  

Kytococcus sedentarius (4,2) Pantoe spp. (0,5) Brevundimonas vesicularis (3,5)  

Staphylococcus epidermidis (3,6) Providencia alcalifaciens (0,5) Pseudomonas putida (3,5)  

Enterococcus faecalis (3,1) Salmonella choleraesuis (0,5) Pseudomonas stutzeri (3,5)  

Streptococcus equinus (2,5)  Achromobacter xylosoxidans (1,7)  

Streptococcus salivarius (2,5)  Acinetobacter haemolyticus (1,7)  

Micrococcus luteus (2,2)  Alcaligenes piechaudii (1,7)  

Enterococcus durans (1,9)  Moraxella osloensis (1,7)  

Staphylococcus lentus (1,7)  Ochrobactrum anthropi (1,7)  

Enterococcus raffinosus (1,4)  Pseudomonas fluorescens (1,7)  

Pediococcus pentosaceus (1,4)  Pseudomonas luteola (1,7)  

Staphylococcus auricularis (1,4)  Wautersia paucula (1,75)  

Streptococcus criceti (1,4)    

Streptococcus vestibularis (1,4)    

Aerococcus urinae (1,1)    

Staphylococcus hominis (1,1)    

Streptococcus uberis (1,1)    

Leuconostoc citreum (0,8)    

Leuconostoc 

pseudomesenteroides (0,8) 
   

Lactococcus lactis (0,5)    

Kocuria varians/rosea (0,2)    

CGP: Cocos Gram-positivos; ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae; BGN NF: 
Bacilos Gram-negativos não-fermentadores; BGN: Bacilos Gram-negativos 
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A identificação das amostras dos efluentes é resumida na Tabela 8. Os CGP 

foram os mais observados, com 28 espécies identificadas, sendo 25,21% CGP/C+ e 

74,78% CGP/C-. Os mais prevalentes foram Enterococcus faecium (15,01%), 

Enterococcus hirae (12,18%) e Streptococcus bovis (7,65%). De forma semelhante 

ao que foi encontrado nas amostras dos afluentes, Escherichia coli (82,95%) foi o 

mais prevalente entre ENT, seguido por Morganella morganii (6,81%) e Citrobacter 

freundii (2,84%). Para BGN NF, foram observadas 19 espécies diferentes, sendo 

Alcaligenes faecalis (17,58%) e Pseudomonas alcaligenes (17,58%) as mais 

identificadas.  

O perfil de susceptibilidade às drogas antimicrobianas das linhagens 

bacterianas foi plotado em função dos quatro diferentes grupos amostrados 

(CGP/C+, CGP/C-, ENT e BGN NF) recuperadas nas amostras dos afluentes e 

efluentes em ambas as estações, como pode ser observado nas tabelas 9 e 10. Os 

Apêndices C – J mostram o perfil de suscetibilidade de todos os isolados diante dos 

diversos grupos de antimicrobianos testados.  

Dos 660 isolados, 239 linhagens (36,21%) eram resistentes a pelo menos um 

dos agentes antimicrobianos testados. Considerando os CGP/C+ nas amostras dos 

afluentes, a maior frequência de resistência foi a penicilina (83,33%). Níveis de 

resistência antimicrobiana superior a 8,00% foram observadas contra rifamicina, 

eritromicina e levofloxacino. Em contraste, vancomicina, ampicilina-sulbactam, 

oxacilina e sulfametoxazol-trimetropim foram os antimicrobianos mais eficazes, com 

taxas de sensibilidade de 100,00%. Em relação aos CGP/C-, 9,52% foram 

resistentes à penicilina. Importantes percentuais de resistência intermediária entre 

os CGP/C- foram observados contra rifamicina (9,52%) e eritromicina (14,28%). 

Ainda entre as amostras dos afluentes, ao considerar os ENT, a maior taxa de 

resistência foi contra a ampicilina (21,42% de resistência e 14,28% de resistência 

intermediária). A resistência também foi observada contra a ampicilina-sulbactam, 

gentamicina e sulfametoxazol-trimetropim (> 10%). Meropenen, levofloxacino e 

cefepime foram as drogas mais efetivas, com nenhuma resistência antimicrobiana 

detectada. Entre os BGN NF recuperados dos afluentes, nenhuma resistência foi 

observada.  
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Tabela 9. Perfil de susceptibilidade a antimicrobianos de linhagens bacterianas recuperadas 

das amostras dos afluentes obtidas de biodigestores alimentados com dejetos bovinos 

operados a temperatura ambiente durante duas estações (verão e inverno). 

Microrganismos (n) e antimicrobianos 
testados 

Concentração Inibitória Mínima 
(µg/mL) 

Padrões de 
susceptibilidade 

antimicrobiana (%)
a
 

CIM50% CIM90% Variação 
S I R 

CGP/C+
b
 

Rifamicina 0,06 0,24 0,06 - 8,00 83,34 8,33 8,33 

Vancomicina 0,24 1,00 0,12 - 2,00 100,00 - - 

Ampicilina/Sulbactam 0,24 0,50 0,06 - 4,00 100,00 - - 

Penicilina 0,50 2,00 0,06 - 16,00 16,67 - 83,33 

Eritromicina 0,24 0,50 0,06 - 16,00 75,01 16,66 8,33 

Oxacilina  0,24 0,24 0,06 - 0,24 100,00 - - 

Levofloxacino 0,50 8,00 0,50 - 16,00 50,01 16,66 33,33 

Sulfametoxazol/Trimetropim 0,30 2,40 0,30 - 19,00 100,00 - - 

CGP/C-
c
 

Rifamicina 1,00 1,00 0,06 - 2,00 90,48 9,52 - 

Vancomicina 2,00 2,00 0,06 - 4,00 100,00 - - 

Penicilina 0,25 1,00 0,06 - 32,00 90,48 - 9,52 

Eritromicina 0,06 1,00 0,06 - 16,00 80,96 14,28 4,76 

Levofloxacino 1,00 2,00 0,24 - 2,00 100,00 - - 

ENT
d
 

Meropenen 0,06 0,06 0,06 - 1,00 100,00 - - 

Gentamicina 1,00 64,00 0,25 - 128,00 82,15 - 17,85 

Amicacina 2,00 4,00 1,00 - 32,00 96,43 3,57 - 

Levofloxacino 0,06 0,24 0,06 - 1,00 100,00 - - 

Sulfametoxazol/Trimetropim 0,06 76,00 0,03 - 76,00 82,15 - 17,85 

Cefepime 0,06 0,12 0,06 - 1,00 100,00 - - 

Piperacilina/Tazobactam 2,00 4,00 1,00 - 32,00 96,43 3,57 - 

Cloranfenicol 4,00 8,00 4,00 - 32,00 96,43 - 3,57 

Ampicilina/Sulbactam 4,00 64,00 1,00 - 128,00 78,58 7,14 14,28 

Ampicilina 8,00 32,00 2,00 - 512,00 64,30 14,28 21,42 

BGN NF
e
 

Meropenen 0,25 0,25 0,06 - 0,25 100,00 - - 

Gentamicina 0,25 0,25 0,12 - 0,25 100,00 - - 

Amicacina 0,50 1,00 0,25 - 2,00 100,00 - - 

Levofloxacino 0,06 0,12 0,06 - 0,12 100,00 - - 

Sulfametoxazol/Trimetropim 2,40 4,80 0,60 - 38,00 100,00 - - 

Cefepime 0,50 0,50 0,12 - 4,00 100,00 - - 

Piperacilina/Tazobactam 1,00 1,00 1,00 - 8,00 100,00 - - 

Cloranfenicol 4,00 8,00 4,00 - 8,00 100,00 - - 
a
S – Sensível, I – Resistência intermediária, R – Resistente; 

b
CGP/C+: Cocos Gram-

positivos/Catalase-positivo (n = 12); 
c
CGP/C-: Cocos Gram-positivos/Catalase-negativo (n = 21); 

d
ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae (n = 28); 

e
BGN NF: Bacilos Gram-

negativos não-fermentadores (n = 6). 
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Tabela 10. Perfil de susceptibilidade a antimicrobianos de linhagens bacterianas 

recuperadas das amostras dos efluentes de biodigestores alimentados com dejetos bovinos 

operados a temperatura ambiente durante duas estações (verão e inverno). 

Microrganismos (n) e antimicrobianos 
testados 

Concentração Inibitória Mínima 
(µg/mL) 

Padrões de 
susceptibilidade 

antimicrobiana (%)
a
 

CIM50% CIM90% 
Variação 

S I R 

CGP/C+
b
 

Rifamicina 0,06 1,00 0,06 - 8,00 91,02 6,74 2,24 

Vancomicina 0,24 2,00 0,06 - 2,00 100,00 - - 

Ampicilina/Sulbactam 0,24 2,00 0,06 - 16,00 98,88 1,12 - 

Penicilina 1,00 8,00 0,06 - 16,00 25,85 - 74,15 

Eritromicina 0,24 2,00 0,06 - 32,00 70,79 19,10 10,11 

Oxacilina  0,24 0,24 0,06 - 0,50 91,02 - 8,98 

Levofloxacino 2,00 64,00 0,06 - 64,00 49,45 16,85 33,70 

Sulfametoxazol/Trimetropim 2,40 9,50 0,30 - 128,00 95,51 - 4,49 

CGP/C-
c
 

Rifamicina 0,12 4,00 0,06 - 8,00 91,67 6,82 1,52 

Vancomicina 0,50 4,00 0,06 - 4,00 100,00 - - 

Penicilina 0,25 2,00 0,06 - 32,00 97,35 - 2,65 

Eritromicina 0,06 1,00 0,06 - 16,00 85,23 12,50 2,27 

Levofloxacino 1,00 2,00 0,06 - 4,00 96,59 3,41 - 

ENT
e
 

outros 

BGN
d
 

Meropenen 0,06 0,25 0,06 - 2,00 99,45 0,55 - 

Gentamicina 1,00 1,00 0,06 - 128,00 99,45 - 0,55 

Amicacina 4,00 4,00 0,25 - 32,00 99,45 0,55 - 

Levofloxacino 0,06 0,12 0,06 - 1,00 100,00 - - 

Sulfametoxazol/Trimetropim 0,06 4,80 0,06 - 38,00 100,00 - - 

Cefepime 0,06 0,12 0,06 - 8,00 100,00 - - 

Piperacilina/Tazobactam 2,00 4,00 0,06 - 32,00 99,45 0,55 - 

Cloranfenicol 4,00 8,00 0,06 - 32,00 92,90 4,37 2,73 

Ampicilina/Sulbactam 8,00 128,00 1,00 - 512,00 75,96 7,65 16,39 

Ampicilina 8,00 64,00 0,06 - 1024,00 63,95 18,57 17,48 

BGN NF
e
 

Meropenen  0,06 0,50 0,06 - 8,00 96,50 - 3,50 

Gentamicina 0,25 4,00 0,06 - 64,00 96,50 - 3,50 

Amicacina 1,00 8,00 0,12 - 128,00 96,50 - 3,50 

Levofloxacino 0,12 0,50 0,06 - 2,00 100,00 - - 

Sulfametoxazol/Trimetropim 9,50 38,00 0,6 - 304,00 91,33 - 8,77 

Cefepime 0,50 4,00 0,06 - 64,00 96,50 - 3,50 

Piperacilina/Tazobactam 1,00 4,00 0,06 - 256,00 98,25 - 1,75 

Cloranfenicol 4,00 32 0,06 - 32,00 73,69 7,01 19,29 
a
S – Sensível, I – Resistência intermediária, R – Resistente; 

b
CGP/C+: Cocos Gram-

positivos/Catalase-positivo (n = 89); 
c
CGP/C-: Cocos Gram-positivos/Catalase-negativo (n = 264); 

d
ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae (n = 176) e outros BGN (n = 7); 

e
BGN 

NF: Bacilos Gram-negativos não-fermentadores (n = 57). 

 

Em relação às bactérias isoladas a partir das amostras dos efluentes (Tabela 

10), entre os oito antibióticos testados para os CGP/C+, vancomicina foi a única 

droga 100,00% eficiente. A penicilina foi a droga menos eficaz (74,15% de 

resistência), seguido por levofloxacino (33,70% de resistência) e eritromicina 



86 
 

(10,11% de resistência). Entre os CGP/C- foram observadas baixas taxas de 

resistência contra rifamicina, penicilina e eritromicina. Considerando os BGN, as 

linhagens ENT resistentes foram apenas contra ampicilina e ampicilina-sulbactam (> 

10%), enquanto as linhagens de BGN NF, a resistência antimicrobiana foi observada 

contra quase todos os fármacos testados, especialmente cloranfenicol (19,29% de 

resistência). A exceção foi para levofloxacino, para o qual não foi observada 

nenhuma resistência. 

O índice de múltipla resistência a antibióticos (MAR) é apresentado na Tabela 

11. De acordo com este critério, 55,65% das bactérias isoladas apresentaram perfil 

de multirresistência (MAR > 0,2).  

 

Tabela 11. Frequência de bactérias multirresistentes a antimicrobianos e índice de múltipla 

resistência (MAR) entre os grupos de microrganismos isolados de amostras do afluente e 

efluente de biodigestores alimentados com dejetos bovinos operados a temperatura 

ambiente durante duas estações (verão e inverno). 

Amostras Grupo Microbiano 
Frequência de 

resistência(%) 

MAR (frequência de 
determinação%) 

<0.2 >0.2 Variação 

Afluente 

CGP/C+ a 83,33 50,00 33,33 0,12 - 0,50 

CGP/C-b 28,57 23,81 4,76 0,12 - 0,25 

ENTc 50,00 21,43 28,57 0,10 - 0,50 

BGN NFd 0 0 0 0 

Efluente 

CGP/C+ 88,76 25,84 62,92 0,12 - 0,62 

CGP/C- 17,42 14,77 2,65 0,12 - 0,37 

ENT e outros BGNe 37,15 10,92 26,23 0,10 - 0,30 

BGN NF 29,83 15,79 14,04 0,12 - 0,62 

a
CGP/C+: Cocos Gram-positivos/Catalase-positivo; 

b
CGP/C-: Cocos Gram-positivos/Catalase-

negativo; 
c
ENT: Bacilos Gram-negativos da família Enterobacteriaceae; 

d
BGN NF: Bacilos Gram-

negativos não-fermentadores; 
e
BGN: Bacilos Gram-negativos. 

 

Com relação aos CGP/C+, o índice variou de 0,12 -0,50 e 0,12 - 0,62 nos 

isolados recuperados do afluente e do efluente, respectivamente. Ainda entre os 

CGP/C+, 33,33% dos isolados oriundos do afluente apresentaram MAR > 0,2, 

enquanto os isolados dos efluentes, 62,92% apresentaram MAR > 0,2. Quanto aos 

CGP/C-, 4,76% dos isolados do afluente apresentaram MAR > 0,2, e entre os dos 

efluentes, 2,65% das bactérias isoladas exibiram MAR > 0,2. 
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No que diz respeito às linhagens ENT isoladas a partir das amostras do 

afluente, 28,57% apresentaram MAR > 0,2, enquanto os ENT e outros BGN isolados 

das amostras dos efluentes, 26,23% apresentaram MAR > 0,2. Finalmente, entre os 

BGN NF apenas as linhagens isoladas das amostras dos efluentes apresentaram 

múltipla resistência (14,04%). 

A inativação de patógenos, como os enterococos, enterobactérias e BGN NF 

oportunistas, como Pseudomonas spp. e o estudo da ocorrência de resistência 

antimicrobiana justifica a relevância microbiológica de lidar corretamente com 

efluentes de digestão anaeróbia. Por outro lado, o estudo da ocorrência de 

resistência antimicrobiana em microrganismos putativos pode ser útil na 

monitorização e na compreensão do processo de resistência antimicrobiana tanto 

em humanos, animais e na área de saúde ambiental (HOLM-NIELSEN; AL SEADI; 

OLESKOWICZ-POPIEL, 2009; VENGLOVSKY et al., 2009; COSTA, LOUREIRO e 

MATOS, 2013).  

A densidade de BGN e enterococos observados nos estercos bovinos 

(afluente) foi comparável aos valores reportados anteriormente, que indicaram 105-

108 organismos por grama de fezes (THURSTON-ENRIQUEZ, GILLEY e EGHBALL, 

2005; WALCZAK e XU, 2011; DUNGAN, KLEIN e LEYTEM, 2012). Após o período 

de fermentação (30 - 60 dias), em ambas as estações ocorreram uma redução das 

contagens de todos os grupos de bactérias analisados nos efluentes. A taxa de 

decaimento de bactérias viáveis é dependente de muitos fatores, mas 

principalmente, as características das diferentes espécies bacterianas, temperatura 

e do tempo de retenção durante a digestão anaeróbia (SMITH et al., 2005; PANDEY 

e SOUPIR, 2011). Estes dados indicaram que um processo de digestão estável 

estava ocorrendo e que os biodigestores estavam atingindo um desempenho 

semelhante ao alcançado pelos digestores de grande escala. Além disso, os 

resultados apresentados estão de acordo com Saunders et al. (2012), que relataram 

aumento nas taxas de inativação de bactérias indicadoras, como E. coli e coliformes 

fecais, em digestores anaeróbios alimentados com dejetos de bovinos leiteiros.  

Enterococos e Enterobacteriaceae foram os microrganismos mais 

identificados em todas as amostras. Trata-se de microrganismos ubíquos e 

oportunistas. Além disso, eles ocorrem naturalmente no intestino de humanos e 

animais e são reconhecidos por serem capazes de sobreviver e se multiplicar 

mesmo em situação de estresse e/ou em ambientes hostis, devido a tolerância a 
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vários fatores, como a mudança de temperatura e pH (FISHER e PHILLIPS, 2009; 

COSTA et al., 2013). De acordo com estudos anteriores, as populações de 

enterococos e Enterobacteriaceae são predominantes em digestores operados a 

temperaturas mesófilas utilizando estercos bovinos como substratos (BAGGE, 

SAHLSTRÖM e ALBIHN, 2005; SAWANT et al., 2007). Entretanto as composições 

das comunidades microbianas (por exemplo, presença de estafilococos coagulase 

negativo ou BGN NF) podem variar devido às práticas de manejo dos dejetos, 

condições ambientais e dos tipos de dejetos (SAHLSTRÖM et al., 2004). 

Ao considerar a utilização dos efluentes da digestão anaeróbia como 

biofertilizante em áreas agrícolas, é importante destacar que esses efluentes 

somente serão adequados e/ou aceitos se a segurança sanitária for garantida de 

forma satisfatória. Quanto a presença de agentes patogênicos, a regulamentação 

para uso de esterco para agricultura é baseada em três princípios: (i) exigência de 

um tratamento, para reduzir a quantidade de patógenos, como por exemplo, a 

digestão anaeróbia, (ii) confirmação deste tratamento, e (iii) garantia da qualidade 

microbiológica desses dejetos (VENGLOVSKY et al., 2006; MARTENS e BÖHM, 

2009). Os resultados obtidos neste trabalho mostraram que a digestão anaeróbia de 

estercos bovinos provoca uma redução de vários agentes patogênicos. Contudo, 

outro aspecto que deve ser observado para utilização desse tipo de efluentes é a 

persistência de bactérias resistentes. Entretanto, poucos estudos têm relatado a 

prevalência de resistência aos antimicrobianos entre bactérias isoladas de efluentes 

de digestores anaeróbios (ABDUL e LLOYD, 1985; BENERAGAMA et al., 2011, 

2013) 

Como mostrado na Tabela 9, uma importante proporção de linhagens de 

bactérias isoladas de amostras do afluente exibiu resistência a diferentes 

antibióticos, e praticamente o mesmo padrão de resistência foi detectado nos 

isolados dos efluentes (Tabela 10). Estes dados mostraram vários padrões de 

resistência, tanto em bactérias comensais como patogênicas, que podem se 

disseminar pelo ambiente e possivelmente, contribuir com a propagação da 

resistência a antibióticos utilizados na terapia humana (WALSH et al., 2012). 

O índice MAR é amplamente usado para se referir a bactérias resistentes a 

múltiplas drogas em diversos ambientes. A alta frequência de MAR > 0,2 entre as 

bactérias isoladas nas amostras indica que os efluentes dos biodigestores podem 

atuar como disseminador de genes de resistência. O risco de disseminação pode 
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tornar-se mais acentuado quando a presença da resistência é correlacionada com a 

existência de linhagens patogênicas, como as isoladas neste estudo (Escherichia 

coli, Salmonella spp., Enterococcus spp. e Pseudomonas spp.). Provavelmente, a 

abundância dessas bactérias multirresistentes reflete uma resposta adaptativa 

microbiana para o uso empírico de diferentes antimicrobianos nas fazendas (COSTA 

et al., 2013). Além disso, um estudo mostrou que estas linhagens são extremamente 

proficientes na transferência de genes de resistência e que estas espécies 

sobreviveram por até um mês após a aplicação no solo (NICHOLSON et al., 2005).  

 

4.2. DINÂMICA DE GENES DE RESISTÊNCIA DURANTE O PROCESSO DE 

DIGESTÃO ANAERÓBIA 
 

A fim de determinar a dinâmica dos genes de resistência no processo de 

digestão anaeróbia, amostras dos afluentes e efluentes foram analisadas durante 60 

dias de fermentação e em duas estações diferentes (verão e inverno). Para cada 

uma das amostras durante o processo de digestão anaeróbia, o número de cópias 

do gene ermB, aphA2 e blaTEM-1 por grama de afluente e efluente foi realizada a 

partir da média dos dois biodigestores operados durante cada estação. A eficiência 

de remoção das cópias de genes de resistência foi avaliada considerando valores do 

afluente (carregamento inicial) e do efluente (dia 60). Quando os genes de 

resistência foram normalizados para o número de bactérias totais 16S rRNA de cada 

amostra os índices de redução foram semelhantes. Desta forma, os gráficos foram 

apresentados com os valores absolutos dos números de cópias dos genes de 

resistência e bactérias totais para cada ponto a fim de avaliar a dinâmica durante o 

processo.  

A dinâmica do gene exibiu um padrão semelhante em ambas às estações, 

com redução do número de cópias em relação ao tempo de fermentação. Durante o 

processo de biodigestão nos meses de verão e inverno, a abundância de ermB foi 

de 1 ciclo log a menos nos efluentes finais (após 60 dias de fermentação) do que 

nos afluentes (amostras do carregamento inicial). 93,9% dos números de cópias do 

gene ermB foram reduzidos no processo anaeróbio no verão e 84,0% nos meses de 

inverno (Figura 14). 
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Figura 14. Abundância absoluta do gene ermB durante a digestão anaeróbia nos meses de 
verão (A) e de inverno (B). Todos os dados são expressos como log10 cópias de ermB por 
grama de amostras dos afluentes ou efluentes. Barra de erros indicam valores máximos e 
mínimos (n = 10); Limite superior da caixa indica o percentil de 75% dos dados e o inferior 
indica o percentil de 25%, e as linhas horizontais dentro das caixas indicam os valores 
medianos. Letras diferentes mostram diferença estatística (p < 0,05). Símbolos (●) indicam 
valores médios da quantificação de ermB e (×) significa valores médios da quantificação de 
bactérias totais (16S rRNA). 

 

 

Com relação ao número de cópias do gene aphA2, a quantificação nas 

diferentes amostras do processo de digestão anaeróbia em ambas as estações são 

comparados na Figura 15. A abundância do número de cópias do gene aphA2 nas 

amostras dos afluentes também não variou entre as diferentes estações (cerca de 

104). Durante o processo de biodigestão nos meses de inverno, a abundância 

absoluta do gene aphA2 não diminuiu significativamente durante os primeiros 30 

dias de fermentação, e a redução após este período foi menor do que o observado 

para os meses de verão. Nas amostras finais (dia 60), as concentrações foram 

aproximadamente de 102 e 103 cópias do gene nos processos avaliados no verão e 

no inverno, respectivamente. Nos ensaios de biodigestão durante os meses de 
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inverno a taxa de remoção foi de 1 ciclo log, enquanto nos meses de verão a 

redução foi próxima de 2,2 ciclos log. 

 

 

Figura 15. Abundância absoluta do gene aphA2 durante a digestão anaeróbia nos meses de 
verão (A) e de inverno (B). Todos os dados são expressos como log10 cópias de aphA2 por 
grama de amostras dos afluentes ou efluentes. Barra de erros indicam valores máximos e 
mínimos (n = 10); Limite superior da caixa indica o percentil de 75% dos dados e o inferior 
indica o percentil de 25%, e as linhas horizontais dentro das caixas indicam os valores 
medianos. Letras diferentes mostram diferença estatística (p < 0,05). Símbolos (●) indicam 
valores médios da quantificação de aphA2 e (×) significa valores médios da quantificação de 
bactérias totais (16S rRNA). 

 
 

Para a comparação da dinâmica do número de cópias do gene blaTEM-1, a 

quantificação nas diferentes amostras do processo de digestão anaeróbia em ambas 

as estações são mostradas na Figura 16. Nas amostras do carregamento inicial 

(afluente), comparadas com os outros genes avaliados, blaTEM-1 foi o mais abundante 

com quase 107 cópias do gene por grama de afluente. Durante os ensaios de 

biodigestão nos meses de verão, elevadas quantidades de blaTEM-1 persistiram 

durante 15 dias. Possivelmente em resposta ao processo de digestão anaeróbia, 

houve redução para cerca de 104 cópias do gene no dia 60 (2,2 ciclos log de 
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redução). O mesmo ocorreu para os meses de inverno, quando se observou 

diminuição na quantificação de blaTEM-1 durante o processo de fermentação, o que 

resultou em cerca de 104 cópias do gene no dia 60 (redução de 0,84 ciclo log). 

 

 

Figura 16. Abundância absoluta do gene blaTEM-1 durante a digestão anaeróbia nos meses 
de verão (A) e de inverno (B). Todos os dados são expressos como log10 cópias de blaTEM-1 

por grama de amostras dos afluentes ou efluentes. Barra de erros indicam valores máximos 
e mínimos (n = 10); Limite superior da caixa indica o percentil de 75% dos dados e o inferior 
indica o percentil de 25%, e as linhas horizontais dentro das caixas indicam os valores 
medianos. Letras diferentes mostram diferença estatística (p < 0,05). Símbolos (●) indicam 
valores médios da quantificação de blaTEM-1 e (×) significa valores médios da quantificação 
de bactérias totais (16S rRNA). 

 

 

Correlações entre os diferentes genes de resistência (ermB, aphA2 e blaTEM-1) 

foram estudadas por meio do cálculo do coeficiente de correlação de Pearson em 

relação a todas as amostras dos afluentes e efluentes avaliados (Tabela 12). O 

número de cópias de todos os genes de resistência foi normalizado em relação ao 

número de bactérias totais (16S rRNA) quantificadas em cada ponto para minimizar 

a variação causada pelas diferenças de abundâncias bacterianas. O coeficiente de 

correlação positivo entre os genes de resistência indica alterações na abundância na 
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mesma direção, enquanto um coeficiente de correlação negativo indica o contrário 

(WANG et al., 2012).  

Entre as correlações calculadas (Tabela 12), foi possível observar que todos 

os genes de resistência foram positivamente correlacionados em ambas as 

estações. As correlações mais fortes foram observadas entre aphA2 e blaTEM-1 nos 

meses de verão (0,960) e a mais fraca foi entre aphA2 e ermB nos meses de inverno 

(0,495). 

 

Tabela 12. Coeficiente de correlação de Pearson entre a abundância relativa dos diferentes 
genes de resistência (Abundância absoluta dos genes de resistência/abundância absoluta 
dos gene 16S rRNA) em todas as amostras de digestão anaeróbia avaliados. 

 
ermB aphA2 blaTEM-1 

ermB 1 0,495a 0,803a 

aphA2 0,803b 1 0,720a 

blaTEM-1 0,812b 0,960b 1 

a 
Matriz triangular superior direita se baseia na abundância relativa das amostras do processo de 

digestão anaeróbia dos meses de inverno. 
b 

Matriz triangular inferior esquerda se baseia na abundância relativa das amostras do processo de 
digestão anaeróbia dos meses de verão.  

 

A análise da ocorrência e abundância dos genes de resistência mostrou que 

ermB, aphA2 e blaTEM-1 estavam presentes nas amostras tanto dos afluentes como 

dos efluentes do processo de digestão anaeróbia. O gene ermB confere resistência 

a macrolídeos, lincosamidas e estreptograminas, e tem sido detectado em 

ambientes de bovinos (CHEN et al., 2007; NEGREANU et al., 2012). Estudos 

anteriores também observaram a ocorrência de blaTEM-1 e aphA2 em bactérias 

intestinais e ambientais (SHI et al., 2013). Todos esses genes têm sido citados como 

sendo altamente transferíveis, devido a sua capacidade de transferência entre as 

bactérias Gram-negativas e positivas (ROBERTS, 2004; LACHMAYR et al., 2009). 

Comparativamente, os genes mostraram diferentes quantidades iniciais, 

sendo que blaTEM-1 e ermB apresentaram maior abundância nas amostras do 

afluente. Estes resultados corroboram com trabalhos anteriores que mostraram que 

a resistência a estes antibióticos é disseminada e realça a persistência de pressão 

seletiva nos dejetos, mesmo que no manejo animal nunca se tenha utilizado 

antibióticos (ALEXANDER et al., 2008; HAENNI et al., 2011; HEUER, SCHMITT e 
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SMALLA, 2011; MUNIR, WONG e XAGORARAKI, 2011)). A disseminação de genes 

que codificam resistência para a microbiota de ruminantes e bactérias de dejetos é 

potencialmente relevante. Com a transferência dos genes determinantes de 

resistência, estes organismos, se bem adaptados para sobreviver, podem 

potencialmente servir como um reservatório de longo prazo da resistência a 

antibióticos (GHOSH e LAPARA, 2007).  

Os nossos resultados mostram claramente que o processo de digestão 

anaeróbia a temperatura ambiente foi eficaz na redução do número de cópias dos 

genes de resistência avaliados. Uma análise mais detalhada da dinâmica dos genes 

mostrou que os genes foram reduzidos a diferentes valores de maneira irregular em 

cada processo de biodigestão. Assim, a abundância e a remoção do número de 

cópias dos genes variaram ao longo do processo de fermentação provavelmente por 

fatores temporais (tempo de fermentação) e sazonais (verão e inverno). Tais 

diferenças podem ser resultado das diferenças na capacidade de sobrevivência das 

bactérias hospedeiras (WANG et al., 2012). 

Poucos estudos têm sido conduzidos para avaliar quantitativamente os efeitos 

da digestão anaeróbia a temperatura ambiente sobre os genes de resistência em 

esterco bovino. No entanto, Sahlström (2003) revelou que a temperatura e tempo de 

retenção são parâmetros críticos para sobrevivência de bactérias durante a digestão 

anaeróbia de dejetos. Entretanto não somente estas hipóteses devem ser 

observadas, variação do substrato, mudança da comunidade microbiana ou mesmo 

fatores relacionados ao carreamento de substâncias inibitórias podem estar 

estreitamente relacionados a variação do número de cópias dos genes de 

resistência. Além disso, ressalta-se que as contagens de bactérias totais se 

mantiveram praticamente estáveis durante todo o tempo de fermentação. Como tal, 

a redução dos genes de resistência nas duas estações não se refere à diminuição 

do número total das bactérias. 

Outro resultado que mostrou que o tempo de operação do sistema e a 

temperatura podem afetar a resistência foi a análise das correlações dos genes. 

Estes resultados mostraram sempre uma correlação positiva entre a abundância 

relativa de cada gene nas diferentes estações do ano. Desta maneira, o processo de 

digestão anaeróbia a temperatura ambiente teve implicações distintas para os 

diferentes genes de resistência e a natureza específica dessas relações, como por 

exemplo, uso mais severo de antibióticos numa determinada época do ano ou 
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mesmo dosagens preventivas sazonais, precisam ser mais bem avaliadas em outros 

estudos (NÕLVAK et al., 2013). 

 

4.3. PREVALÊNCIA DE SEQUÊNCIAS DE BACTÉRIAS POTENCIALMENTE 

PATOGÊNICAS  

 

A fim de investigar a persistência de espécies bacterianas potencialmente 

patogênicas nos efluentes de biodigestão anaeróbia pela avaliação dos dados 

gerados a partir do pirosequenciamento do metagenoma, um banco de dados foi 

criado com 30 sequências 16S rRNA de bactérias clinicamente relevantes. 

As sequências que estavam dentro de uma similaridade de 97% com os 

dados deste banco de dados foram quantificadas e classificadas como potenciais 

agentes patogênicos (Tabela 13).  

 
Tabela 13. Porcentagem de sequências similares a sequência 16S rRNA de 
bactérias clinicamente relevantes nos efluentes finais da digestão anaeróbia 
amostrados durante os meses de verão e de inverno. 

Espécies 
% total 

S60a S60b W60a W60b 

Acinetobacter baumannii ATCC 17978  0,19 0,02 1,72 0,61 

Burkholderia cepacia  ND ND ND ND 

Bacillus anthracis str. H9401  0,15 0,02 0,22 0,41 

Bacteroides fragilis 638R  ND ND 0,02 ND 

Campylobacter jejuni subsp. jejuni  ND ND ND ND 

Citrobacter freundii ATCC 8090  ND ND ND ND 

Clostridium botulinum NCTC 2916  ND ND 0,02 ND 

Clostridium difficile CD196  0,17 0,30 0,13 0,64 

Clostridium perfringens  0,04 0,02 0,02 0,03 

Clostridium tetani E88  ND ND ND ND 

Corynebacterium diphtheriae HC01 0,04 0,07 0,09 0,47 

Enterococcus faecalis ATCC 4200  ND 0,07 0,07 0,12 

Enterococcus faecium ND 0,07 0,07 0,12 

Escherichia coli ATCC 8739  ND ND ND ND 

Fusobacterium nucleatum subsp. nucleatum ATCC 25586  ND ND ND ND 

Haemophilus influenzae 86-028NP  ND ND ND ND 

Klebsiella pneumoniae pneumoniae HS11286 ND 0,05 ND ND 

Listeria monocytogenes  ND ND ND ND 
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Tabela 12. continuação...     

Mycobacterium tuberculosis F11  ND ND ND ND 

Pseudomonas aeruginosa NCGM2.S1 0,04 ND ND ND 

Neisseria meningitidis M01-240149 ND ND ND ND 

Salmonella enterica subsp. enterica serovar choleraesuis 
str.B67 

ND 0,05 ND ND 

Staphylococcus aureus subsp. aureus ND ND ND ND 

Staphylococcus epidermidis RP62A  ND ND ND ND 

Stenotrophomonas maltophilia K279a  0,10 0,02 0,24 0,20 

Streptococcus agalactiae GD201008-001  ND 0,23 ND ND 

Streptococcus pneumoniae ATCC 700669  ND 0,23 ND ND 

Streptococcus pyogenes MGAS5005  ND 0,23 ND ND 

Vibrio cholerae O1 biovar eltor str. N16961  ND ND ND ND 

Yersinia enterocolitica subsp. enterocolitica  ND ND ND ND 

Porcentagem total  0,73 1,38 2,59 2,60 

Total de sequências  5183 4338 4594 3416 

ND: Não detectado  

 

Entre o número total de sequências obtidas para as diferentes amostras, 

apenas cerca de 0,73 - 1,38% representam a quantidade de patógenos 

potencialmente patogênicos provenientes das sequências obtidas do final do 

processo de fermentação realizado no verão (S60a e S60b) e 2,59 - 2,60% 

representam a abundância de patógenos oriundos do processo durante os meses de 

inverno (W60a e W60b). 

Das 30 sequências escolhidas, apenas 16 diferentes patógenos foram 

identificados por similaridade. Acinetobacter baumannii, Clostridium difficile e 

Clostridium perfringens sp. foram os mais comuns e estavam presentes em todas as 

quatro amostras. Provavelmente, a presença acentuada destes microrganismos se 

deve pelo fato de serem bactérias ubíquas. Resultados semelhantes foram relatados 

anteriormente e estes estudos mostraram que a redução destas bactérias 

potencialmente patogênicas é uma grande preocupação para o uso destes efluentes 

como biofertilizantes (WATCHARASUKARN et al., 2009; EIKMEYER et al., 2013). 

Vale ressaltar que os biodigestores avaliados eram continuamente alimentados com 

esterco bovino, deste modo, dificilmente a presença dos patógenos seria reduzida 

às quantidades indetectáveis. 
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Estes dados mostraram à persistência de bactérias clinicamente relevantes e 

podem ser considerados tendenciosos pela exigência da seleção de alguns grupos 

de potenciais patógenos, entretanto estes resultados corroboram os dados 

apresentados por outros estudos utilizando diferentes substratos. Bibby, Viau e 

Peccia (2010) utilizaram pirosequenciamento 454 com intuito de identificar as 

bactérias patogênicas e observaram a predominância de sequências do gênero 

Clostridium em efluentes de biodigestão de biossólido proveniente de lodo de esgoto 

municipal. Ye e Zhang (2011) estudando estações de tratamento de águas residuais 

municipais observaram que Aeromonas veronii, Aeromonas hydrophila, e Clostridium 

perfringens foram as espécies mais semelhantes às bactérias potencialmente 

patogênicos pesquisadas. 

Todos os resultados foram semelhantes a partir de cada réplica, em ambos os 

biodigestores operados no verão (p = 0,191), e nos dois operados no inverno (p = 

0,993). Além disso, não foram encontradas diferenças significativas na abundância 

de sequências de patógenos entre as amostras de verão e o inverno (p = 0,463), 

sugerindo que independentes da estação, todos os reatores obtiveram abundância 

semelhante de patógenos após 60 dias de fermentação.  

Quantidades maiores de sequências de patógenos foram identificadas nas 

amostras analisadas no inverno quando comparadas com as amostras do verão, 

entretanto nenhuma diferença significativa foi encontrada. Provavelmente, este 

resultado mostra a influência discreta da temperatura na variação da comunidade 

bacteriana no processo de biodigestão. Porém para uma maior discussão desta 

hipótese, outros estudos devem ser realizados com maior número de biodigestores. 

Segundo Massé, Gilbert e Topp et al. (2011), a temperatura é um fator decisivo para 

a diversificação e abundância de bactérias patogênicas em efluentes de 

biodigestores alimentados com dejetos de animais. 
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CONSIDERAÇÕES GERAIS 

 

A crescente busca por novas fontes alternativas para produção de energia e 

reciclagem de resíduos aponta para a utilização dos dejetos bovinos como opção 

economicamente viável dada a relevância da atividade de pecuária no Brasil. Os 

resíduos gerados pela pecuária são altamente poluentes e questões ambientais 

sobre sustentabilidade são levantadas. Neste sentido a digestão anaeróbia destes 

resíduos promove a reciclagem e a geração de energia. Ainda, em função da 

natureza das transformações biológicas durante o processo de digestão anaeróbia, 

o produto final tem potencialidade de uso com biofertilizante.  

Do ponto de vista da produção de biogás, nosso estudo mostra que a 

digestão anaeróbia a temperatura ambiente, em condições tropicais, utilizando os 

dejetos bovinos como substrato, é uma tecnologia viável. No entanto questões sobre 

a sustentabilidade do processo foram relevantes, o que leva em consideração a 

distribuição de microrganismos potencialmente patogênicos e o seu perfil de 

susceptibilidade a drogas antimicrobianas. Embora os patógenos putativos humanos 

e animais sejam importantes para as primeiras etapas do processo de digestão 

anaeróbia, devida atenção deve ser dado a sua persistência ao longo da 

biotransformação, sobretudo ao se destacar o uso do produto final como 

biofertilizante.  

O uso indiscriminado de antimicrobianos na pecuária brasileira suscitam 

preocupações acerca da persistência de microrganismos potencialmente 

patogênicos e resistentes a drogas antimicrobianas, como observado neste estudo, 

durante a digestão anaeróbia de dejetos bovinos. Os resultados observados 

permitem ratificar a discussão da participação das fazendas de gado no nosso país 

como ecossistemas importantes no fenômeno da resistência bacteriana aos 

antimicrobianos, problema destacado pela Organização Mundial de Saúde, como 

desafio no século XXI. Acredita-se que as fazendas atuem como um importante 

reservatório de genes de resistência a drogas de uso clínico-humano e animal.  

Como um todo, apesar dos dados apresentados nesse estudo endossarem a 

digestão anaeróbia de dejetos da pecuária como solução importante para reciclagem 

e produção de energia, levanta preocupações significativas sobre a sua 

sustentabilidade e riscos de caráter sanitários durante o processo. Sugere-se que 
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sejam realizados estudos adicionais sobre adequações físico, químicas e biológicas 

que possam interferir com a persistência de bactérias de relevância clínica e 

resistentes aos antimicrobianos. Além disso, discussões a respeito do uso de 

antimicrobianos em fazendas de animais e ambientes circundantes são necessárias.
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CONCLUSÕES  

 

 Ao longo dos 60 dias de tempo de retenção hidráulica, os biodigestores em 

escala-piloto operados a temperatura ambiente exibiram taxas de rendimento 

médio e teores de metano semelhantes em ambas as estações do ano 

analisados.  

 

 Os microrganismos dos domínios Bacteria e Archaea apresentam dinâmica e 

abundância semelhante durante os processos de biodigestão nos meses de 

verão e inverno. 

 

 Apesar da estrutura da comunidade bacteriana nos estágios iniciais ou start-

up serem diferentes durante a biodigestão anaeróbia, as comunidades 

progridem para o mesmo estado estacionário em ambas as estações 

analisadas.  

 

 Existe uma correlação positiva entre a produção de metano e a relação 

Archaea/Bacteria durante os processos de biodigestão nos meses de verão e 

inverno. 

 

 Análises de similaridade filogenética mostram a presença de pelo menos 15 

filos diferentes entre os domínios Bacteria e Archaea. A maioria 

correspondente ao domínio Bacteria. 

 

 Os filos mais representativos do domínio Bacteria foram Firmicutes e 

Bacteroidetes, enquanto o domínio Archaea, o filo Euryarchaeota foi a mais 

proeminente.  

 

 Durante o processo de biodigestão ocorreu a redução dos grupos ENT, BGN 

NF, CGP/C+ e CGP/C-, entretanto a sua persistência suscita reflexão quanto 

ao uso do efluente diretamente como biofertilizante. 

 



101 
 

 Entre os bastonetes Gram-negativos, Escherichia coli foi a mais isolada nas 

amostras e entre os cocos Gram-positivos, Enterococcus sp., tanto dos 

afluentes como dos efluentes do processo de digestão anaeróbia. 

 

 Linhagens apresentando resistência aos antimicrobianos foram recuperadas 

das amostras dos efluentes, o que caracteriza os resíduos do processo de 

biodigestão como um importante reservatório de determinantes de 

resistência. 

 

 Amostras dos afluentes e efluentes durante os processos de biodigestão nos 

meses de verão e inverno apresentaram linhagens bacterianas com 

multirresistência aos antimicrobianos. 

 

 Genes de resistência (ermB, aphA2 e blaTEM-1) foram mensuráveis tanto dos 

afluentes como nos efluentes durante os processos de biodigestão nos meses 

de verão e inverno. 

 

 Entre as sequências identificadas, aquelas correspondentes a Acinetobacter 

baumannii e Clostridium sp. foram as mais frequentes ao final do processo de 

digestão anaeróbia tanto dos ensaios nos meses de verão como no inverno. 
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Oliveira Fortunato. 2011 – 2012. 
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APÊNDICE C. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de CGP/C+ (n = 12) 

recuperados das amostras dos afluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 
temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN AMS PEN ERI OXA LEV STX 
17 Staphylococcus capitis 1 0,24 1 2 1 0,24 0,5 19 0,125 

18 Staphylococcus capitis 0,12 0,5 0,12 0,06 0,25 0,06 2 0,3 0 

177 Aerococcus viridans 2 1 0,06 0,24 0,06 0,12 1 4,8 0 

192 Kytococcus sedentarius 0,06 0,24 0,5 0,5 0,5 0,24 0,5 0,3 0,125 

193 Micrococcus species 0,12 0,24 4 16 0,24 0,24 0,5 2,4 0,125 

195 Kytococcus sedentarius 0,12 0,24 0,5 4 0,24 0,24 0,5 0,3 0,125 

196 Kytococcus sedentarius 0,06 0,5 0,06 0,5 0,06 0,24 0,5 0,3 0,125 

817 Staphylococcus xylosus 0,06 1 0,06 1 0,5 0,24 2 0,6 0,125 

818 Staphylococcus xylosus 0,06 0,5 0,24 2 1 0,24 8 1,2 0,25 

819 Kytococcus sedentarius 0,06 1 0,5 0,5 0,24 0,12 8 0,3 0,25 

972 Staphylococcus xylosus 0,24 0,12 0,6 1 0,24 0,06 8 0,5 0,25 

997 Staphylococcus capitis 8 2 0,24 16 16 0,24 16 9,5 0,5 

Legenda: Antimicrobianos testados: RIF – rifamicina, VAN – vancomicina, AMS - ampicilina/sulbactam, PEN – 

penicilina, ERI – eritromicina, OXA – oxacilina, LEV – Levofloxacino, STX – Sulfametoxazol/trimetroprim. 
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APÊNDICE D. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de CGP/C- (n = 21) 
recuperados das amostras dos afluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 
temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN PEN ERI LEV 
6 Enterococcus faecium 1 4 0,06 0,06 2 0 

7 Enterococcus hirae 1 4 0,06 0,06 2 0 

8 Enterococcus hirae 0,12 0,24 16 0,24 1 0,125 

9 Enterococcus hirae 2 2 32 16 0,24 0,25 

177 Aerococcus viridans 2 1 0,24 0,06 1 0,125 

178 Enterococcus faecium 1 2 1 0,5 2 0 

179 Enterococcus hirae 0,06 0,06 1 0,06 0,5 0 

180 Enterococcus hirae 0,06 0,06 1 0,06 0,5 0 

181 Leuconostoc pseudomesenteroides 1 0,06 0,24 0,06 0,5 0 

820 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,12 2 0,25 1 2 0,125 

821 Leuconostoc citreum 1 2 1 0,06 2 0 

822 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,12 2 0,25 1 2 0,125 

823 Enterococcus faecium 1 2 0,5 0,06 0,5 0 

932 Enterococcus avium 0,06 0,24 0,06 0,06 1 0 

969 Enterococcus avium 0,06 0,12 0,12 0,06 1 0 

976 Aerococcus viridans  1 2 0,5 0,25 2 0 

977 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,12 0,12 0,25 0,25 2 0 

979 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 1 2 0,5 0,06 2 0 

980 Enterococcus faecalis 0,06 0,12 0,06 1 0,5 0,125 

981 Enterococcus faecalis 1 0,12 0,12 0,06 0,5 0 

982 Enterococcus faecium 0,12 2 0,12 0,06 2 0 

Legenda: Antimicrobianos testados: RIF – rifamicina, VAN – vancomicina, PEN – penicilina, ERI – eritromicina, 

LEV – Levofloxacino. 
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APÊNDICE E. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de ENT (n = 28) recuperadas 
das amostras dos afluentes de biodigestores em escala-piloto operados a temperatura 
ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO AMS AMP 

1 
Enterobacter 

aerogenes 
0,06 1 2 0,06 76 0,06 2 4 4 32 0,2 

2 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 76 0,06 1 4 4 4 0,1 

3 
Enterobacter 

sakazakii 
0,06 0,5 1 0,06 76 0,06 1 4 1 2 0,1 

4 
Enterobacter 

sakazakii 
0,06 0,5 1 0,12 76 0,06 1 8 4 8 0,1 

5 Escherichia coli 0,06 0,25 1 0,06 76 0,06 1 8 4 8 0,1 

10 
Enterobacter 

aerogenes 
0,06 128 1 0,24 0,6 0,12 16 32 64 128 0,4 

11 Escherichia coli 0,06 128 1 0,24 0,3 0,06 4 4 8 16 0,2 

12 Escherichia coli 0,06 64 1 0,24 0,3 0,12 8 4 128 32 0,3 

13 Escherichia coli 0,06 64 1 1 38 0,12 4 4 128 32 0,3 

16 
Salmonella 

choleraesuis spp. 
1 64 32 1 4,8 1 32 4 64 512 0,5 

163 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 2,4 0,06 1 4 4 8 0 

165 Escherichia coli 0,25 0,5 1 0,06 38 0,06 1 4 4 8 0 

202 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 0,6 0,12 4 4 8 16 0,1 

810 Escherichia coli 0,25 1 4 0,06 2,4 1 4 8 8 8 0 

812 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

813 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

814 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 4 4 0 

816 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

827 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 4 8 0 

828 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 4 8 0 

830 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,12 4 4 16 16 0,2 

832 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 0,6 0,12 1 8 16 16 0,2 

983 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

984 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 8 0 

985 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 4 4 4 4 0 

986 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 32 0,1 

987 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 4 4 0 

988 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

Legenda: Antimicrobianos testados: MER- Meropenen, GEN – gentamicina, AMI – Amicacina, LEV – 

Levofloxacino, STX – Sulfametoxazol/trimetroprim, CPM – cefepime, PTZ - piperacilina/tazobactam, CLO – 

Cloranfenicol, AMS - ampicilina/sulbactam, AMP – ampicilina.  
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APÊNDICE F. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de BGN NF (n = 6) 
recuperados das amostras dos afluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 
temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO 
164 Ralstonia pickettii 0,06 0,12 1 0,06 4,8 0,25 1 4 0 

166 Ralstonia pickettii 0,25 0,25 0,5 0,12 2,4 0,12 1 4 0 

167 Ralstonia pickettii 0,06 0,25 0,5 0,12 38 0,5 1 8 0 

811 Burkholderia cepacia 0,25 0,12 2 0,06 2,4 4 8 8 0 

904 Alcaligenes faecalis 0,25 0,25 0,5 0,06 0,6 0,5 1 4 0 

906 Alcaligenes faecalis 0,25 0,25 0,25 0,06 0,6 0,5 1 4 0 

Legenda: Antimicrobianos testados: MER- Meropenen, GEN – gentamicina, AMI – Amicacina, STX – 

Sulfametoxazol/trimetroprim, CPM – cefepime, PTZ - piperacilina/tazobactam, CLO – Cloranfenicol. 
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APÊNDICE G. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de CGP/C+ (n = 89) 
recuperados das amostras dos efluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 
temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN AMS PEN ERI OXA LEV STX 

34 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,24 1 0,25 0,24 0,24 2,4 0,125 

35 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,24 1 0,06 0,24 0,12 2,4 0,125 

36 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,24 1 0,12 0,24 0,24 2,4 0,125 

37 Staphylococcus xylosus 0,06 0,12 0,06 0,06 0,06 0,12 0,24 0,3 0 

38 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,24 1 0,06 0,24 0,24 2,4 0,125 

39 Micrococcus luteus 0,06 0,12 0,24 0,5 0,25 0,24 2 0,6 0,25 

40 Staphylococcus auricularis 0,06 0,12 0,24 0,5 0,06 0,24 2 2,4 0,25 

82 Staphylococcus auricularis 0,06 0,5 0,12 0,25 0,06 0,24 0,06 0,3 0,125 

83 Staphylococcus auricularis 0,12 0,5 0,24 0,5 1 0,24 0,24 9,5 0,25 

85 Kytococcus sedentarius 8 0,06 0,24 0,24 16 0,24 0,12 2,4 0,25 

87 Staphylococcus xylosus 0,06 2 0,06 0,06 2 0,24 0,12 2,4 0,125 

126 Micrococcus luteus 0,06 0,5 0,06 0,5 0,5 0,12 0,24 2,4 0,125 

289 Staphylococcus xylosus 0,24 0,24 1 2 0,12 0,12 2 9,5 0,25 

292 Staphylococcus auricularis 0,06 1 0,5 1 1 0,12 0,5 0,3 0,25 

293 Staphylococcus lentus 0,12 0,24 0,5 0,5 0,06 0,5 0,24 0,3 0,125 

294 Staphylococcus auricularis 0,06 0,24 0,12 0,25 0,25 0,24 2 4,8 0,25 

345 Kytococcus sedentarius 0,06 0,24 1 4 1 0,12 0,06 38 0,25 

346 Staphylococcus xylosus 0,06 2 0,5 2 16 0,24 0,5 0,6 0,25 

347 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,5 1 0,5 1 0,24 2 0,6 0,375 

348 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,5 1 0,06 0,06 0,24 0,06 0,6 0 

349 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 4 8 2 0,24 2 4,8 0,125 

350 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,5 4 0,48 0,24 0,24 4,8 0,125 

390 Staphylococcus xylosus 0,12 0,24 2 16 1 0,5 0,5 38 0,375 

391 Staphylococcus capitis 0,24 0,5 2 1 0,12 0,24 0,5 2,4 0,125 

392 Staphylococcus capitis 0,06 0,5 0,24 0,25 0,25 0,12 0,24 2,4 0,125 

393 Staphylococcus xylosus 0,06 2 2 8 16 0,5 0,24 0,6 0,375 

394 Staphylococcus capitis 0,06 1 0,24 2 0,25 0,12 2 2,4 0,25 

398 Kytococcus sedentarius 0,06 2 0,5 2 16 0,12 0,5 0,6 0,25 

399 Staphylococcus schleiferi 1 2 0,5 8 2 0,5 0,12 1,2 0,375 

401 Staphylococcus epidermidis 0,24 2 16 8 2 0,24 0,12 1,2 0,375 

448 Micrococcus luteus 0,06 0,24 0,5 2 0,5 0,24 0,5 1,2 0,125 

449 Micrococcus luteus 0,06 0,24 0,24 1 0,06 0,24 0,5 1,2 0,125 

450 Staphylococcus xylosus 0,06 0,24 0,06 0,24 0,24 0,12 0,06 1,2 0 

564 Kytococcus sedentarius 0,12 0,24 1 2 0,5 0,12 0,5 0,3 0,125 

567 Staphylococcus lentus 0,24 0,24 0,24 0,24 0,06 0,24 1 0,6 0 

399 Staphylococcus schleiferi 1 2 0,5 8 2 0,5 0,12 1,2 0,375 

448 Micrococcus luteus 0,06 0,24 0,5 2 0,5 0,24 0,5 1,2 0,125 

449 Micrococcus luteus 0,06 0,24 0,24 1 0,06 0,24 0,5 1,2 0,125 

450 Staphylococcus xylosus 0,06 0,24 0,06 0,24 0,24 0,12 0,06 1,2 0 

564 Kytococcus sedentarius 0,12 0,24 1 2 0,5 0,12 0,5 0,3 0,125 

567 Staphylococcus lentus 0,24 0,24 0,24 0,24 0,06 0,24 1 0,6 0 

569 Staphylococcus xylosus 0,12 1 0,5 1 32 0,24 0,5 0,6 0,25 

571 Staphylococcus xylosus 0,24 1 2 4 8 0,24 0,5 0,6 0,25 

628 Staphylococcus xylosus 0,12 2 0,5 8 16 0,24 0,12 1,2 0,25 

629 Staphylococcus lentus 0,06 2 0,06 0,24 0,06 0,24 0,5 1,2 0 

664 Staphylococcus xylosus 0,06 0,24 2 1 16 0,5 0,5 0,3 0,375 

665 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,12 0,06 0,12 0,24 0,06 4,8 0 

666 Staphylococcus lentus 0,06 0,24 1 4 1 0,24 0,5 1,2 0,25 

714 Staphylococcus hominis 0,06 0,24 1 2 0,12 0,24 0,24 1,2 0,125 

716 Staphylococcus capitis 0,06 1 0,24 0,5 1 0,24 2 2,4 0,375 

805 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,06 0,12 0,06 0,24 2 0,6 0,125 
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APÊNDICE G. continuação... 

Códi
go 

Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN AMS PEN ERI OXA LEV STX 
863 Kytococcus sedentarius 1 0,06 2 16 1 0,06 64 76 0,5 

864 Kytococcus sedentarius 1 0,06 2 16 1 0,06 64 76 0,5 

867 Kytococcus sedentarius 0,24 0,06 2 8 0,24 0,06 64 9,5 0,25 

868 Micrococcus luteus 0,06 1 2 8 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

879 Kytococcus sedentarius 2 1 0,06 0,12 0,5 0,24 64 9,5 0,25 

880 Kytococcus sedentarius 2 1 0,06 0,12 0,5 0,24 64 4,8 0,25 

912 Staphylococcus xylosus 0,06 1 0,5 0,24 0,06 0,12 2 0,3 0,125 

913 Staphylococcus xylosus 0,06 1 0,5 1 0,24 0,06 8 0,3 0,25 

935 Kytococcus sedentarius 1 1 0,06 0,12 1 0,12 64 9,5 0,25 

936 Staphylococcus capitis 8 2 0,24 2 16 0,5 64 9,5 0,625 

937 Staphylococcus capitis 0,5 1 0,06 0,12 0,5 0,24 64 2,4 0,125 

938 Staphylococcus hominis 2 1 0,06 0,24 0,5 0,24 8 1,2 0,25 

998 Pediococcus species 0,12 0,12 0,24 1 0,24 0,24 2 1,2 0,25 

1003 Micrococcus luteus 0,06 0,12 0,24 1 0,24 0,24 8 1,2 0,25 

1004 Kytococcus sedentarius 0,06 0,06 0,24 1 0,24 0,24 1 1,2 0 

1083 Kocuria varians/rosea 0,06 0,12 0,24 0,12 0,06 0,06 8 9,5 0,125 

1085 Staphylococcus capitis 0,06 0,12 0,06 0,06 0,06 0,06 1 0,3 0 

1189 Kytococcus sedentarius 2 2 0,06 0,12 0,5 0,24 64 1,2 0,25 

1193 Staphylococcus capitis 0,5 0,06 0,06 0,06 0,12 0,24 1 1,2 0 

1297 Staphylococcus lentus 0,24 0,24 1 1 0,24 0,24 16 2,4 0,25 

1299 Staphylococcus capitis 0,24 0,06 2 8 0,24 0,24 8 0,3 0,25 

1300 Staphylococcus capitis 0,5 0,12 2 8 0,24 0,24 2 0,6 0,25 

1302 Staphylococcus capitis 1 0,12 1 4 0,24 0,06 8 1,2 0,25 

1314 Kytococcus sedentarius 2 1 0,06 0,12 0,5 0,24 64 2,4 0,25 

1315 Staphylococcus epidermidis 2 1 0,06 0,12 0,5 0,24 64 2,4 0,25 

1340 Micrococcus luteus 0,12 0,12 0,06 16 0,06 0,24 64 76 0,5 

1345 Micrococcus luteus 0,5 0,06 1 8 0,5 0,06 16 4,8 0,25 

1396 Staphylococcus hominis 0,5 0,06 1 1 0,24 0,24 1 0,6 0,125 

1400 Kytococcus sedentarius 0,06 0,06 1 16 1 0,24 8 128 0,5 

1401 Staphylococcus xylosus 0,06 0,12 0,06 0,06 0,06 0,06 2 9,5 0,125 

1402 Staphylococcus xylosus 0,24 0,06 0,5 2 0,12 0,12 2 9,5 0,25 

1405 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,06 2 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

1407 Staphylococcus capitis 0,12 0,24 0,06 2 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

1477 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,06 1 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

1482 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,24 1 0,12 0,12 16 9,5 0,25 

1483 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,24 1 0,12 0,06 16 9,5 0,25 

1560 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,24 2 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

1562 Staphylococcus lentus 0,06 0,06 0,5 1 0,12 0,24 2 0,6 0,25 

1629 Staphylococcus capitis 0,06 0,24 0,24 1 0,24 0,24 64 9,5 0,25 

1632 Staphylococcus epidermidis 0,06 0,24 0,24 1 0,24 0,12 64 9,5 0,25 

1637 Staphylococcus capitis 0,06 0,06 0,06 0,06 0,06 0,06 1 1,2 0 

1670 Staphylococcus hominis 0,06 0,5 0,5 4 0,06 0,24 0,24 1,2 0,125 

1732 Staphylococcus epidermidis 0,5 2 0,6 16 2 0,5 1 1,2 0,375 

1734 Staphylococcus epidermidis 1 2 0,6 16 2 0,5 1 1,2 0,375 

Legenda: Antimicrobianos testados: RIF – rifamicina, VAN – vancomicina, AMS - ampicilina/sulbactam, PEN – 

penicilina, ERI – eritromicina, OXA – oxacilina, LEV – Levofloxacino, STX – Sulfametoxazol/trimetroprim. 
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APÊNDICE H. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de CGP/C- (n = 264) 
recuperados das amostras dos efluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 

temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 
 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN PEN ERI LEV 
41 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 2 0,24 8 0,06 1 0 

43 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 1 4 0,12 0,06 1 0 

44 Enterococcus faecium 2 1 1 0,06 1 0 

45 Enterococcus faecium 1 2 1 0,5 2 0 

46 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,12 0,06 0,06 0 

47 Enterococcus faecium 1 2 0,24 0,5 2 0 

76 Enterococcus faecium 0,5 2 1 0,06 2 0 

77 Aerococcus viridans 0,06 0,12 0,06 0,06 0,12 0 

78 Aerococcus viridans 0,06 0,12 0,06 0,06 0,06 0 

80 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,06 0,06 0,12 0 

107 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,06 0,06 0,06 0 

108 Enterococcus hirae 0,06 0,12 2 0,06 0,12 0 

110 Enterococcus faecium 0,5 2 1 2 2 0,125 

111 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,12 0,06 0,06 0 

112 Enterococcus faecium 0,5 2 0,24 0,06 1 0 

114 Enterococcus faecium 0,06 2 0,12 0,06 0,12 0 

115 Enterococcus durans 1 0,12 1 0,06 0,12 0 

118 Streptococcus bovis 0,06 0,24 0,24 0,48 0,5 0 

119 Streptococcus bovis 0,5 0,12 0,06 0,06 1 0 

123 Enterococcus hirae  0,5 0,12 0,24 0,12 0,12 0 

124 Gemella morbillorum 0,5 4 8 2 0,06 0,2 

182 Leuconostoc pseudomesenteroides 0,5 4 0,24 2 2 0,125 

183 Leuconostoc pseudomesenteroides 0,5 2 0,24 2 2 0,125 

184 Enterococcus hirae 0,12 1 1 0,12 0,5 0 

186 Enterococcus faecium 0,5 4 1 0,12 0,5 0 

187 Enterococcus hirae 0,06 0,12 1 0,12 0,5 0 

189 Enterococcus faecium 1 2 0,24 0,5 1 0 

190 Enterococcus faecium 1 2 1 0,5 2 0 

191 Enterococcus faecium 0,5 2 1 0,25 2 0 

237 Enterococcus hirae 0,06 0,5 1 0,06 0,5 0 

238 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,06 0,5 0 

239 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,12 0,5 0 

240 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,12 0,5 0 

241 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,12 0,5 0 

242 Enterococcus hirae 0,12 0,06 1 0,12 0,5 0 

243 Enterococcus hirae 0,06 0,25 1 0,12 0,5 0 

244 Enterococcus hirae 0,06 0,25 1 0,12 0,5 0 

246 Enterococcus hirae 0,06 0,25 0,12 0,12 0,5 0 

277 Streptococcus bovis 0,12 0,24 0,24 0,06 0,06 0 

278 Streptococcus equinus 0,12 0,24 0,24 0,48 0,06 0 

279 Streptococcus equinus 0,06 0,24 0,24 0,06 1 0 

280 Streptococcus equinus 0,12 0,24 0,24 0,06 0,5 0 

281 Streptococcus bovis 0,06 0,24 0,24 0,06 0,5 0 

282 Streptococcus bovis 0,12 0,24 0,5 0,06 0,5 0 

283 Streptococcus bovis 0,12 0,24 0,5 0,06 0,5 0 

284 Streptococcus bovis 0,12 0,24 0,5 0,06 0,06 0 

315 Enterococcus hirae 0,06 0,25 1 0,12 0,5 0 

316 Enterococcus hirae 0,06 0,5 1 0,12 0,5 0 

317 Enterococcus hirae 0,5 2 2 0,06 0,06 0 

318 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,06 0,5 0 

319 Streptococcus bovis 0,06 0,06 0,12 0,06 2 0 

320 Enterococcus hirae 0,12 0,5 1 0,06 0,5 0 
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APÊNDICE H. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN PEN ERI LEV 
321 Enterococcus hirae 0,12 0,06 1 0,06 0,5 0 

322 Aerococcus viridans 0,06 0,06 1 0,06 0,5 0 

323 Enterococcus hirae 0,12 0,06 1 0,06 0,5 0 

324 Enterococcus hirae 0,06 0,25 1 0,12 0,5 0 

336 Streptococcus salivarius  0,06 0,25 1 0,06 1 0 

337 Streptococcus bovis 0,06 0,06 0,12 0,06 1 0 

338 Streptococcus bovis 0,12 0,24 0,5 0,06 0,24 0 

339 Aerococcus viridans 0,06 0,06 0,12 0,06 1 0 

340 Streptococcus salivarius 0,06 0,06 0,12 0,06 0,5 0 

341 Streptococcus bovis 0,06 0,24 0,12 0,06 0,06 0 

342 Streptococcus vestibularis 0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

343 Streptococcus vestibularis 0,12 0,24 0,5 0,06 0,06 0 

344 Streptococcus vestibularis 0,06 0,24 0,5 0,06 0,06 0 

344 Streptococcus equinus 0,06 0,06 0,12 0,06 0,5 0 

352 Aerococcus viridans 0,06 0,06 0,24 0,06 0,5 0 

358 Streptococcus vestibularis 0,24 4 8 2 2 0,125 

365 Streptococcus vestibularis 0,06 0,06 0,12 0,06 0,5 0 

385 Enterococcus avium 0,5 4 0,5 0,06 4 0,125 

386 Enterococcus avium 0,5 2 0,5 0,5 0,5 0 

388 Enterococcus avium 0,5 4 0,5 0,06 4 0,125 

389 Enterococcus avium 0,5 2 0,24 0,06 1 0 

407 Enterococcus hirae 0,06 0,06 0,24 0,06 1 0 

437 Enterococcus hirae 0,06 0,25 1 0,06 0,5 0 

438 Enterococcus hirae 0,06 4 1 0,06 1 0 

439 Enterococcus faecium 0,06 4 0,5 0,06 1 0 

440 Enterococcus faecium 0,5 2 1 2 2 0,125 

441 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,06 2 0,5 0,06 1 0 

442 Enterococcus faecium 0,5 4 1 0,06 4 0,125 

443 Enterococcus faecium 0,5 2 1 2 1 0,125 

447 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,24 0,06 1 0 

489 Enterococcus faecium 0,5 2 1 2 1 0,125 

490 Enterococcus raffinosus  0,5 2 0,24 0,06 1 0 

491 Enterococcus raffinosus  0,06 2 0,24 0,06 1 0 

492 Enterococcus raffinosus  0,06 1 0,24 0,06 1 0 

493 Enterococcus hirae 0,06 0,5 0,24 0,06 0,06 0 

494 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,06 4 0,24 0,06 1 0 

495 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,06 4 0,24 0,06 1 0 

496 Enterococcus hirae 0,12 0,5 0,24 0,06 0,5 0 

506 Streptococcus equinus 0,06 4 1 0,06 1 0 

507 Streptococcus equinus 0,06 0,12 0,06 0,06 1 0 

530 Streptococcus salivarius  0,06 1 0,24 0,06 0,5 0 

572 Enterococcus raffinosus  0,06 1 0,5 16 0,12 0,4 

573 Enterococcus hirae 0,5 4 0,24 0,06 1 0 

589 Enterococcus hirae 0,06 1 0,24 0,06 1 0 

590 Enterococcus hirae 0,06 1 0,24 0,06 1 0 

591 Aerococcus viridans  0,5 4 0,24 0,06 2 0 

592 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,5 4 0,24 0,06 1 0 

593 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,5 4 0,24 0,06 1 0 

594 Enterococcus hirae 0,5 2 0,24 0,06 4 0,125 

595 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,5 4 0,5 0,06 1 0 

653 Enterococcus hirae 0,5 0,5 0,5 0,06 0,5 0 

654 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,06 1 0,24 0,06 0,06 0 

655 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

656 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

657 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  1 4 0,24 0,12 2 0 
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APÊNDICE H. continuação... 

Código Identificação 

Concentração Inibitória Mínima 

(µg/mL) 
Índice 
MAR 

RIF VAN PEN ERI LEV 
658 Enterococcus faecium 0,06 0,5 0,24 0,06 0,5 0 

659 Enterococcus faecium 0,06 4 0,06 0,06 2 0 

660 Enterococcus casseliflavus/gallinarum  0,06 0,5 0,24 0,06 2 0 

661 Enterococcus faecium 0,5 2 0,06 0,06 1 0 

662 Enterococcus faecium 0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

663 Enterococcus avium  0,06 2 0,24 0,24 0,5 0 

719 Enterococcus faecium 0,12 2 2 1 2 0,125 

720 Enterococcus faecium 0,06 0,5 0,5 0,06 0,5 0 

721 Enterococcus faecium 0,06 0,5 1 0,25 0,5 0 

722 Enterococcus faecium 0,06 0,5 1 0,25 0,5 0 

723 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,06 2 0,5 0,5 0,5 0 

724 Enterococcus faecium 0,06 0,5 1 0,25 0,5 0 

725 Enterococcus faecium 1 1 0,06 0,06 2 0 

726 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,5 0,25 0,5 0 

770 Enterococcus faecium 0,06 2 0,5 0,25 0,5 0 

772 Enterococcus faecium 0,06 0,12 0,5 0,06 0,5 0 

773 Enterococcus hirae 0,06 0,5 0,06 0,06 0,5 0 

774 Enterococcus faecium 1 2 0,5 0,06 2 0 

775 Enterococcus faecium 0,06 0,5 0,06 0,12 0,5 0 

776 Enterococcus faecium 0,06 0,5 1 0,12 0,5 0 

777 Enterococcus faecium 0,06 2 2 1 2 0,125 

778 Pediococcus pentosacens 0,24 0,5 0,5 1 0,5 0,125 

779 Enterococcus raffinosus  0,24 2 1 1 2 0,125 

849 Enterococcus hirae 0,24 0,5 0,5 1 2 0,125 

850 Enterococcus hirae 1 2 0,06 0,25 0,5 0 

851 Enterococcus faecium 0,24 2 0,12 1 2 0,125 

853 Enterococcus faecalis 0,12 2 0,25 1 0,5 0,125 

855 Enterococcus faecalis 0,06 0,5 0,5 0,06 0,5 0 

856 Enterococcus faecalis 0,24 0,5 0,5 0,25 2 0 

920 Enterococcus hirae 0,12 0,5 0,5 0,25 0,5 0 

921 Enterococcus hirae 0,06 0,5 0,5 1 2 0,125 

922 Enterococcus hirae 1 0,5 0,5 0,5 0,5 0 

923 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,12 2 0,25 0,25 0,5 0 

927 Enterococcus casseliflavus/gallinarum 0,06 0,5 2 1 2 0,125 

929 Enterococcus durans 0,12 2 0,5 1 2 0,125 

930 Enterococcus faecium 0,06 0,5 0,06 0,25 1 0 

931 Enterococcus faecium 0,12 2 0,5 0,06 2 0 

1005 Streptococcus bovis 0,06 0,12 0,06 0,5 2 0 

1006 Enterococcus faecium 1 2 0,12 0,06 2 0 

1008 Enterococcus faecium 0,06 0,24 0,25 0,06 2 0 

1009 Enterococcus faecalis 0,06 0,06 0,06 0,06 2 0 

1013 Enterococcus faecalis 0,12 4 32 2 4 0,375 

1014 Enterococcus faecalis 0,06 0,5 16 0,5 2 0,125 

1015 Enterococcus faecium 0,06 0,12 16 0,5 4 0,25 

1016 Enterococcus faecium 0,24 4 32 2 4 0,375 

1018 Enterococcus faecium 0,24 2 32 2 4 0,375 

1077 Aerococcus viridans 0,06 0,12 0,12 16 1 0,125 

1081 Aerococcus viridans 0,06 0,12 0,06 16 2 0,125 

1096 Enterococcus faecium 1 2 0,5 0,06 2 0 

1098 Enterococcus avium  0,12 2 0,5 0,06 2 0 

1099 Enterococcus avium  0,5 2 2 0,06 2 0 

1100 Enterococcus faecium 0,5 2 2 1 2 0,125 

1101 Enterococcus faecalis 0,06 2 0,5 1 0,5 0,125 

1102 Enterococcus faecalis 0,24 2 2 1 2 0,125 
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APÊNDICE H. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN PEN ERI LEV 
1103 Enterococcus faecalis 0,06 0,5 0,12 0,12 2 0 

1127 Lactococcus lactis spp. lactis 1 0,24 0,12 0,06 1 0 

1127 Streptococcus bovis 2 0,12 0,12 0,06 1 0 

1128 Streptococcus equinus 0,06 0,12 0,06 0,06 2 0 

1129 Streptococcus uberis 2 0,12 0,12 0,06 0,5 0 

1129 Enterococcus faecalis 1 0,24 0,12 0,06 2 0 

1130 Streptococcus uberis 2 0,12 0,12 0,06 0,5 0 

1331 Aerococcus urinae 0,5 0,12 0,12 0,06 1 0 

1334 Enterococcus avium 0,06 0,12 0,12 1 0,25 0,125 

1335 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum  2 4 0,25 0,06 2 0 

1336 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum  2 4 0,25 0,06 2 0 

1337 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum  0,12 2 0,25 1 2 0,125 

1338 Enterococcus avium 1 2 0,25 0,06 2 0 

1397 Aerococcus viridans 0,24 0,12 0,12 0,06 0,5 0 

1404 Aerococcus viridans 0,24 0,12 0,06 0,06 0,5 0 

1408 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum 0,12 2 0,25 0,06 1 0 

1409 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum 0,12 4 0,25 0,06 1 0 

1413 Enterococcus faecium  1 0,12 0,12 0,5 1 0 

1415 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum 0,06 2 0,5 0,06 2 0 

1416 

Enterococcus 

casseliflavus/gallinarum 0,06 0,12 0,12 0,06 0,25 0 

1417 Enterococcus faecium  0,06 0,5 0,5 0,12 1 0 

1418 Enterococcus durans 0,06 2 0,25 1 2 0,125 

1419 Aerococcus urinae 0,06 2 0,25 1 2 0,125 

1430 Aerococcus urinae 0,06 0,5 0,06 0,06 2 0 

1478 Aerococcus viridans 0,06 0,12 0,24 1 0,5 0,125 

1479 Aerococcus viridans 0,06 0,06 0,06 0,06 0,5 0 

1481 Aerococcus viridans 0,24 0,06 0,12 0,06 0,5 0 

1486 Enterococcus durans 2 4 0,25 0,06 2 0 

1487 Enterococcus durans 1 2 0,25 0,06 2 0 

1488 Enterococcus durans  0,06 0,5 0,06 0,12 0,25 0 

1489 Enterococcus durans 2 4 1 0,06 2 0 

1490 Enterococcus avium 0,06 0,12 0,06 0,06 0,25 0 

1504 Leuconostoc citreum 0,06 0,5 0,06 0,06 1 0 

1505 Leuconostoc citreum 0,06 0,5 0,06 0,06 2 0 

1506 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,06 0,06 2 0 

1507 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,06 0,06 1 0 

1510 Streptococcus salivarius 0,06 0,06 0,06 0,06 0,06 0 

1548 Aerococcus viridans 0,06 0,06 1 0,06 1 0 

1549 Enterococcus avium 1 0,06 1 0,12 1 0 

1551 Aerococcus viridans 0,5 0,06 1 0,12 1 0 

1552 Enterococcus avium 0,06 0,06 0,24 0,12 1 0 

1553 Enterococcus avium 0,12 0,5 4 0,5 0,24 0 

1554 Streptococcus bovis 2 4 8 16 2 0,125 

1555 Enterococcus avium 0,12 4 8 2 2 0,125 

1556 Enterococcus avium 4 4 16 16 0,24 0,6 

1561 Aerococcus viridans 0,06 0,06 0,06 0,06 0,5 0 

1564 Aerococcus viridans 0,06 0,06 0,12 0,12 0,5 0 

1619 Enterococcus avium 0,06 1 4 2 0,24 0,2 
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APÊNDICE H. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR RIF VAN PEN ERI LEV 
1621 Enterococcus avium 4 4 4 0,06 1 0 

1641 Streptococcus bovis 0,06 0,24 4 0,12 1 0 

1656 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,24 0,06 0,5 0 

1658 Leuconostoc citreum 0,06 0,5 0,24 0,06 1 0 

1660 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,24 0,06 0,5 0 

1661 Aerococcus viridans 0,12 0,5 0,24 0,06 0,5 0 

1692 Enterococcus avium 1 4 1 0,06 0,5 0 

1693 Enterococcus hirae 0,06 0,5 32 0,12 4 0,25 

1694 Enterococcus hirae 0,12 0,5 8 0,12 0,5 0 

1695 Enterococcus hirae 0,24 0,5 8 0,12 1 0 

1720 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,24 0,06 1 0 

1724 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,5 0,06 2 0 

1737 Streptococcus bovis 0,12 0,5 0,5 0,06 2 0 

1753 Enterococcus avium 0,24 0,5 0,5 0,12 0,5 0 

1755 Aerococcus urinae  0,24 4 4 0,06 1 0 

1756 Enterococcus hirae 1 4 2 0,06 2 0 

1757 Enterococcus hirae 0,24 1 4 0,06 0,5 0 

1758 Enterococcus hirae 0,06 0,5 4 2 0,5 0,125 

1760 Streptococcus salivarius 0,06 0,5 0,24 0,06 1 0 

1761 Enterococcus avium 8 0,5 8 0,12 0,5 0 

1765 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,5 0,06 2 0 

1766 Streptococcus uberis 4 0,5 8 0,12 1 0 

1767 Streptococcus bovis 0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

1768 Streptococcus bovis 0,12 0,5 0,5 0,06 2 0 

1770 Streptococcus criceti 0,12 0,5 0,5 0,06 1 0 

1793 Streptococcus equinus 0,06 0,5 0,5 0,06 1 0 

1797 Streptococcus bovis 0,12 0,5 0,5 0,06 1 0 
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APÊNDICE I. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de ENT (n = 176) recuperados 
das amostras dos efluentes de biodigestores em escala-piloto operados a temperatura 
ambiente , durante as estações verão e inverno. 
 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO AMS AMP 

28 Escherichia coli 0,06 0,06 0,25 0,06 1,2 0,06 1 4 4 8 0 

31 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,12 38 0,06 1 4 4 8 0 

72 Escherichia coli 0,25 1 2 0,06 9,5 0,06 1 1 4 4 0 

75 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 9,5 0,06 1 1 4 8 0 

97 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 9,5 0,06 1 8 4 8 0 

98 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,5 9,5 0,06 1 8 4 8 0 

105 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 38 0,06 1 4 4 8 0 

249 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 2,4 0,06 1 4 4 8 0 

250 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 2,4 0,06 1 4 4 8 0 

253 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 19 0,06 0,12 0,06 4 8 0 

257 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 0,3 0,06 1 4 8 16 0,1 

259 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 4 4 8 0 

261 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 4 4 8 0 

263 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,06 4 4 8 16 0,1 

266 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,12 4 32 8 16 0,2 

267 Escherichia coli 0,5 0,5 2 0,06 0,3 0,12 32 4 >64 256 0,3 

268 
Aeromonas 

hydrophila 
0,06 1 2 0,06 38 0,06 1 0,5 128 >1024 0,2 

273 
Aeromonas 

hydrophila 
0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 0,5 128 512 0,2 

305 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 2,4 0,06 1 4 4 8 0 

309 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 2,4 0,06 1 8 4 8 0 

310 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 9,5 0,06 1 8 4 8 0 

325 
Aeromonas 

hydrophila 
0,06 2 4 0,06 4,8 0,06 0,06 0,5 128 256 0,2 

326 Morganella morganii 0,25 0,5 2 0,06 1,2 0,06 2 8 >64 64 0,2 

330 
Aeromonas 

hydrophila 
0,06 0,5 2 1 1,2 0,12 8 0,48 >64 256 0,2 

331 Morganella morganii 0,25 0,5 2 0,06 0,6 0,12 4 8 >64 64 0,2 

333 Morganella morganii 0,25 0,5 2 0,06 1,2 0,06 4 16 >64 64 0,3 

376 Escherichia coli 0,06 0,25 1 0,06 4,8 0,06 1 8 4 8 0 

383 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 2,4 0,06 1 4 4 4 0 

428 Escherichia coli 0,5 0,5 2 0,06 1,2 0,06 1 8 4 4 0 

463 
Salmonella 

choleraesuis 
0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 8 8 256 0,1 

481 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 8 4 8 0 

500 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 0,3 0,12 4 4 16 16 0,2 

502 Escherichia coli 0,06 0,25 4 0,06 4,8 0,06 1 4 8 16 0,1 

504 Morganella morganii 0,12 0,5 1 0,06 1,2 0,12 1 16 >64 32 0,3 

533 Escherichia coli 0,06 0,25 0,5 0,06 4,8 0,25 1 8 4 8 0 

535 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 4,8 0,06 1 8 4 8 0 

538 Escherichia coli 0,06 0,5 0,5 0,06 4,8 0,06 1 8 4 8 0 

539 Escherichia coli 0,06 0,25 1 0,06 2,4 0,06 1 4 4 16 0,1 

556 
Aeromonas 

hydrophila 
0,5 1 0,5 0,06 38 0,06 0,25 8 38 256 0,2 

558 
Aeromonas 

hydrophila 
2 1 1 0,25 38 0,06 1 1 512 >1024 0,2 

559 Morganella morganii 0,25 0,5 1 0,12 0,3 0,06 2 4 >64 32 0,2 

560 Serratia marcescens 0,06 1 4 0,24 4,8 0,12 4 16 64 32 0,3 

562 Escherichia coli 0,5 0,5 0,48 0,06 0,3 0,12 4 4 >64 256 0,2 
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APÊNDICE I. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO AMP AMP 

578 Escherichia coli 0,06 1 2 0,25 4,8 0,06 1 4 4 8 0 

579 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 4,8 0,06 1 4 4 8 0 

581 Escherichia coli 0,06 0,25 1 0,06 4,8 0,06 1 4 4 4 0 

598 
Morganella 

morganii 
0,25 1 2 0,06 0,6 0,06 2 4 >64 64 0,2 

601 
Morganella 

morganii 
0,25 128 2 0,06 0,6 0,06 2 4 >64 64 0,3 

604 
Morganella 

morganii 
0,25 0,5 1 0,12 0,6 0,06 1 16 >64 64 0,3 

648 Escherichia coli 0,06 0,25 0,5 0,06 4,8 0,06 1 4 8 16 0,1 

649 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 2,4 0,06 1 1 8 8 0 

651 Raoultella terrigena 0,06 0,25 1 0,06 9,5 0,06 1 1 4 8 0 

702 
Aeromonas 

hydrophila 
1 0,5 1 0,06 0,6 0,06 8 4 >64 256 0,2 

741 
Morganella 

morganii 
0,25 0,5 1 0,06 0,3 0,06 2 4 >64 64 0,2 

761 
Serratia 

marcescens 
0,06 1 4 0,25 38 8 1 16 4 16 0,2 

766 Escherichia coli 0,06 0,25 0,5 0,06 9,5 0,06 1 4 4 8 0 

768 Escherichia coli 0,06 0,25 0,5 0,06 9,5 0,06 1 4 4 8 0 

791 
Morganella 

morganii 
0,25 2 4 0,25 9,5 0,06 0,25 4 64 512 0,2 

793 
Morganella 

morganii 
0,06 1 4 0,5 9,5 0,06 0,25 32 64 512 0,3 

795 Escherichia coli 0,06 0,25 1 0,06 2,4 0,06 0,5 32 128 512 0,3 

840 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

841 Escherichia coli 0,25 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

842 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

843 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

845 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

846 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 8 8 0 

846 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 0,3 0,12 4 8 8 16 0,1 

869 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

871 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,06 1 8 8 16 0,1 

873 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 4 8 0 

893 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 4 4 0 

895 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,12 0,3 0,06 4 8 8 16 0,1 

905 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

909 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

911 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

942 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

943 Escherichia coli 0,06 1 0,25 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

944 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,12 4 8 16 16 0,2 

947 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,6 0,06 1 8 8 16 0,1 

948 
Morganella 

morganii 
0,12 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 >64 32 0,2 

956 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 4 4 0 

957 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 8 8 0 

958 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 2,4 0,06 2 4 8 8 0 

961 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 2,4 0,06 2 4 4 4 0 

962 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 4,8 0,06 2 4 8 8 0 

963 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 8 0 

964 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

965 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

966 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 



141 
 

APÊNDICE I. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO AMP AMP 

1049 Providencia stuartii 0,25 0,5 0,48 0,06 0,3 0,06 1 32 64 128 0,3 

1086 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1087 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 16 16 0,2 

1088 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 8 8 0 

1089 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

1090 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 16 16 0,2 

1093 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1094 Escherichia coli 0,06 1 0,25 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1095 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

1117 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 4 4 0 

1118 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

1120 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1161 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1171 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1176 Escherichia coli 0,06 1 8 0,06 0,3 0,06 4 4 4 16 0,1 

1243 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 8 8 0 

1244 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1245 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1246 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1248 
Enterobacter 

cloacae 
0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 32 64 0,2 

1249 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 4 4 8 8 0 

1250 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1251 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1252 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1253 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1254 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 16 0,1 

1321 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 8 8 0 

1324 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1253 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1254 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 16 0,1 

1321 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 8 8 0 

1324 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1328 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1384 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1386 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 8 8 0 

1388 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1389 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 1 4 4 4 0 

1391 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 8 16 0,1 

1392 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,06 0,06 2 4 8 8 0 

1393 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 8 16 0,1 

1423 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 4 4 0 

1425 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 4 4 0 

1462 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 4 4 0 

1463 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 4 4 0 

1464 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 1 4 4 4 0 

1466 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,3 0,06 2 4 8 8 0 

1467 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

1468 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 0,3 0,06 2 4 8 4 0 

1469 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,06 1 4 2 2 0 

1470 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 8 8 0 

1471 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

1472 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1473 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1523 Pantoe spp. 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,12 4 8 16 16 0 
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APÊNDICE I. continuação... 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO AMP AMP 

1049 Providencia stuartii 0,25 0,5 0,48 0,06 0,3 0,06 1 32 64 128 0,3 

1086 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 4 4 0 

1087 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 16 16 0,2 

1524 Providencia stuartii 0,25 1 4 0,06 0,6 0,12 4 4 1 8 0 

1526 Escherichia coli 0,06 0,5 2 0,06 0,6 0,06 1 8 64 128 0,2 

1527 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,12 1 4 8 8 0 

1529 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 0,3 0,12 4 4 8 8 0 

1530 Escherichia coli 0,06 1 1 0,06 0,3 0,06 2 4 8 8 0 

1532 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,06 4 8 4 8 0 

1535 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 1 2 0 

1536 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1537 Escherichia coli 0,06 0,06 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 8 0 

1538 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 1 2 0 

1541 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 2 2 0 

1542 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 2 4 0 

1544 Escherichia coli 0,06 0,5 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1545 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 2 2 0 

1546 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

1587 Raoultella terrigena 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,12 4 8 8 8 0 

1588 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,06 1 8 16 16 0,2 

1589 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,6 0,12 4 32 8 8 0,1 

1590 Escherichia coli 0,06 1 32 0,06 0,6 0,12 4 4 16 16 0,3 

1591 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,12 4 16 8 16 0,2 

1592 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 0,3 0,12 1 4 8 16 0,1 

1593 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,6 0,12 4 8 16 16 0,2 

1604 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 4 4 0 

1606 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 4 2 2 0 

1609 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 2 8 2 4 0 

1611 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1612 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 1 4 2 2 0 

1613 
Enterobacter 

asburiae 
0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,06 2 4 32 128 0,2 

1614 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 16 32 0,2 

1617 Escherichia coli 0,5 1 2 0,12 4,8 8 16 4 8 8 0 

1643 
Enterobacter 

asburiae 
0,06 1 4 0,06 0,6 0,06 4 4 32 128 0,2 

1644 Escherichia coli 0,06 0,5 1 0,06 0,3 0,12 1 4 16 16 0,2 

1645 Escherichia coli 0,12 1 1 0,24 0,3 0,12 4 4 1 16 0,1 

1648 

Providencia 

alcalifaciens/rustigi

anii 

0,06 1 0,4 1 0,3 0,06 1 4 8 16 0,1 

1651 Escherichia coli 0,06 0,24 8 0,06 0,3 0,06 4 8 16 16 0,2 

1687 Escherichia coli 0,06 1 2 0,06 0,3 0,06 4 8 8 16 0,1 

1690 Escherichia coli 0,06 1 4 0,06 0,6 1 0,24 1 8 8 0 

1691 Citrobacter freundii 0,06 2 2 0,12 0,3 0,12 4 4 1 16 0,1 

1730 Citrobacter freundii 0,06 1 2 0,12 0,3 0,12 4 16 16 16 0,3 

1731 Citrobacter freundii 0,06 1 2 0,12 0,3 0,12 4 16 16 16 0,3 

1787 
Enterobacter 

cloacae 
0,12 1 2 0,12 0,3 0,12 1 4 >64 32 0,2 

1788 Citrobacter freundii 0,06 0,5 2 0,06 0,3 0,12 2 8 32 32 0,2 

1789 Citrobacter freundii 0,06 1 2 0,06 0,3 0,06 2 4 16 16 0,2 

1792 Escherichia coli 0,06 0,5 0,4 0,06 0,3 0,06 2 0,06 1 0,06 0 

Legenda: Antimicrobianos testados: MER- Meropenen, GEN – gentamicina, AMI – Amicacina, LEV – 
Levofloxacino, STX – Sulfametoxazol/trimetroprim, CPM – cefepime, PTZ - piperacilina/tazobactam, CLO – 
Cloranfenicol, AMS - ampicilina/sulbactam, AMP – ampicilina.  
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APÊNDICE J. Perfil de susceptibilidade aos antimicrobianos de BGN NF (n = 57) 
recuperados das amostras dos efluentes de biodigestores em escala-piloto operados a 

temperatura ambiente , durante as estações verão e inverno. 

Código Identificação 
Concentração Inibitória Mínima (µg/mL) Índice 

MAR MER GEN AMI LEV STX CPM PTZ CLO 

24 Acinetobacter junii/johnsonii 0,06 0,5 1 0,06 9,5 0,5 1 1 0 
25 Acinetobacter junii/johnsonii 0,06 0,25 1 0,06 4,8 4 8 4 0 
26 Burkholderia cepacia 0,06 0,25 1 0,06 1,2 4 4 1 0 
27 Achromobacter xylosoxidans 0,5 4 4 0,5 1,2 0,5 1 16 0,125 

29 Ralstonia pickettii 0,06 0,06 0,25 0,06 38 0,25 1 8 0 
30 Ochrobactrum anthropi 0,06 2 8 0,12 9,5 32 8 32 0,25 
32 Brevundimonas vesicularis 8 16 64 0,5 9,5 0,25 1 4 0,375 
33 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 0,12 0,5 9,5 0,25 1 4 0 
67 Stenotrophomonas maltophilia 8 64 128 2 38 64 256 8 0,625 
68 Pseudomonas aeruginosa 0,06 0,25 1 0,06 9,5 0,5 1 8 0 
69 Burkholderia cepacia 0,06 0,25 1 0,12 9,5 0,5 1 4 0 
70 Wautersia paucula 0,06 2 8 0,5 9,5 0,5 1 4 0 
74 Ralstonia pickettii 0,25 0,12 0,5 0,06 9,5 0,25 1 8 0 
99 Pseudomonas alcaligenes 0,06 0,06 0,25 0,06 2,4 0,25 1 0,5 0 

101 Pseudomonas alcaligenes 0,06 1 8 0,06 9,5 0,5 0,5 0,5 0 
102 Alcaligenes faecalis 0,06 0,06 0,12 0,06 9,5 0,12 0,5 1 0 
103 Pseudomonas alcaligenes 0,06 0,25 2 0,06 9,5 0,06 0,06 0,5 0 
104 Burkholderia cepacia 0,06 0,25 1 0,06 38 0,25 1 4 0 
168 Pseudomonas alcaligenes 0,06 4 8 0,06 2,4 8 1 4 0 
172 Ralstonia pickettii 0,06 0,25 1 0,06 9,5 0,25 1 4 0 
174 Pseudomonas alcaligenes 0,06 0,12 0,12 0,06 4,8 0,25 1 1 0 
175 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 0,12 0,06 9,5 0,25 0,06 1 0 
247 Pseudomonas alcaligenes 0,06 2 8 0,06 4,8 0,5 0,06 0,25 0 
251 Pseudomonas alcaligenes 0,06 1 4 0,06 2,4 0,06 0,06 0,06 0 
252 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 2 0,06 2,4 0,06 0,12 0,06 0 
254 Alcaligenes faecalis 0,06 0,5 2 0,12 1,2 0,06 1 4 0 
255 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 2 0,06 19 0,12 0,06 4 0 
306 Pseudomonas alcaligenes 0,06 4 8 0,06 2,4 0,5 0,06 0,5 0 
311 Pseudomonas stutzeri 0,06 0,12 1 0,12 1,2 0,5 1 32 0,125 
312 Pseudomonas alcaligenes 0,06 0,12 0,25 0,12 2,4 0,12 0,12 4 0 
313 Acinetobacter haemolyticus 0,06 0,12 1 0,06 1,2 0,12 0,12 0,06 0 
379 Ralstonia pickettii 0,06 0,25 1 0,12 4,8 0,12 1 8 0 
380 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 0,5 0,06 4 0,25 1 4 0 
381 Brevundimonas vesicularis 0,06 0,12 0,12 0,06 9,5 0,06 0,06 4 0 
384 Alcaligenes faecalis 0,06 0,12 0,12 0,06 9,5 0,06 0,06 1 0 
432 Stenotrophomonas maltophilia 1 2 4 0,5 4,8 8 1 8 0 
434 Ralstonia pickettii 0,06 0,12 1 0,25 4,8 0,5 1 8 0 
480 Pseudomonas putida 0,5 0,5 0,5 0,5 304 2 4 32 0,25 
483 Alcaligenes faecalis 0,25 0,5 1 0,5 304 2 8 32 0,25 
484 Acinetobacter baumannii 0,5 2 4 0,12 9,5 8 4 4 0 
485 Alcaligenes faecalis 1 0,25 0,5 0,5 304 4 4 32 0,25 
486 Acinetobacter baumannii 0,06 1 1 0,25 4,8 2 1 1 0 
487 Pseudomonas luteola 0,06 0,25 2 0,25 304 0,06 1 16 0,25 
488 Pseudomonas putida 1 0,25 0,5 0,5 304 2 4 32 0,25 
532 Stenotrophomonas maltophilia 0,06 0,25 0,5 0,12 38 0,25 1 4 0 
534 Ralstonia pickettii 0,25 0,25 0,5 0,25 4,8 0,5 1 4 0 
582 Pseudomonas stutzeri 0,06 0,25 1 0,12 4,8 0,25 1 32 0,125 
642 Pseudomonas aeruginosa 0,06 4 4 0,5 38 2 1 32 0,125 
645 Pseudomonas aeruginosa 0,06 4 4 0,25 38 2 2 32 0,125 
646 Burkholderia cepacia 0,06 0,25 0,5 0,06 4,8 0,5 1 4 0 
650 Alcaligenes piechaudii 0,06 0,25 1 0,06 9,5 0,12 0,25 16 0,125 
709 Pseudomonas aeruginosa 0,06 4 4 0,5 38 0,06 2 32 0,125 

1170 Burkholderia cepacia 0,06 1 0,25 0,25 0,6 1 1 4 0 

1610 Stenotrophomonas maltophilia 0,5 0,5 0,25 0,06 0,6 1 4 4 0 

1615 Moraxella osloensis 0,5 0,25 0,5 0,25 19 1 4 32 0,125 

1616 Pseudomonas alcaligenes 0,5 0,25 0,5 0,12 4,8 8 16 4 0 

1740 Pseudomonas fluorescens 1 1 2 1 38 1 32 16 0,125 

Legenda: Antimicrobianos testados: MER- Meropenen, GEN – gentamicina, AMI – Amicacina, STX – 
Sulfametoxazol/trimetroprim, CPM – cefepime, PTZ - piperacilina/tazobactam, CLO – Cloranfenicol  


