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RESUMO 
 
Marismas são ecossistemas úmidos costeiros de alta produtividade oriunda da 
decomposição das macrófitas que cobrem estes ambientes. O presente estudo 
avaliou a diversidade e o potencial biotecnológico das leveduras associadas 
aos detritos de Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e Spartina densiflora 
numa marisma da Lagoa dos Patos/RS. A decomposição foi analisada aos 7, 
14, 40, 100 e 220 dias pelo método de “litter bags”. As contagens variaram 
entre 2,3 e 6,36 log UFC leveduras.g-1 de detrito, observando-se um 
crescimento da comunidade até os 40 dias, com um posterior declínio até os 
220 dias. S. alterniflora foi a macrófita melhor decomposta: o peso dos detritos 
reduziu-se em 62% ao final do estudo. As taxas de decomposição foram 
maiores na fase tardia (100 e 220 dias), mas não estiveram associadas a um 
aumento da quantidade ou diversidade de leveduras, embora algumas enzimas 
testadas tenham sido mais ativas neste período. Os 106 isolados de leveduras 
foram representados por 22 grupos distintos: S. densiflora apresentou a maior 
riqueza de espécies (n = 15), enquanto as outras macrófitas apresentaram 12 
espécies cada uma. Acremonium sp., Aureobasidium pullulans, Bullera 
pseudoalba, Rhodotorula mucilaginosa, Sporobolomyces ruberrimus e Yarrowia 
lipolytica foram as principais espécies encontradas. Uma possível nova espécie 
de Tremella foi isolada.  A composição específica variou conforme a macrófita 
e os tempos de decomposição. A atividade lipolítica foi verificada em todos os 
isolados. Os índices mais expressivos foram exibidos pelas lipases de 
Basidiomycota e celulases de A. pullulans, principalmente aos 7 e 14 dias de 
decomposição.
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ABSTRACT 
 
Salt marshes are coastal wet ecosystems of high productivity originated from 
the decomposition of macrophytes covering these environments. The present 
study assessed the diversity and biotechnological potential of yeasts associated 
with debris of Scirpus maritimus, Spartina alterniflora and Spartina densiflora in 
a salt marsh of the Patos Lagoon/RS. The decomposition was analyzed at 7, 
14, 40, 100 and 220 days through the method of litter bags. Counts ranged 
between 2.3 and 6.36 log CFU yeasts.g-1 detritus, noticing a growing 
community until the 40th day, with a subsequent decline at the 220th day. S. 
alterniflora was the most decomposed macrophyte: the weight was reduced by 
62% at the end of the study. The decomposition rates were higher in late stage 
(100 and 220 days), but they were not associated with an increased yeast 
counts or diversity, although some enzymes tested were more active during this 
period. The 106 yeast isolates were represented by 22 different groups: S. 
densiflora showed the highest species richness (n = 15), while the other 
macrophytes had 12 species each.  Acremonium sp., Aureobasidium pullulans, 
Bullera pseudoalba, Rhodotorula mucilaginosa, Sporobolomyces ruberrimus 
and Yarrowia lipolytica were the main species found. A possible new species of 
Tremella was isolated. Species composition varied according to macrophyte 
and time of decomposition. The lipase activity was observed in all isolates. Most 
significant indexes were displayed by lipases from Basidiomycota and 
cellulases of A. pullulans, especially at 7 and 14 days of decomposition.
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1 INTRODUÇÃO 

 

O número de espécies de fungos na Terra está estimado em 6 milhões 

(TAYLOR et al., 2013). Pressupõe-se que menos de 10% do total da 

diversidade deste grupo vem sendo descrita (HAWKSWORTH, 2001). Os 

fungos são colonizadores bem sucedidos de uma ampla gama de ambientes. 

Pertencem ao domínio Eukarya, apresentam parede celular rígida e ausência 

de clorofila, nutrem-se por absorção dos nutrientes do meio e reproduzem-se 

sexuadamente por intermédio de células especializadas nomeadas esporos. 

Os esporos podem ser facilmente transportados por correntes de água ou ar, 

sendo considerados ubíquos na atmosfera terrestre. 

Os grupos Ascomycota e Basidiomycota abrigam fungos com 

crescimento predominantemente unicelular denominados leveduras. As 

leveduras reproduzem-se principalmente por fissão ou brotamento e não 

apresentam corpos de frutificação, mas também podem produzir esporos 

sexuados (ascósporos e basidiósporos). São isoladas de múltiplas fontes: 

néctar de flores, resinas de árvores, superfícies de plantas, água doce e 

marinha, solo, frutos, animais, corpo humano e detritos em geral (MADIGAN et 

al., 2010). 

As plantas são reconhecidas como o maior habitat microbiano terrestre, 

perfazendo cerca de 6 × 108 km2 de superfícies disponíveis à colonização 

(LINDOW; BRANDL, 2003). Comportam distintas associações com os 

microrganismos: há os residentes epífitos e endófitos ou da rizosfera (raízes), e 

os transientes, saprófitos ou inespecíficos. O grupo das leveduras interage de 

forma bastante peculiar com os microhabitats das plantas e tem papel 
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fundamental na modulação do equilíbrio entre os demais organismos presentes 

(FONSECA; INÁCIO, 2004). 

As células vegetais são compostas principalmente por compostos 

lignocelulósicos (celulose, hemicelulose e lignina), polímeros estruturais 

dificilmente digeridos pela maior parte dos organismos. Os fungos secretam 

diversas enzimas capazes de romper essas moléculas, e atuam como os 

maiores decompositores e recicladores da matéria na natureza. Além da 

atividade microbiana, também influenciam o processo de decomposição as 

condições ambientais e as características dos detritos (origem, tipo, tamanho e 

qualidade química) (BIANCHINI JR., 2003). 

Os ecossistemas aquáticos são especialmente beneficiados pela 

atividade enzimática dos fungos: deste modo os nutrientes do detrito foliar são 

dissolvidos e disponibilizados na coluna d’água, o que estimula a produtividade 

primária, secundária e a alça microbiana e garante o balanço energético destes 

ambientes (MORIARTY, 1997). Admite-se que os fungos sejam os 

decompositores primários da matéria vegetal, enquanto as bactérias atuam 

secundariamente sobre os compostos pré-processados e liberados pelos 

fungos (BENNER et al., 1986; NEWELL et al., 1989). Contudo, esta visão tem 

se tornado muito simplista, visto que já se verificaram interações, benéficas ou 

não, entre estes grupos durante a degradação de resíduos vegetais (BUCHAN 

et al., 2003). 

Os estudos que avaliam a totalidade da diversidade e a sucessão de 

microrganismos decompositores pouco informam sobre o papel das leveduras 

ao longo do processo: o conhecimento sobre a participação das bactérias e 

fungos filamentosos é muito superior. Os trabalhos prévios sobre a 
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biodiversidade de leveduras em ambientes aquáticos contemplaram regiões de 

clima temperado, sendo escassas as pesquisas desenvolvidas em regiões 

tropicais. Muitos destes trabalhos revelaram espécies novas de leveduras 

(GARCÍA et al. 2010; LIMTONG; RAJA et al., 2010; YONGMANITCHAI, 2010; 

RUSSO et al., 2010; AM-IN et al., 2011; FELL et al., 2011; NITYION et al., 

2011). 

Kitamoto e colaboradores (2011) verificaram a atividade de degradação 

de compostos plásticos em leveduras isoladas do filoplano. Outros estudos 

com leveduras de ambientes tropicais demonstraram o potencial destes 

microrganismos na produção de diversas enzimas de interesse industrial 

(ABRANCHES et al. 1997; BUZZINI; MARTINI, 2002; FUENTEFRIA; 

VALENTE, 2005; LANDELL, 2006; 2010). Portanto, ainda há muito a ser 

explorado no campo da diversidade e do potencial biotecnológico de leveduras 

ambientais em ecossistemas aquáticos tropicais. 
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2 OBJETIVOS 

 

O objetivo geral do presente estudo é avaliar a comunidade de 

leveduras associada ao detrito de macrófitas aquáticas em decomposição 

numa marisma da Lagoa dos Patos, situada no litoral sul do Rio Grande do Sul. 

Os objetivos específicos consistem em:  

- analisar a quantidade e a diversidade de leveduras associadas ao 

detrito das macrófitas aquáticas: Spartina alterniflora, Spartina densiflora e 

Scirpus maritimus; 

- relacionar a quantidade e a diversidade de leveduras às taxas de 

perda de massa e ao grau de decomposição das macrófitas em diferentes 

tempos de análise, percebendo se há espécies mais representativas na 

totalidade ou em alguma etapa do processo; 

- verificar se a composição específica da comunidade de leveduras 

isolada das plantas em decomposição é influenciada: pela espécie de 

macrófita, pela qualidade química do detrito e pelas condições ambientais 

(temperatura do ar e da água, salinidade e precipitação); 

- avaliar qualitativamente e quantitativamente a capacidade das 

leveduras degradarem tributirina e tween 80 (atividade de lipases), caseína e 

gelatina (atividade de proteases), e amido e carboximetilcelulose (CMC) 

(atividade de polissacarases); 

- aferir se há perfis enzimáticos característicos dos isolados de 

determinada espécie de macrófita ou período de decomposição e se os 

maiores índices de atividade enzimática corresponderam aos isolados obtidos 

em períodos com maior perda de massa dos detritos. 
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3. HIPÓTESES 

 

O presente trabalho admite a priori que: 

- as leveduras associam-se a detritos e participam da decomposição de 

plantas de marisma; 

- a qualidade do detrito das macrófitas, a quantidade de leveduras 

associadas e a porcentagem de perda de massa dos detritos variam conforme 

a espécie e o tempo de incubação da macrófita no ambiente; 

- a comunidade de leveduras é afetada pelo tipo de macrófita, pela 

qualidade do detrito, pelo tempo de incubação e pelas condições ambientais 

(temperatura do ar e da água, salinidade e precipitação); 

- uma vez que estes ambientes sejam pouco pesquisados, há a 

possibilidade de se isolar espécies de leveduras ainda não descritas; 

- as leveduras colonizadoras do detrito podem degradar compostos do 

meio através da liberação de enzimas especializadas; 

- o perfil enzimático das leveduras diferirá conforme a espécie de 

macrófita e o grau/tempo de decomposição do detrito. 

 

 

 

 

 

 

 

 



6 

 

4 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

4.1 MARISMAS 

As marismas são ecossistemas úmidos entremarés, caracterizados 

pela presença de densa vegetação herbácea emergente adaptada às 

condições saturadas do solo (CETESB, 2013). Situam-se próximas à foz de um 

rio, podendo estar associadas a zonas estuarinas e deltaicas, e são inundadas 

conforme a variação local da maré e da descarga fluvial. Têm distribuição 

global, ocorrendo principalmente nas médias e altas latitudes, sendo 

substituídas por manguezais nas costas tropicais e subtropicais (DEEGAN et 

al., 2012). As marismas brasileiras são predominantes nas regiões costeiras ao 

sul da latitude 29ºS (Laguna - SC); ocupando 7.375 ha da costa do Rio Grande 

do Sul e concentrando 6.837 ha destas áreas somente no entorno do estuário 

da Lagoa dos Patos, a maior lagoa costeira da América do Sul, litoral sul do 

estado (COIMBRA; COSTA, 2006). 

São ambientes de alto dinamismo, havendo grandes variações no nível 

da água, na salinidade (tornam-se usualmente hipersalinos), na temperatura e 

no aporte de nutrientes, e por isso abrigam organismos bem adaptados a estes 

tipos de estresse ambiental. A comunidade vegetal é composta por 

angiospermas herbáceas predominantemente halófitas, fisicamente 

estruturadas como as plantas do mangue, em função do grau e tempo de 

inundação de cada zona: há espécies de marismas baixas (permanentemente 

inundadas), médias (ocasionalmente inundadas) e altas (raramente inundadas) 

(CHAPMAN, 1934; RANWELL, 1972; ELEUTERIUS; ELEUTERIUS, 1979). 
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A morfologia das plantas e a diversidade fisiográfica das marismas 

geram heterogeneidade espacial (planos vegetados, não vegetados, canais de 

marés, etc.), possibilitando uma ampla variedade de nichos e refletindo na 

diversidade, abundância e distribuição da vida nestes ecossistemas (COSTA, 

1997 APUD COSTA; MARANGONI, 2010). Poaceae, Juncaceae, Asteraceae, 

e Cyperaceae são as principais famílias representantes da flora das marismas 

de diferentes regiões geográficas. Diferentes espécies de crustáceos, 

moluscos, aves e peixes compõem a rica fauna que habita ou repousa nestes 

locais (ADAM, 1993). São áreas de preservação permanente, respaldadas no 

Brasil pelas legislações federal (Lei n.º 4.771, Código Florestal de 1965) e 

municipal (Lei n.º 4.116, Lei de Regulamentação de Ocupação dos Espaços 

Naturais de 1986). 

As marismas concentram o carbono das espécies vegetais que 

abrigam e ao mesmo tempo atuam como fonte de matéria orgânica para outros 

pontos do estuário e mesmo para regiões oceânicas, suportando altas taxas de 

produtividade primária (COSTA, 1997 APUD COSTA; MARANGONI, 2010). 

Porém, este material contém altos teores de celulose e lignina, polímeros 

estruturais altamente complexos cujas cadeias carbônicas apenas 

microrganismos especializados são capazes de romper. A decomposição 

microbiana é crucial para a produção do detrito foliar e para o aproveitamento 

energético dos nutrientes pelos organismos estuarinos de níveis tróficos 

superiores, dirigindo o caminho mais importante de transferência de energia 

dentro dos estuários: a teia alimentar detritívora. Retrabalhada pelas 

comunidades microbianas, a biomassa de detritos é enriquecida 

nutricionalmente com biomoléculas produzidas pelos microrganismos 
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(aminoácidos, proteínas, vitaminas, dentre outras), torna-se mais palatável e 

pode ser consumida diretamente por muitas espécies de peixes e crustáceos 

(STOECKER, CAPUZZO; 1990; FAGERBAKKE et al. 1996). Tal processo vem 

sendo apontado como responsável pelo sustento de importantes recursos 

pesqueiros (DAY et al., 1989; ADAM, 1993; HICKENBICK et al., 2004; ABREU 

et. al., 2006; COSTA; MARANGONI, 2010).  

Além do valor ecológico e econômico, as marismas ocupam uma zona 

de interface crítica entre o continente e o mar e atuam como importantes 

agentes geomorfológicos formadores da costa: são barreiras físicas contra os 

avanços do mar, favorecem a deposição e fixação de sedimentos, reduzem a 

hidrodinâmica e, consequentemente, o processo de erosão sob a costa 

(COSTA; MARANGONI, 2010; SHEPARD; CRAIN; BECK, 2011). Constanza e 

colaboradores (2008) estimaram que as áreas alagadas da costa dos Estados 

Unidos representam aos cofres públicos uma economia em serviços de 

proteção contra tempestades de mais de 23 bilhões de dólares por ano. 

Globalmente, entre um quarto e metade da área total das marismas vêm sendo 

degradadas e perdidas por motivos diversos (DEEGAN et al., 2008). As 

principais causas da supressão destes ambientes são as construções costeiras 

(píers, diques e canais artificiais); alterações no nível do mar; tempestades; 

poluição (esgotos, óleo, metais pesados); e aumento de áreas cultiváveis na 

agricultura; atividades estas que se intensificam desde o século passado 

(KENISH, 2001).  
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4.2 DECOMPOSIÇÃO DAS MACRÓFITAS AQUÁTICAS 

Detrito é definido como qualquer forma não viva de matéria orgânica, 

incluindo produtos de excreção e exsudação dos organismos (MOORE et al., 

2004). A decomposição caracteriza-se pela gradual mudança de estado dos 

detritos vegetais ocasionada pela ação conjunta de fatores físicos, químicos e 

biológicos. A expressão mais simples de mudança de estado de um recurso é 

verificada a partir de sua perda de massa. Análises mais detalhadas revelam 

que tal decaimento é constituído por uma perda de matéria e uma mudança na 

composição química do detrito. O ciclo completo resulta na conversão de 

substratos orgânicos em produtos inorgânicos, que serão novamente 

incorporados no processo da fotossíntese (SWIFT et al., 1979; WETZEL; 

LIKENS, 1991; BATTLE; MIHUC, 2000). 

A eficiência da decomposição depende dos mecanismos de lixiviação 

(solubilização de compostos lábeis), imobilização (metabolização ou 

manutenção de um elemento na sua forma orgânica) e mineralização 

(liberação das formas inorgânicas na catabolização de um recurso) 

(SCIESSERE, 2007; BITAR; BIANCHINI JR., 2002). Influenciam neste 

processo as comunidades associadas (microrganismos, nematódeos, 

oligoquetos, artrópodes, moluscos e crustáceos); as condições do ambiente 

(temperatura, nutrientes, pH, salinidade e concentração de oxigênio dissolvido);  

e a origem, tipo, tamanho e qualidade química dos detritos (BIANCHINI JR., 

2003). 

Os detritos vegetais são compostos, sumariamente, por: celulose (10 a 

50% do peso seco); hemicelulose e lignina (10 a 30% do peso seco, 

isoladamente); fração hidrossolúvel - açúcares, aminoácidos e ácidos alifáticos 
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(5 a 30% do peso seco); fração solúvel em éter e álcool - gorduras, óleos, 

resinas, ceras e pigmentos; proteínas vegetais (ricas em elementos como N e 

S); e cinzas - constituintes minerais (1 a 13% do peso seco) (ALEXANDER, 

1977; BIANCHINI JR., 2003). A matéria orgânica apresenta-se no ambiente 

sob as formas dissolvida e particulada.  

A matéria orgânica dissolvida é estruturalmente simples e lábil. A maior 

parte da demanda de oxigênio gerada pela decomposição das macrófitas é 

oriunda do carbono orgânico dissolvido, que é facilmente assimilado e 

rapidamente degradado pela microbiota local. Nesta classe encontram-se os 

carboidratos; as vitaminas, importantes fatores acessórios de crescimento; os 

glicosídeos e os polifenóis, substâncias que podem favorecer ou inibir o 

metabolismo dos organismos aquáticos. Sob este formato, a matéria orgânica 

absorve parcialmente a luz incidente sob a coluna d’água, podendo interferir 

nas reações fotossintéticas do meio (BIANCHINI JR., 1999). 

A matéria orgânica particulada, de maior complexidade química, é 

composta principalmente por celulose e lignina, elementos de alto peso 

molecular, e hemicelulose.  Correspondem a estes polímeros até 70% do peso 

seco do detrito das macrófitas aquáticas (BIANCHINI JR., 2003). A maior parte 

da biomassa destas plantas (até 80%) é formada por fibras cuja proporção 

polissacarídeos: lignina varia entre 1,75:1 e 7:1, o que as caracteriza como 

recursos mistos, que originarão tanto material dissolvido quanto particulado 

(MACCUBBIM; HODSON, 1980; BIANCHINI JR.; TOLEDO, 1996; HENRY-

SILVA et al., 2001). A proporção entre estes compostos varia entre as espécies 

e é o determinante principal das taxas de decomposição (SCIESSERE, 2007).  



11 

 

A primeira etapa da decomposição se dá pela lixiviação dos compostos 

hidrossolúveis das porções senescentes da planta, um período curto no qual 

altas taxas de perda de massa são alcançadas (aproximadamente 25% da 

massa inicial é degradada) (WEBSTER, BENFIELD, 1986). A fragmentação 

reduz o tamanho original do detrito, estando comumente relacionada com a 

turbulência das águas, as intempéries climáticas, a ação dos ventos e atividade 

de alimentação de macro-organismos (LUSH; HYNES, 1973; SWIFT et al., 

1979).  

As partículas podem ser decompostas sob a presença ou ausência de 

oxigênio, dependendo do compartimento que se encontrarem (coluna d‘água, 

sedimento, interface sedimento-água). A decomposição anaeróbica é realizada 

através de diferentes vias, podendo utilizar nitrato, sulfato ou gás carbônico 

como aceptores de elétrons. A energia é armazenada em compostos 

intermediários como ácido sulfídrico e metano, que podem ser carreados a 

zonas aeróbias e oxidados (LYNCH; HOBBIE, 1988; SCIESSERE, 2011). 

A decomposição do detrito é mais lenta, dependente da colonização do 

detrito por fungos e bactérias e da atividade enzimática destes microrganismos: 

quanto maior for a concentração inicial de nutrientes da planta e de compostos 

refratários, como os lignocelulósicos e os húmicos, maior a duração desta 

etapa (ALLAN, 1996; APRILE et al., 1999). Estima-se que a velocidade média 

de perda de massa da matéria orgânica lábil oriunda das macrófitas aquáticas 

é 100 vezes maior do que a mineralização da matéria orgânica refratária 

(BIANCHINI, JR., 2003). A celulose e a hemicelulose são degradadas a 

velocidades próximas da perda de massa, enquanto a lignina, assim como os 
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elementos a ela complexados, é decomposta mais vagarosamente, 

acumulando-se no ambiente (ALLAN, 1996). 

As frações da matéria orgânica não consumidas, juntamente com as 

ressintetizadas, geram um excedente que se acumula no ambiente, 

principalmente no sedimento, resultando na formação de ácidos húmicos. 

Contudo, em ecossistemas tropicais a mineralização dos detritos tem alto 

rendimento e tende a competir até mesmo com a humificação (BIANCHINI JR., 

1985; BIANCHINI JR. et al, 2004). 

 

4.3 ENZIMAS ENVOLVIDAS NA DECOMPOSIÇÃO VEGETAL 

A degradação da matéria orgânica particulada pela microbiota 

colonizadora dos detritos requer um aparato enzimático bastante específico, 

contendo principalmente enzimas extracelulares, que são difusíveis através das 

membranas celulares e podem ser secretadas ou estar aderidas na superfície 

celular. A expressão destas enzimas é regulada pela disponibilidade de 

nutrientes do meio, sendo produzidas conforme o equilíbrio entre a composição 

da biomassa vegetal e de seus detritos, a eficiência de assimilação dos 

nutrientes e o crescimento microbiano. A atividade destas enzimas é uma 

medida funcional do controle metabólico dos organismos sob as mudanças 

nutricionais do ambiente e do fluxo de energia dentro da comunidade 

(SINSABAUGH et al., 2009).  

Os microrganismos têm dois tipos de sistemas enzimáticos 

extracelulares: sistemas hidrolíticos, que produzem hidrolases e degradam 

principalmente celulose e hemicelulose; e um sistema único lignolítico e 

oxidativo, capaz de despolimerizar a lignina (PÉREZ et al., 2002). A maioria 
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das enzimas produzidas em ecossistemas aquáticos é secretada 

constantemente, a baixos níveis, e tem papel substancial nestes ambientes 

(CHRÓST, 1991). As taxas de decomposição dos detritos também são 

favorecidas pela atividade do plâncton fotoautototrófico, que pode interferir nas 

condições de oxi-redução e acidez do meio, criando condições favoráveis e 

incrementando a atividade de enzimas microbianas oxidativas e hidrolíticas 

(CUNHA-SANTINO et al., 2003). A ação sinérgica de diferentes 

microrganismos sobre compostos orgânicos complexos permite que as 

moléculas mais simples oriundas destas reações possam ser consumidas, 

inclusive por microrganismos que não apresentam aparato enzimático 

compatível com estes substratos (GOLUEKE, 1991; GOLUEKE 1992). 

A celulose é o principal constituinte das células vegetais, sendo o 

polissacarídeo mais abundante da Terra. Sua composição química consiste em 

resíduos de D-glicose conectados por ligações glicosídicas β-1,4, os quais 

formam longas cadeias lineares. Contém regiões cristalinas, nas quais as 

cadeias individuais estão ligadas umas às outras e rigidamente organizadas, e 

regiões amorfas, menos ordenadas, mais suscetíveis à degradação 

(BALDRIAN; VALÁSKOVÁ, 2008). O padrão de ligação entre as cadeias de D-

glicose gera fibras que podem ser encontradas na forma pura ou embebidas 

em uma matriz contendo hemicelulose e lignina, o que resulta em uma 

composição molecular bastante complexa (HORN, 1994). Variações no grau de 

acessibilidade e cristalinidade da celulose são a base da diferenciação de nicho 

entre os microrganismos celulolíticos. 

As principais enzimas envolvidas na degradação da celulose são as 

endoglicanases, exoglicanases e celobiohidrolases. As endoglicanases 
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hidrolisam randomicamente as ligações glicosídicas β-1,4, gerando 

oligossacarídeos com diferentes terminações, sob as quais atuam as 

exoglicanases, ocorrendo a liberação final de celobiose. A celobiose ou celo-

oligossacarídeos residuais podem sofrer desidrogenação por celobiose 

desidrogenases ou ser reduzidos em monômeros de glicose pela ação das  β-

glicosidades (BALDRIAN; VALÁSKOVÁ, 2008; CUNHA-SANTINO et al., 2008).  

As celulases - conjunto de enzimas que atuam na quebra da celulose - 

são categorizadas em diferentes famílias enzimáticas, sugerindo-se que a 

especificidade por um substrato comum surgiu como um processo de evolução 

convergente (LYND et al., 2002). As celulases exibem uma ampla 

especificidade e podem atuar em substratos similares: endoglicanases agem 

também sobre hemicelulose, galactomanana, galactoglucomanana ou manana 

(KELISH et al., 1969); xilanas podem ser degradadas por alguns tipos de 

endoglicanases e celobiohidrolases (COHEN et al., 2005; VALÁSKOVÁ; 

BALDRIAN, 2006); β-glicosidades, embora tenham alto grau de especificidade, 

podem clivar hemicelulose, manose, xilose e galactose (BALDRIAN; 

VALÁSKOVÁ, 2008). 

A hemicelulose é o segundo polímero mais abundante no mundo (BIAN 

et al., 2010), preenche lacunas do tecido vegetal; forma a matriz que envolve 

as fibras de celulose e une a lignina a estas fibras, interferindo no grau de 

agregação e no padrão de ligações intermoleculares destes compostos; e tem 

função na regulação da estrutura terciária na formação da parede celular 

(ATALLA et al., 2002). É um carboidrato complexo, de baixo peso molecular, 

que pode compreender de 20 a 35% da biomassa de compostos 

lignocelulósicos (SAHA, 2003).  
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Comparada à celulose, a principal diferença consiste na diversidade de 

açúcares que constituem as hemiceluloses: D-xilose, D-manose, D-galactose, 

D-glicose, L-arabinose ou ácidos 4-O-metil-glicurônico, D-galacturônico e D-

glicurônico. Os monômeros são dispostos em curtas cadeias laterais e 

geralmente unidos por ligações glicosídicas β-1,4, e menos frequentemente por 

ligações glicosídicas β-1,3. Tem estrutura não-cristalina, ramificada, ionizada e 

não forma agregados, mesmo quando co-cristalinizados com cadeias de 

celulose, e reduzem-se a açúcares e ácido acético ao serem biodegradadas 

(PÉREZ et al., 2002). Graças à ampla diversidade de hemiceluloses, a 

degradação deste polímero requer a ação conjunta de mais de 24 enzimas 

(AHMED et al., 2001).  

A xilana, um dos exemplos mais comuns de hemicelulose, é 

primariamente hidrolisada por β-1,4-endoxilanases, gerando xilano-

oligossacarídeos. Sobre essas moléculas ainda atuam as β-xilosidades, que 

reduzem os oligossacarídeos a monômeros de xilose, e algumas enzimas 

acessórias (xilano esterases, esterases ferúlicas e p-cumáricas, 

arabinofurosidades e metil-glicuronosidases), que paralelamente hidrolisam 

xilanas e manoses em sinergia com as demais enzimas (PÉREZ et al., 2002; 

SAHA, 2003). 

A lignina confere às células das plantas suporte estrutural, 

impermeabilidade e resistência ao estresse oxidativo e ao ataque microbiano. 

São polímeros com estrutura amorfa e heterogênea, não solúveis em água e 

opticamente inativos. Configuram o material recalcitrante mais resistente à 

decomposição biológica, pois, diferentemente dos outros polímeros, consistem 

em subunidades de fenil-propano conectadas por ligações C-C e aril-éter 
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(PÉREZ et al., 2002). A despolimerização inicial da lignina pode liberar 

produtos instáveis, suscetíveis a diferentes reações não específicas de 

oxidação, referidas como “combustão enzimática” (KIRK; FARREL, 1987).  

As duas principais famílias de enzimas que atuam sobre a lignina são 

as peroxidases (lignina peroxidases e peroxidases dependentes de manganês) 

e as lacases, que utilizam mediadores de baixo peso molecular para executar o 

processo de quebra da molécula. Adicionalmente, enzimas redutivas como 

celobiose e aril-álcool oxidases e aril álcool desidrogenases também atuam na 

quebra da lignina, processo que ocorre estritamente em condições aeróbicas 

(CULLE, 1997; BOER et al., 2005). 

A degradação aeróbica da celulose e da lignina é amplamente 

distribuída entre os fungos, principalmente entre Basidiomycota e Ascomycota 

(ABDEL-RAHEEM; SHEARER, 2002; BOER et al., 2005). A celulose também é 

degradada por bactérias filamentosas (Streptomyces, Micromonospora) e não 

filamentosas (Bacillus, Cellulomonas, Cytophaga) (COOKE; RAYNER, 1984; 

LYND et al., 2002). A lignina é majoritariamente degradada por basidiomicetos 

coletivamente chamados de “fungos da podridão branca” (BOER et al., 2005). 

A hemicelulose é principalmente processada por xilanases, enzimas que têm 

sido descritas em actinobactérias Thermomonospora e Actinomadura, e em 

bactérias Bacillus sp. e Streptomyces viridosporus (BLANCA et al., 1999; 

GEORGE et al., 2001). As endomananases têm sido descritas em fungos da 

podridão branca e ascomicetos (KIRK; CULLEN, 1998).  Os fungos da podridão 

branca também têm sido os principais produtores das α-galactosidases e β-

manosidases descritos na literatura (PÉREZ et al., 2002). 
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Os microrganismos colonizadores dos detritos também participam da 

decomposição dos vegetais através da produção de enzimas que degradam 

outras moléculas: lipases - os lipídeos são os principais componentes da cutina 

das plantas; amilases, o amido é a substância de reserva de energia nos 

vegetais; e proteinases, os vegetais são compostos por uma infinidade de 

proteínas (proteínas estruturais, proteínas de defesa, e. g.). Mautone e 

colaboradores (2010) avaliaram a capacidade degradativa que as leveduras do 

filoplano de diferentes espécies de planta apresentavam, revelando a produção 

de esterases, amilases, caseinases, e gelatinases, indicando que as leveduras 

do filoplano são boas fontes de enzimas de interesse industrial. Uma ampla 

gama de leveduras ascomicéticas já foi reportada pela produção de amilases 

(MOT et al., 1994). Uma amilase termoestável de uma cepa de Cryptococcus já 

foi estudada para fins de aplicabilidade industrial (IEFUJI et al., 1996). Isolados 

de leveduras de ambientes polares produzem eficientemente enzimas 

comumente encontradas em leveduras do filoplano (TURCHETTI et al., 2008; 

LOPERENA et al., 2012). 

 

4.4 MICROBIOTA DECOMPOSITORA 

 Bactérias e fungos interagem em sinergia e antagonismo ao colonizar os 

tecidos vegetais, influenciando diretamente o processo de decomposição como 

um todo (MILLE-LINDBLOM; TRANVIK, 2002). Alguns estudos sugerem que 

são raras as espécies dominantes nas comunidades bacterianas, estando 

estas dispostas uniformemente e coexistindo sob os substratos vegetais na 

maioria das vezes em baixa frequência (ZHOU et al., 2002; STACH et al., 

2003). A dominância indica a presença de poucas espécies adaptadas à 



18 

 

competição por determinados recursos de um ambiente. Contrariamente às 

bactérias, a estrutura das comunidades fúngicas não é muito bem 

compreendida, mas evidências têm indicado que a micobiota associada às 

plantas é altamente diversa (VANDENKOORNHUYSE et al., 2000; SCHADT et 

al., 2003; GANLEY et al., 2004). 

O grupo mais abundante na filosfera e melhor estudado neste contexto 

é o das bactérias. Leveduras e fungos leveduriformes (“yeast-like fungi”) são 

organismos bastante ativos no filoplano. Os fungos leveduriformes são fungos 

unicelulares com habilidade de desenvolver estrutura de micélio em resposta 

às condições ambientais, ou seja: ora se comportam como leveduras, ora como 

fungos filamentosos. Tal característica é mais comum em Ascomycota. As 

leveduras negras, pertencentes ao grupo dos fungos leveduriformes, 

apresentam parede celular melanizada, exibem crescimento micelial e geram 

conídias (STERFLINGER, 2006), representando o grupo mais ativo dentre os 

fungos decompositores. Os fungos filamentosos são colonizadores transientes, 

pois estão presentes nas folhas principalmente na forma de esporos dormentes 

(ANDREWS; HARRIS, 2000; LINDOW; BRANDL, 2003; WHIPPS et al., 2008).  

Avaliando-se simultaneamente a atividade decompositora destes 

microrganismos nas marismas, tem-se hipotetizado o fracionamento temporal 

na exploração dos recursos disponíveis: a transformação inicial da matéria 

orgânica se dá com a atividade enzimática dos fungos; enquanto as bactérias 

colonizam gradualmente o detrito pré-processado, participando 

significativamente na decomposição tardia (BENNER et al., 1986; NEWELL et 

al., 1989). Macrófitas aquáticas do gênero Spartina, plantas de marismas 
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bastante estudadas, podem perder até 60% da massa inicial no estágio da 

decomposição dominado pela colonização fúngica (NEWELL; PORTER, 2000). 

No entanto, esta visão de segregação temporal entre fungos e 

bactérias tem se revelado muito simplista e insuficiente pra explicar diversas 

questões relacionadas à decomposição (BUCHAN et al., 2003). Bactérias e 

fungos metabolicamente ativos têm ocorrido concomitantemente nos detritos 

de Spartina (NEWELL; PALM, 1998). Uma ampla visão, que reconheça o 

potencial para interações fisiológicas e ecológicas entre a coocorrência destes 

grupos, pode ser uma perspectiva mais valorosa e coerente para o 

direcionamento da matéria orgânica vegetal nos ecossistemas costeiros 

(MILLE-LINDBLOM; TRANVIK, 2002). 

As comunidades microbianas decompositoras das marismas vêm 

apresentando baixa a moderada variabilidade espacial, mas vêm variando 

consideravelmente com o passar do tempo de decomposição. Tal variabilidade 

não pode ser simplesmente explicada pela sucessão de organismos nem pela 

correlação com fatores ambientais. Ao longo de todo o processo de 

decomposição tem-se observado correlações positivas e negativas entre a 

abundância de fungos e bactérias, interações ecológicas que influenciam 

diretamente tal variabilidade (BUCHAN et al., 2003).  

  

4.5 MÉTODOS DE ESTUDO APLICADOS 

 

4.5.1 Tipos de ensaio e caracterização do substrato 

O método mais comum de analisar a decomposição de detritos foliares 

é denominado “litter bags” (sacos de decomposição) (FALCONER et al., 1933; 



20 

 

LUNT, 1993). São embalagens vazadas, normalmente feitas com tela plástica 

de malha variável, nas quais são depositados fragmentos das plantas 

estudadas. Pode, muitas vezes, subestimar as taxas de decomposição 

avaliadas, mas é bem difundido que os resultados dos litter bags refletem 

confiavelmente as características da matéria vegetal ao longo do tempo, 

permitindo comparações entre locais, espécies e manipulações experimentais 

(KELMAN; LANG, 1982; WETZEL; LIKENS, 1991). O método também vem 

sendo aplicado na análise das comunidades microbianas decompositoras in 

situ de diversos ambientes, incluindo as marismas (KUEHN; SUBERKROPP, 

1998; HICKENBICK et al., 2004; SIMÕES et al., 2011; SNAJDR et al., 2011; 

SILVEIRA, 2012). 

A principal medida de decomposição da matéria vegetal ao longo do 

tempo é a perda de massa dos detritos contidos nos “litter bags”. Os ensaios 

realizados in vitro com câmaras de decomposição, medem a degradação dos 

detritos através do consumo de oxigênio e das evoluções de dióxido de 

carbono e metano (THOMAZ et al., 2004). 

 Os principais elementos analisados para caracterizar o material em 

decomposição são C (elemento que corresponde até 50% do peso seco das 

macrófitas aquáticas) e N (até 4% do peso seco das macrófitas aquáticas) 

(BIANCHINI JR.; CUNHA-SANTINO, 2008). O detrito tem maior complexidade 

química e qualidade nutricional quanto maior for a razão C:N de sua 

composição. As taxas de decomposição têm sido correlacionadas 

positivamente com a concentração inicial de N e negativamente 

correlacionadas com a razão C:N (maior quantidade de compostos estruturais 

complexos nas células vegetais) (SIMÕES et al., 2011).  
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4.5.2 Standing litter 

Um importante fator a ser considerado em estudos de decomposição é 

que o processo inicia-se na planta viva, muitas vezes antes de ocorrer o 

processo de abscisão e queda da porção senescente, referida como “standing 

litter” (NEWELL, 1983). Barlöcher e Biddiscombe (1996) mostraram que 

mesmo antes de cair ao solo, a maioria das folhas senescentes de Typha 

latifolia já perde peso. A microbiota colonizadora da parte aérea das plantas 

atua pontualmente, mas se mantém sob a planta parental. Tal mecanismo 

favorece o acúmulo de material particulado no ambiente de origem, o que é de 

suma importância na manutenção de ecossistemas como as marismas 

(CHRISTIAN et al., 1990; NEWELL, 1993; NEWELL, 1996; BÄRLOCHER; 

BIDDISCOMBE, 1996; SAMIAJI; BÄRLOCHER, 1996).  

A geração do detrito vegetal desde a planta viva também vem sendo 

ponderada em muitos estudos em ecologia de marismas, tornando a análise da 

comunidade microbiana decompositora mais completa (NEWELL, 1993; 

ARSUFFI; PALM, 1996; NEWELL, 1996; NEWELL et al. 1996; NEWELL et al. 

1989). Alguns destes estudos diferenciam as folhas coletadas em 

decomposição inicial e tardia: aquelas em estágio inicial fazem parte da face 

aérea da planta, enquanto aquelas em estágio tardio, embora ainda anexadas 

à planta, encontram-se colapsadas com o solo (BUCHAN et al., 2003; LYONS 

et al. 2010). 

 

4.5.3 Isótopos estáveis 

Isótopos estáveis são átomos de um mesmo elemento que apresentam 

nuvens de elétrons iguais (mesmas propriedades químicas), mas núcleos de 
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configurações diferentes, o que também torna a massa e as propriedades 

físicas destes átomos diferentes e permite traçar a origem de determinados 

elementos. Cada relação isotópica requer uma técnica específica de marcação, 

mas em linhas gerais depende do uso de cromatógrafos e espectrômetro de 

massas. 

A maior parte dos trabalhos utilizando marcação isotópica foca na 

contribuição das macrófitas em ecossistemas aquáticos (estuários, lagos, rios) 

(BRISTOW et al., 2013; COUTO et al., 2013) e o fluxo de carbono para as teias 

tróficas locais (ABREU et al., 2006; FRANÇA et al. 2011; BAKER et al., 2013). 

No entanto, outros estudos vêm sendo mais direcionados a explorar aspectos 

da ecologia microbiana destes ambientes.   

Compostos lignocelulósicos marcados com 14C já foram utilizados para 

avaliar a contribuição de fungos aquáticos na decomposição das macrófitas 

Spartina alterniflora (BENNER et al., 1984) e Carex walkeriana (BERGBAUER 

et al., 1992). Verificou-se que os compostos lignocelulósicos de S. alterniflora 

foram foi degradado duas vezes mais lentamento do que os demais 

polissacarídeos desta macrófita, enquanto para C. walkeriana a taxam foi até 

cinco vezes inferior. 

Microrganismos oxidantes de metano já foram mapeados e 

quantificados em sedimentos (CABRAL et al., 2010) e em áreas de turfa 

(GUPTA et al., 2013) deste modo. España e colaboradores (2011) combinaram 

análises de RNAr 18S com o uso  de sondas de DNA marcadas com 15N para 

identificar os fungos envolvidos com a degradação da matéria orgânica no 

sedimento. Wing e colegas (2012) utilizaram a técnica para analisar o quanto 

as comunidades microbianas de um glacial costeiro da Antártica contribuem 
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para a produtividade das comunidades do Atlântico, indicando que as 

mudanças climáticas globais poderão afetar a produtividade secundária e a 

estabilidade das teias alimentares nos polos. 

 

4.5.4 Métodos tradicionais 

 Os métodos tradicionais de análise de microrganismos 

decompositores incluem análises microscópicas e obtenção de culturas puras 

dos microrganismos. O exame microscópico de amostras in situ fornece 

informações importantes sobre a distribuição espacial, o biovolume, os ciclos 

de geração e a abundância dos fungos no ambiente, elementos que não 

podem ser caracterizados utilizando-se apenas ferramentas moleculares 

(BUESING et al., 2005). Ao mesmo tempo, a heterogeneidade filogenética dos 

fungos de ecossistemas aquáticos, locais que abrigam desde primitivos fungos 

zoospóricos até os desenvolvidos hifomicetos, torna a identificação 

microscópica uma técnica laboriosa, na qual há grande margem de erro 

(WURZBACHER et al., 2010).  

Há diferentes protocolos de coloração de hifas, aplicando-se os mais 

variados corantes no processo (ELLIS et al., 2007). A nova geração de 

corantes inclui fluoróforos específicos, usualmente empregados em formas 

filamentosas e leveduras. Os compostos da parede celular são os principais 

alvos destes marcadores: glicanas, lecitinas (Calcofluor White), anticorpos 

monoclonais espécie-específicos e domínios de quitina (ROBIN et al., 1986; 

BERMINGHAM et al., 1995; SCHÜBLES et al., 1996; MARSHALL et al., 1997; 

RACHINI et al., 2007). Apesar da especificidade destes corantes vir sendo 

questionada, assume-se que o método é eficiente para reconhecer os 
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diferentes grupos de fungos quando complementado com análises de 

morfologia celular (HICKEY et al., 2005). 

 

4.5.5 Fluorescence in situ hybridization - FISH 

Outra abordagem microscópica dirigida ao estudo da atividade e 

filogenia dos fungos é a hibridização in situ de sondas de oligonucleotídeos de 

RNA ribossômico marcadas por fluorescência (FISH - “fluorescence in situ 

hybridization”). O método tem sido aplicado tanto em coleções de fungos 

previamente isolados quanto diretamente em amostras ambientais, tendo esta 

última análise algumas implicações metodológicas (e. g. autoflorescência do 

substrato). A intensidade diferencial entre o sinal de células de uma mesma 

hifa também tem sido problemática, uma vez que estas apresentam distinta 

atividade metabólica ou permeabilidade às sondas (WURZBACHER et al., 

2010).  

Bons resultados foram obtidos para Aureobasidium pullulans ao se 

utilizar sondas com múltiplas marcações e prévia digestão enzimática da 

parede celular (LI et al., 1997, SPEAR et al., 1999). A digestão enzimática da 

parede celular (lise de glicanas ou quitina) e agentes químicos posteriores à 

fixação das células aumentam a difusão das sondas moleculares (SPEAR et 

al., 1999; CIMINO et al., 2006). Baseando-se na acessibilidade das sondas às 

regiões de RNAr, foram inventariados mapas de variabilidade tanto de regiões 

da subunidade maior (LSU, “larger subunit”) (INACIO et al., 2003; RÖDER et 

al., 2007), quanto da subunidade menor (SSU, “small subunit”) ribossômica 

(BEHRENS et al., 2003; BAKER et al., 2004). 
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4.5.6 Biomassa 

A biomassa é frequentemente escolhida como uma forma de estimar a 

abundância de um grupo de organismos. O emprego de métodos acurados e 

confiáveis para determinar a biomassa microbiana das plantas é essencial para 

quantitativamente avaliar seu papel em funções no ambiente tais como: 

decomposição, ciclos de nutrientes e cadeia alimentar (NEWEL, 1992; 

NEWELL, 1993; GESSNER; NEWELL, 2002; GESSNER et al., 2003; KLEIN; 

PASCHKE, 2004; GESSNER et al., 2007; SUBERKROPP, 2008). O uso de 

biomarcadores permite traçar a origem e os processos de evolução da matéria 

orgânica (MUDGE; NORRIS, 1997). Como os fungos degradam as 

macromoléculas por penetração interna do micélio no substrato vegetal, é difícil 

distinguir a biomassa fúngica das células da planta, o que torna confusa a 

identificação e distinção morfológica entre as hifas via microscopia direta 

(WETZEL; LIKENS, 1991).  

O ergosterol, éster presente na membrana celular de fungos 

metabolicamente ativos, é o biomarcarcador padrão para estimar a biomassa 

fúngica viva de Ascomycota e Basidiomycota (THOUMELIN et al., 1997; 

GESSNER et al., 2003). No entanto, em ambientes protegidos da luz, o 

ergosterol persiste mesmo após a morte dos fungos (MILLE-LINDBLOM et al., 

2004). Chitridiomycota, Oomycota e alguns Zygomycota não contêm ergosterol, 

sendo estes grupos analisados por FISH, microscopia, marcadores 

fluorescentes de quitina ou glicana (que também podem ser quantificados por 

HPLC), ou atividade de proteínas (GESSNER et al., 2003; KLEIN; PASCHLE, 

2004; PASCHKE, 2004; RASCONI et al., 2009; WURZBACHER et al., 2010). 

Os biomarcadores utilizados usualmente para bactérias são os ácidos graxos 
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polinsaturados contendo entre 15 e 17 carbonos (GESSNER; NEWELL, 2002). 

A análise destes lipídeos de membrana geralmente utiliza técnica de extração 

bruta em metanol e purificação em cromatografia gasosa (HPLC) (DAVIS; 

LAMAR, 1992). 

 

4.5.7 Métodos moleculares 

Abordagens tradicionais de cultivo são apontadas como não 

representativas das espécies dominantes nos ambientes marinhos (DELONG 

et al., 1996; DUNBAR et al., 2001), sendo crescente a utilização de métodos 

moleculares para analisar comunidades microbianas das marismas (BUCHAN 

et al., 2003; LYONS et al., 2010). Um grande número de novos taxa, muitos 

dos quais não são passíveis de cultivo em laboratório, vêm sendo identificados 

através destes métodos (SEENA et al., 2008). 

O DNA “fingerprinting” consiste na reação em cadeia da polimerase 

(PCR) com oligonucleotídeos iniciadores específicos para um grupo (reino, filo 

e.g.). As técnicas mais utilizadas na análise das sequências obtidas são 

eletroforese em gel desnaturante/temperatura (D/TGGE), polimorfismo do 

fragmento terminal (T-RFLP) e espaçadores ribossomais intergênicos (ARISA) 

(NIKOLCHEVA et al., 2003; NIKOLCHEVA; BÄRLOCHER, 2004; GADANHO; 

SAMPAIO, 2004; TORZILLI et al., 2006). Os genes mais comumente marcados 

e com uma ampla gama de oligonucleotídeos iniciadores disponíveis 

correspondem às subunidades (SSU e LSU) e espaçadores (ITS) ribossomais. 

Adicionalmente, em menor escala, são usados genes metabólicos 

mitocondriais ou β-tubulina (MITCHELL; ZUCCARO, 2006). A análise da 

diversidade destes genes permite comparar padrões em comunidades 
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conforme um gradiente espacial ou temporal (sucessão) num determinado 

habitat. Vem sendo empregada no estudo de fungos colonizadores de folhas 

submersas em rios e lagos (NIKOLCHEVA; BÄRLOCHER, 2005; RAVIRAJA et 

al., 2005; MILLE-LINDBLOM et al., 2006;  DAS et al., 2007), na diferenciação 

de isolados (LIBKIND et al., 2003) e na seleção de biblioteca de clones 

(NEUBERT et al., 2006).  

Uma técnica recente, designada PCR em tempo real, evoluiu da 

técnica de PCR convencional, com o objetivo de minimizar as suas numerosas 

limitações. Também conhecida como PCR quantitativa ou PCR em tempo real 

quantitativa, é um método de quantificação e amplificação simultânea do DNA. 

Baseia-se na detecção e quantificação de um composto fluorescente (durante 

as primeiras fases da PCR), assentando num princípio básico de que o 

aumento significativo da quantidade de produto da PCR está correlacionado 

com a quantidade inicial do alvo (OLIVEIRA, 2010). Diferentes grupos 

microbianos podem ser mensurados, em combinação com a técnica de PCR 

multiplex, e.g.. (PEREZ-OSORIO; FRANKLIN, 2008).  A PCR quantitativa vem 

sendo utilizada em estudos de arqueias e bactérias oxidantes de amônia 

presentes nas raízes (HERMANN et al., 2008; 2009) e de fungos endófitos de 

macrófitas aquáticas (SANDBERG et al., 2014) ou associados a detritos de 

macroalgas (ZUCCARO et al., 2008),  

Apesar das aparentes vantagens destes métodos, muitos detalhes 

devem ser ponderados ao se escolher a melhor estratégia de estudo da 

microbiota. Os padrões de DGGE, e.g., revelam somente os filotipos mais 

abundantes (≥1%). As bibliotecas de clones são reconhecidamente mais 

efetivas que D/TGGE, mas também estão sujeitas a erros de clonagem ou 
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amplificação que afetam a interpretação dos dados. Para análise da 

diversidade fúngica, os erros oriundos das análises de ITS podem ser 

compensados com análises independentes via cultivo ou microscopia 

(WURZBACHER et al., 2010). 

Todas as ferramentas moleculares dependem de oligonucleotídeos 

iniciadores de alta especificidade e baixa margem de erro, e a aplicabilidade 

dos mesmos requer a disponibilidade de bases de dados de qualidade 

(ANDERSON et al., 2003). O DNA genômico ribossomal contem regiões 

conservadas como SSU (17,18S) e 5.8S e outras altamente variáveis, tanto na 

composição quanto no comprimento, como ITS, IGS e LSU (24S, 26S) (FELL 

et al., 2000). O maior problema destas abordagens tem sido a escassez de 

sequências representativas nas bases de dados públicas.  

A região SSU tem apresentado limitada resolução filogenética em nível 

de gênero/espécie. A região ITS tem maior resolução, inclusive em nível de 

espécie, mas possui extensos polimorfismos e é vulnerável a inversões e 

deleções, sendo problemática na construção de árvores filogenéticas 

(WURZBACHER et al., 2010). A região LSU é mais estável do que a ITS, e tem 

resolução similar em domínios divergentes (D1, D2, D7, D8, e.g.) e 

frequentemente é eficiente para identificação das espécies de fungos (RÖDER 

et al., 2007; SAMPAIO et al., 2007). Às vezes a análise isolada de uma ou 

outra região não é suficiente para identificar uma amostra, e então a estratégia 

adotada é acessar ambas as regiões do DNA (BUTINAR et al., 2007). 

Ferramentas moleculares inovadoras como a metagenômica e a 

transcriptômica (expressão dos genes) vislumbram a totalidade da diversidade 

genética presente e/ou ativa em um ambiente. Permitem previsões sobre o 
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potencial bioquímico de uma determinada comunidade ou a caracterização de 

amostras ambientais para posterior validação experimental. Análises 

metagenômicas vêm sendo aplicadas ao estudo das comunidades microbianas 

da rizosfera de macrófitas aquáticas (BODELIER et al., 2006; TRIAS et al., 

2012) e do epifíton de macroalgas (BURKE, 2010). As atividades metabólicas 

de oxidação de amônia e de transformação de mercúrio já foram monitoradas 

em bactérias da rizosfera de macrófitas aquáticas por transcriptômica 

(NIKOLAUSZ et al., 2008; COSIO et al., 2013). Tais técnicas requerem 

notáveis investimentos pós-experimentais em mão de obra especializada e 

bioinformática (BHADAURIA et al., 2007). 

Apesar do elevado potencial da biologia molecular para o estudo dos 

fungos de ambientes aquáticos, todas as informações foram obtidas via 

sequenciamento carecem de contexto e de identificações acopladas a bases 

de dados confiáveis e abrangentes. Apenas uma pequena proporção de 

informações sobre fungos aquáticos já foi validada nos bancos de dados 

disponíveis (WURZBACHER et al., 2010). Estudos convencionais baseados em 

identificação morfológica por análises microscópicas (CZECZUGA et al., 2005; 

VAN RYCKEGEM et al., 2007) podem confirmar as identificações obtidas. 

 

4.6 CONHECIMENTO SOBRE MICRORGANISMOS COLONIZADORES DE 

PLANTAS AQUÁTICAS E DETRITOS 

 

4.6.1 Bactérias 

A superfície de macroalgas e macrófitas aquáticas é abundantemente e 

ubiquamente colonizada por bactérias epifíticas (ARMSTRONG et al., 2000;  
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SHIBA; TAGA, 1980). Sabe-se há quase trinta anos que a colonização 

microbiana é capaz de interferir no desenvolvimento e na morfologia normal 

das algas verdes (MATSUO et al., 2005). A associação entre macrófitas e 

bactérias também é importante para a remoção de nutrientes e limpeza de 

águas eutrofizadas (HIORNS et al., 1995; ERIKSSON; WEISNER, 1999; 

ERIKSSON, 2001; CHANG et al., 2006; GORRA et al., 2007; HERRMANN et 

al., 2008). A Tabela 1 resume boa parte dos estudos que já foram realizados 

sobre bactérias oriundas de algas e macrófitas aquáticas. 

 

Tabela 1. Compilação de alguns estudos já realizados com enfoque na 

colonização bacteriana de algas e macrófitas. 

Tema abordado 
Grupos principais e outras 

informações relevantes 
Planta Referência 

Promoção da 

morfogênese 

normal das algas 

 Ulva lactuca 
PROVASOLI; 

PINTNER, 1980 

Cytophaga, Flavobacterium,          

Vibrio, Pseudomonas, Halomonas, 

Escherichia, cocos gram-positivos. 

Ulva pertusa 

NAKANISHI et al., 

1996; NAKANISHI et 

al., 1999 

 Monostroma oxyspermum 
MATSUO et al., 

2003; 2005 

 Ulva linza 

FRIES, 1975;  

MARSHALL et al., 

2006 

 Ulva compressa FRIES, 1975 

Cytophaga, Flavobacterium Monostroma oxyspermum 
MATSUO et al., 

2003; 2005 
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Remoção de 

nutrientes e 

limpeza de águas 

eutrofizadas 

bactérias nitrificantes e 

desnitrificantes 

Potamogeton pectinatus 

(epifíton) 

ERIKSSON, 2001;  

ERIKSSON; 

WEISNER, 1999 

bactérias desnitrificantes, nitrificantes 

e oxidantes de amônia 

Ceratophyllum demersum, 

Potamogeton natans, 

Potamogeton crispus, 

Sagittaria sagittifolia, 

Sparganium emersum e 

Potamogeton pectinatus 

KORNER, 1999 

Nitrospira Phragmites australis GORRA et al., 2007 

Archaea oxidantes de amônia raízes Littorella uniflora 
HERRMANN et al., 

2008 

efetividade de sistemas micróbio-

planta testada com bactérias 

amonificantes, nitrificantes e 

desnitrificantes 

Eichhornia crassipes e 

Elodea nuttallii 
CHANG et al., 2006 

bactérias oxidantes de amônia - 

sondas específicas de DNA (rrn 

operon) 

Potamogeton pectinatus e 

Chara aspera (epifíton) 
COCI et al., 2011 

    

    

    

Contagem de 

bactérias 

epifíticas 

Flexibacterium e Leucothrix, 

cianobactérias e cocos. Média anual: 

6 × 107 células cm-2 

Laminaria digitata (epifíton) 
CORRE; PRIEUR, 

1990 

Acinetobacter, Cytophaga, 

Flavobacterium, Moraxella, 

Pseudomonas, Alcaligenes, Vibrio, 

Aeromonas, Micrococcus, 

Enterobacter e dois grupos de 

Myriophyllum spicatum CHAND et al., 1992 
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bactérias fastidiosas (bacilo e coco 

gram-negativos). Contagens entre 

2,77 e 8,31 106 células cm-1. 

4,52 × 108 a 5,96 × 109 células.g-1 Diversas espécies RYBAKOVA, 2010 

   

Presença de 

bactérias 

endofíticas 

Observação microscópica 

Bryopsis, Penicillus, 

Halimeda, Udotea e 

Caulerpa 

 

BURR; WEST, 1970; 

TURNER; 

FRIEDMAN, 1974; 

DAWES; LOHR, 

1978; COLOMBO, 

1978; CHISOLM et 

al., 1996; 

DELBRIDGE et al., 

2004 

Arcobacter, Bacteroidetes, 

Flavobacteriaceae, Mycoplasma, 

Labrenzia, Phyllobacteriaceae e 

Xanthomonadaceae 

Bryopsis 
HOLLANTS et al., 

2011 

Biofilme 

microbiano 

Cytophaga-Flavobacteria-

Bacteroidetes (5-35% do total das 

céluas), Alphaproteobacteria (3-17% 

do total das células). 

Betaproteobacteria, 

gammaproteobacteria, actinomicetos 

(5-10% do total das células). 

Myriophyllum spicatum e 

Chara aspera 
HEMPEL et al., 2008 

Pseudalteromonas tunicata (até 108 

células ml-1) e Roseobacter 

gallaeciensis (dominante) 

Ulva australis HUSS; WEHR, 2004 

Bacillus, Paenibacillus Phragmites australis TSUCHIYA et al., 
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Janthinobacterium, Pseudomonas, 

Pantoea, Oxalobacter, 

Hymenobacter, Serratia, 

Sinorhizobium, Rhodobacter, 

Rhizobium, Arcicella, Methylosinus, 

Duganella, Sphingomonas, 

Rhodoferax, Clostridium, 

Acinetobacter, Massilia, Klebsiella, 

Enterobacter, Geobacillus, 

Thioprofundum, Flavobacterium, 

Pedobacter, Dechloromonas, 

Asticcacaulis, Stenotrophomonas, 

Epilithonimonas, Moraxella 

2011 

    

Isolamento de 

actinomicetos 

Streptomycetes, Pseudonocardia, 

Nocardia, Micromonospora e 

Actinoplanes 

Sparganium americanum, 

Microanthemum 

umbrosum, Ranunculus 

pusillus 

WOHL; 

MCARTHUR, 1998 

Decomposição e 

produtividade 

bacteriana 

Decomposição mais elevada entre 

os 40 e 60 dias de incubação no 

ambiente: redução de 60 a 95% do 

peso inicial em Potamogeton 

perfoliatus e de 20 a 50% em 

Phragmites australis. 

Potamogeton perfoliatus e 

Phragmites australis 
BELOVA, 1993 

Altas taxas nos primeiros 4 dias do 

experimento (ensaio teve 30 dias de 

duração). Bactérias agregadas às 

partículas apresentaram taxas de 

respiração até quatro vezes maior do 

que as bactérias livres. 

Scirpus maritimus 

ANESIO et al., 2003; 

BREPOHL et al. 

1996 
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Reportada interação de predação 

entre flagelados e bactérias. O 

incremento de nutrientes de origem 

bacteriana não foi significativo, 

atribuindo-se aos fungos o papel de 

decompositores principais neste 

ambiente. 

Spartina alterniflora, 

Spartina densiflora e 

Scirpus maritimus 

HICKENBICK et al. 

2004 

 

 

 4.6.2 Fungos filamentosos 

A “standing litter” tem suportado uma grande diversidade de 

ascomicetos e fungos anamórficos terrestes, microbiota que varia de acordo 

com o grau de submersão das plantas (PUGH; MULDER, 1971; APINIS et al., 

1972 a, b; ELLIS; ELLIS, 1985). Os valores de biomassa e produtividade entre 

fungos e bactérias no período inicial da decomposição vêm exibindo a típica 

razão de 9:1 (GESSNER et al., 1997; 2007; KUEHN, 2008). Tal razão é afetada 

pela especificidade do substrato (folhas, caule ou raízes), localização (ápice ou 

base da folha e. g.) e idade do fragmento vegetal (broto recém-formado, 

porções senescentes ou mortas) (KUEHN, 2008). A Tabela 2 resume boa parte 

dos estudos que já foram realizados sobre fungos filamentosos associados a 

macrófitas aquáticas. 
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Tabela 2. Compilação de alguns estudos já realizados com enfoque na 

colonização fúngica de macrófitas. 

Tema abordado 
Grupos principais e outras 

informações relevantes 
Planta Referência 

Produtividade 

fúngica 

Representaram 99% da 

biomassa microbiana e 91% 

da produtividade. 

Juncus effusus KUEHN et al., 2000 

Representaram 99% da 

produtividade microbiana. 
Carex walteriana NEWELL, 1995 

Biomassa fúngica 

Porções aéreas apresentam 

maior biomassa do que partes 

naturalmente submersas 

Phragmites australis, 

Schoenoplectus 

lacustris e Nuphar lutea 

MILLE-LINDBLOM et al., 2006 b 

Micorrizas 

arbusculares 
  

SØNDERGAARD; LAEGAARD, 

1977; LATER; CLAYTON; 

BAGYARAJ, 1984; FARMER, 

1985; WIGAND; STEVENSON, 

1994; PEDERSEN ET AL., 1995; 

WETZEL; VAN DER VALK, 1996; 

CHRISTENSEN; WIGAND, 1998; 

WIGAND et al., 1998; WHITE; 

CHARVAT, 1999; BECK-

NIELSEN; MADSEN, 2001; 

NIELSEN et al., 2004; 

ANDERSEN; ANDERSEN, 2006; 

REDECKER, 2006; BAAR et al., 

2011 
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Decomposição 

Aureobasidium, Cladosporium, 

Alternaria e Phoma são 

comuns na fase inicial da 

decomposição. Ascomicetos e 

basidiomicetos dominaram a 

decomposição tardia. 

 
PUGH; MULDER, 1971; VAN 

RYCKEGEM et al., 2007 

As espécies mais comuns: 

Aphanomyces laevis, 

Saprolegnia litoralis, Pythium 

rostratum (fungos zoospóricos) 

e Acrodictys elaeidicola, 

Anguillospora longissima, 

Angulospora aquatica, 

Lemonniera aquatica, 

Mirandina corticola, 

Tetracladium marchalianum, 

Tetracladium maxiliformis e 

Trinacrium subtile (fungos 

conidiais). 

22 espécies distintas, 

dentre elas Elodea 

canadensis, Hippuris 

vulgaris f. submersa e 

Potamogeton crispus, 

Myriophyllum spicatum, 

Ceratophyllum 

demersum, Fontinalis 

dalicarlica e 

Potamogeton nitens 

CZECZUGA et al., 2005 

Phaeosphaeria spartinicola, 

Mycosphaerella sp., 

Phaeospharia halima, “4 clt” 

(isolado ambiental sem 

descrição formal), 

Buergenerula spartinae e 

espécies mitospóricas 

(prováveis formas 

assexuadas). 

Spartina alterniflora 

BUCHAN et al., 2002; 2003; 

LYONS et al., 2005; 

KOHLMEYER; VOLKMANN-

KOHLMEYER, 2002; NEWELL, 

2001 a; 2001 b; NEWELL; 

PORTER, 2000 

Produção de múltiplos tipos de Spartina alterniflora LYONS et al. 2003 
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laccases por ascomicetos 

decompositores. 

Hierarquia entre espécies de 

fungos decompositores no 

potencial de degradação e nos 

produtos consumidos. 

Crescimento das bactérias 

depende da atuação primária 

dos fungos. 

 
BÄRLOCHER; KENDRICK, 

1974; PASCOAL; CÁSSIO, 2008 

Phaeosphaeria spartinicola, 

Phaeosphaeria halima e 

Mycosphaerella sp. cepa 2 

S. alterniflora, S. 

densiflora, S. foliosa e 

um híbrido entre as 

espécies S. alterniflora e 

S. foliosa 

LYONS et al. 2010 

Diferenças na composição das 

comunidades foram 

encontradas entre as 

espécies, inclusive entre as 

diferentes Spartina, mas não 

entre diferenças regiões 

geográficos. 

S. alterniflora, Spartina 

bakeri, Spartina patens, 

Phragmites australis e 

Juncus roemerianus 

BLUM et al.2004 

 

 

4.5.3 Leveduras 

As leveduras são os microrganismos decompositores menos 

estudados. Sua associação é mais bem documentada em estudos com cactos 

(STARMER, 1982; STARMER et al., 1982; BARKER et al., 1983; LACHANCE 

et al., 1988; ROSA et al., 1994; LAZÉRA et al., 1996; STARMER et al., 2003). 

A ação de organismos (insetos ou pássaros, e.g.) ou de eventuais geadas 
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facilita a ruptura do tecido dos cactos e a consequente colonização de 

microrganismos, primariamente bactérias. Compostos voláteis oriundos da 

fermentação bacteriana parecem atrair moscas, os vetores responsáveis por 

carrear as leveduras até estes fragmentos. As populações de leveduras podem 

alcançar densidades entre 106 a 107 células por grama de tecido vegetal, e são 

os maiores componentes da microbiota de cactos (LACHANCE et al., 1998). 

Rosa e colaboradores (1994) isolaram leveduras associadas ao cacto 

Pilosocereus arrabidae, em ecossistemas de restinga do sudeste do Brasil. As 

leveduras prevalentes nas porções necrosadas (correspondendo a 80% dos 

isolados) foram: Pichia barkeri, Candida sonorensis, Pichia cactophila, 

Geotrichum sp., Myxozyma mucilagina e Sporopachydermia sp. Já as espécies 

mais frequentes nas flores dos cactos (90% dos isolados) foram: Pichia sp. e 

Candida domercqii. Os frutos do cacto exibiram maior heterogeneidade, 

abrigando Kloeckera, Cryptococcus, Aureobasidium pullulans, Pichia sp., 

Candida domercqii-like, e espécies cactofílicas, especialmente Clavispora 

opuntiae. O grupo de Lachance (1998) avaliou a comunidade de leveduras do 

cacto Opuntia. Ascomycota foi o grupo mais comum: Pichia, Candida, 

Hanseniopora, Clavispora, Debaryomyces, Geotrichum, Issatchenkia, 

Sporopachydermia, Torulaspora e Zygosaccharomyces foram isolados desta 

espécie. Basidiomycota foi representado pelas espécies Cryptococcus albidus, 

Cr. laurentii, Rhodotorula graminis, R. minuta e R. rubra. 

Middelhoven (2004) avaliou as leveduras associadas aos cogumelos 

Hericium erinaceus e Inonotus tamaricidis, espécies decompositoras da 

madeira. Pichia guillermondii, Candida albicans, C. saitoana, Cryptococcus 

allantoinivorans (nova espécie descrita pelo autor), Kodamaea ohmeri, 
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Rhodotorula mucilaginosa, Trichosporon asahii, T. multisporum, T. porosum 

foram isoladas. Novas espécies de leveduras foram descritas tanto em 

cogumelos (Candida cretensis e Candida vadensis) quanto em matéria 

putrefata (Blastobotrys robertii e Candida scorzettiae) (MIDDELHOVEN; 

KURTZMAN, 2007).  

Middelhoven (2006) descreveu Cryptococcus fagi, uma nova espécie 

de levedura, ao analisar detritos vegetais de floresta. Recentemente também 

foram descritas espécies de leveduras isoladas de detritos de áreas de mangue 

da Tailândia: Candida chanthaburiensis, Candida kungkrabaensis, e Candida 

suratensis (LIMTONG; YONGMANITCHAI, 2010); e Candida saraburiensis e 

Candida prachuapensis (NITYION et al., 2011). 

A madeira em decomposição parece ser um habitat natural para as 

espécies de importância médica Cryptococcus neoformans var. neoformans e 

Cryptococcus neoformans var. gatii (LAZÉRA et al., 1996; LAZÉRA et al., 

1998). Cryptococcus laurentii, outro patógeno oportunista, também tem sido 

isolado destes substratos (MUSSA et al., 2000). 

Leveduras saprófitas foram isoladas de folhas (amieiro, carvalho e 

pinheiro) coletadas em dois rios portugueses, um poluído e outro não, por 

cerca de 100 dias. Verificaram-se a presença de 26 gêneros e 72 espécies de 

leveduras. As leveduras basidiomicéticas foram maioria, representando 

respectivamente 78%, 82% e 85% do total dos isolados obtidos das amostras 

de amieiro, carvalho e pinheiro. Já as leveduras ascomicéticas, apesar de 

menos abundantes, foram mais diversas. Aureobasidium pullulans, algumas 

espécies de Candida, Metschnikowia bicuspidata e Pichia anomala foram 

dominantes na decomposição inicial (até 7º dia). Debaryomyces hansenii, D. 
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occidentalis, Lipomyces tetrasporus, Williopsis saturnus e Wickerhamiella 

domercqiae dominaram o período intermediário (entre os dias 28 e 56). 

Somente algumas espécies de Basidiomycota foram persistentes por três ou 

mais períodos: Cryptococcus laurentii, Cr. albidus, Rhodotorula colostri e Rh. 

glutinis para o amieiro; Cr. albidus, Cr. laurentii, Rh. colostri, Sporobolomyces 

roseus para o carvalho; e Cr. laurentii, Cystofilobasidium capitatum, 

Leucosporidium scottii, Trichosporon cutaneum, Rh. colostri e Cr. albidus para 

o eucalipto. 

No Brasil, foram detectadas 71 espécies de leveduras isoladas de 

amostras de frutas, moscas Drosophila, cogumelos e esxudatos de árvores de 

duas estações do Parque do Rio Doce/MG. Candida natalensis, C. railenensis, 

Kloeckera apiculata, Pichia guilliermondii, P. kluyveri, C. sorboxylosa e P. 

membranifaciens foram espécies associadas às moscas. Kloeckera, Pichia e 

Candida foram isolados dos frutos. As espécies associadas aos cogumelos 

foram Aureobasidium pullulans, Candida papsilosis, Candida sp. 1, 

Cryptococcus humiculus, Cr. laurentii, Cr. yarrowii  e P. membranifaciens. As 

amostras de esxudatos foram compostas principalmente por Cr. humicolous, P. 

membranifaciens e P. membranifaciens-like. Isolaram-se duas espécies ainda 

não descritas de Geotrichum e Metschnikowia (PIMENTA et al., 2009). 

Tratando-se de ambientes aquáticos, Candida é o ascomiceto mais 

isolado (MEDEIROS, 2005). Porém as leveduras ascomicéticas são pouco 

frequentes nestes locais, o que pode estar relacionado com a baixa resistência 

destas leveduras a temperaturas mais elevadas (SOARES et al., 1997). 

Poucos trabalhos brasileiros já foram feitos em ecossistemas costeiros 

ou aquáticos. Análises quali e quantitativas foram conduzidas por Faraco e 
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Faraco (1960), em água marinha de Florianópolis/SC, e por Queiroz e seu 

grupo (1972), em algas marinhas de Recife/PE. 

Medeiros e colaboradores (2008) realizaram um trabalho em ambientes 

de água doce da região sudeste do Brasil a fim de avaliar a diversidade e a 

suscetibilidade da comunidade de leveduras a antibióticos. Isolaram-se 134 

espécies de amostra de água e sedimento, sendo as espécies de Candida as 

mais representativas, incluindo a presença de patógenos como C. krusei, C. 

tropicalis, C. guiliermondii e C. parapsilosis. Loureiro e colegas (2005) 

encontraram Candida catenulata, C. fenica, C. sake e Rhodotorula 

mucilaginosa como as espécies mais comuns das praias de Olinda/PE.  

Sousa (2010) utilizou métodos bioquímicos para avaliar a diversidade 

de leveduras associadas à decomposição de folhas de Miconia sp. no Rio Água 

Suja/TO. Ao longo do processo de decomposição foram obtidos 58 isolados, 

pertencentes a 36 espécies de 16 gêneros: Candida, Cryptococcus, 

Cystofilobasidium, Debaryomyces, Fibulobasidium, Itersonilia, Kockovaella, 

Lipomyces, Pseudozyma, Rhodotorula, Sporidiobolus, Sporobolomyces, 

Stephanoascus, Trichosporon, Trichosporonoides e Zygoascus. Os gêneros 

com maior número de espécies foram Candida (12), Cryptococcus (8), 

Rhodotorula (2) e Trichosporon (2), tendo o restante dos gêneros apresentado 

somente uma única espécie. A maior riqueza de espécies (20) foi verificada no 

período chuvoso, após 60 dias de incubação, embora no período seco as 

contagens populacionais e a frequência das espécies tenham sido maiores. 

Silveira (2012) isolou leveduras de amostras de água do estuário da 

Lagoa dos Patos e da Praia do Cassino/RS, sendo estes os principais 

microrganismos do ambiente de praia. Candida parapsilosis, Cryptococcus 
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albidus, Issatchenkia orientalis, Rhodotorula mucilaginosa, Rh. minuta e 

Yarrowia lipolitica foram encontradas. 

 

4.6.1 Interações entre os microrganismos decompositores 

Interações entre microrganismos decompositores (imigração, 

colonização, sucessão, sinergismo, antagonismo) são crescente objeto de 

estudos tanto in situ quanto em microcosmos de laboratório, representando a 

forma mais completa de analisar a degradação biótica das plantas e o 

incremento de energia derivada do carbono vegetal e microbiano nos 

ecossistemas. Tais interações, sejam elas positivas ou negativas, influenciam a 

distribuição de ambos os grupos. 

Os imigrantes mais bem sucedidos são os esporos de fungos, 

especialmente em folhas novas. Uma maior quantidade de bactérias também é 

observada nas folhas recém-geradas em detrimento das folhas senescentes. 

Avaliando-se diferenças na interação entre os grupos, observou-se que os 

fungos dobraram o tamanho de suas populações cerca de dez vezes mais 

rápido que as bactérias, o que justifica a dominância destes microrganismos 

desde os estágios inicias de decomposição. Apesar de não ter bem 

esclarecidos os mecanismos que levaram a tal interação, os resultados deste 

trabalho apontaram sinergismo entre ambos os grupos (BENGTSSON et al., 

1992). 

Outro trabalho abordou estas interações durante a colonização de 

detritos foliares em lagos, mas verificou antagonismo entre os grupos: os 

fungos foram abundantes quando as bactérias se apresentaram em baixo 

número, e vice e versa (DENWARD; TRANVIK, 1999). Resultados similares 
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foram encontrados entre actinomicetos e duas espécies de fungos aquáticos 

quando estes eram co-cultivados simultaneamente. Porém, quando co-

cultivados com um intervalo de dois dias entre um inóculo e outro, a 

combinação entre os microrganismos demonstrou as melhores taxas de 

decomposição, assim como os melhores níveis de atividade das enzimas 

extracelulares (WOHL; MCARTHUR, 2001). Møller e colaboradores (1999) 

apontaram a competição por fontes de carbono como o principal agente causal 

do antagonismo entre bactérias e fungos em serrapilheira de faia.  

Relações entre bactérias e fungos foram avaliadas durante a 

decomposição in vitro de Phragmites australis. Após três meses de 

experimentos, a biomassa fúngica acumulada nos cultivos sem bactérias foi 

cerca de 12 vezes maior do que nos co-cultivos. Já a representatividade das 

bactérias em cultivos exclusivos foi o dobro dos co-cultivos. O metabolismo do 

carbono das plantas não variou muito conforme a presença/ausência de um 

dos grupos. Uma vez que fungos e bactérias são capazes de afetar o 

crescimento um do outro mesmo sem esgotamento das fontes nutricionais 

disponíveis, sugere-se que os dois maiores grupos de microrganismos 

heterotróficos atuem em antagonismo bilateral durante a decomposição de 

macrófitas aquáticas (MILLE-LINDBLOM; TRANVIK, 2003). 

Já outro trabalho que também analisou a colonização de Phragmites 

australis detectou maior biomassa bacteriana em folhas sem pré-tratamento e 

em folhas inoculadas com fungos, sugerindo-se que estes microrganismos 

favoreceram o crescimento bacteriano. A biomassa fúngica não variou 

significativamente com o tempo analisado, mas foi influenciada pelos diferentes 

tratamentos aplicados (colonização das folhas esterilizadas, não esterilizadas, 
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pré-inoculada com bactérias, pré-inoculada com fungos, pré-inoculada com 

ambos). A atividade enzimática dos fungos foi maior quando as bactérias 

estiveram presentes. Ambos os grupos atuaram sinergicamente na colonização 

degradação do substrato (ROMANÍ et al., 2006).  

O comportamento entre fungos e bactérias também foi observado 

durante a decomposição de Juncus effusus. Apesar dos fungos serem bem 

mais representativos do que as bactérias (cerca de 20 vezes mais), ambos os 

grupos apresentaram redução abrupta na biomassa até os 50 dias, sendo 

marcados por redução branda entre os 50 - 200 dias (bactérias) e 120 - 200 

dias (fungos), seguida por uma fase de aumento da biomassa até os 268 dias 

de incubação dos detritos no ambiente. A biomassa fúngica correlacionou 

positivamente com o tamanho do detrito, enquanto tanto a biomassa quanto a 

produtividade bacteriana correlacionaram negativamente, indicando que as 

bactérias assumem um papel mais significativo nas partículas menores, 

retrabalhadas por outros organismos (principalmente fungos) (KUEHN et al., 

2000).  

Biddanda e colaboradores (1994), através de medidas de respiração, 

também observaram um aumento na biomassa microbiana conforme a redução 

do tamanho das partículas durante a decomposição. Constatou-se, na maioria 

dos casos, um aumento na concentração de hifas e esporos, principalmente 

em Spartina alterniflora, a partir da segunda semana do experimento, período 

coincidente com o predomínio do material mais refratário. Bactérias removem 

ativamente compostos orgânicos dissolvidos, sejam eles de baixo ou alto peso 

molecular. Contrariamente, os fungos promovem o acúmulo destes compostos, 

e são suprimidos pelas bactérias (FISHER et al., 2006). 



45 

 

A comunidade microbiana das folhas de carvalho foi acompanhada e 

revelou que os fungos endófitos representaram a maioria dos microrganismos 

presentes nas folhas, antes mesmo de sua abscisão (SNAJDR et al. 2010). Ou 

seja, a microbiota colonizadora dos detritos é limitada pela competição com os 

fungos pré-estabelecidos na planta (MILLE-LINDBLOM; TRANVIK, 2003; 

FOLMAN et al., 2008). Os compostos solúveis em água permanecem 

indisponíveis às bactérias até que a parede celular das células vegetais seja 

rompida pelos fungos filamentosos, contribuindo para que os mesmos sejam 

dominantes na etapa inicial da decomposição (ROMANI et al., 2006; 

VALASKOV et al., 2009).  

Porém, outros trabalhos em ambientes de floresta revelaram que os 

fungos nem sempre são os organismos dominantes da fase inicial: os detritos 

de Quercus borealis e Fagus crenata abrigaram a maior biomassa de fungos 

após 12 e 6 meses de decomposição, respectivamente (OSONO; TAKEDA, 

2001; SINSABAUGH et al., 2002). Tais organismos foram os decompositores 

dominantes em todos os tipos de plantas avaliadas pelo método de respiração 

substrato induzida, aparentando ter papel substancial em todo o processo 

(NEELY et al., 1991). 

 

 4.6 POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO DE MICRORGANISMOS 

DECOMPOSITORES 

A diversidade funcional microbiana é constantemente incrementada 

pelo desenvolvimento, acúmulo e supressão de remarcáveis características 

fisiológicas, o que torna os microrganismos os principais reservatórios do 

potencial genético de determinados ambientes. Os fungos aquáticos, e.g., 
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estão adaptados a transformar bioquimicamente compostos exógenos oriundos 

de problemas de contaminação por descarga de efluentes domésticos ou 

industriais em rios e lagos, afetando deste modo a mobilidade de elementos 

tóxicos e a vida de outros organismos, o que os torna importantes agentes 

ecológicos na teia alimentar destes ambientes (WURZBACHER et al., 2010). 

Os fungos têm papel fundamental em muitos processos 

biogeoquímicos, e. g. transformações orgânicas e inorgânicas e ciclagem de 

elementos, transformações minerais, interações com argila e metais (GALL et 

al. 1994; VENRECCHIA, 2000; GADD, 2006; KOLO et al., 2007). Fungos de 

ecossistemas aquáticos possuem diversas capacidades enzimáticas (ZEMEK 

et al., 1985; ROSA; GABOR, 2006) incluindo a habilidade de degradar 

polímeros naturais e antropogênicos (e.g. ABDULLAH; TAJ-ALDEEN, 1989). 

Os metabólitos secundários dos fungos Acremonium, Aspergillus, 

Fusarium, Penicillium e Trichoderma são amplamente utilizados na indústria 

(ADRIO; DEMAIN, 2003). Os “fungos da podridão branca” produzem enzimas 

lignolíticas que vêm recebendo as mais variadas aplicações: branqueamento 

do papel, degradação/mineralização de compostos tóxicos, biorremediação de 

solos contaminados, biocatálise de flavorizantes naturais e tratamento 

(clareamento) de efluentes em geral (PÉREZ et al., 2002). 

As leveduras são reconhecidas principalmente pela atividade de 

fermentação na indústria do pão, da cerveja, do vinho, e de laticínios. Mas 

estes microrganismos também têm sido empregados na produção de 

solventes, antibióticos, enzimas, vitaminas, aminoácidos, polímeros e muitos 

outros compostos (DEMAIN, 1999). Recentemente, a produção das mais 

diversas proteínas heterólogas recombinantes vem sendo desenvolvida em 
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leveduras - representam um sistema bem mais simples do que os fungos 

filamentosos (ADRIO; DEMAIN, 2003).   

Saccharomyces cerevisiae é considerada o hospedeiro mais seguro 

para a produção de proteínas na indústria farmacêutica: alcança altas 

densidades celulares rapidamente, pode secretar enzimas extracelulares no 

meio, e é o eucarioto mais bem conhecido geneticamente (ROMANOS et al., 

1992). Pichia pastoris também tem sido extensivamente utilizada em sistemas 

de expressão (HIGGINS; CREGG, 1998; ROSENFELD, 1999). Até mesmo 

genes humanos vêm sendo clonados em células de leveduras: hemoglobina, 

interferons e fatores de crescimento humanos. O processo comercialmente 

mais importante que utiliza leveduras é a produção de antígenos do vírus da 

hepatite B, aplicados em vacinas contra o vírus (ADRIO; DEMAIN, 2003).  

Os primeiros estudos sobre o papel das enzimas nos ambientes 

aquáticos focaram na degradação microbiana das proteínas dissolvidas no mar 

(HOLLIBAUGH; AZAM, 1983), nas ectoenzimas de águas salobras (HOPPE, 

1983) e na degradação enzimática em águas eutrofizadas (CHRÓST et al., 

1986; CUNHA-SANTINO et al., 2008). A atividade das enzimas envolvidas na 

decomposição pode ser mensurada diretamente, a partir do próprio substrato 

(e. g. SCIESSERE et al., 2011), ou indiretamente, através de testes 

enzimáticos aplicados aos microrganismos previamente isolados (e. g. 

SNAJDR et al., 2010). 

A diversidade funcional dos fungos decompositores ainda é pouco 

conhecida em ambientes aquáticos. Uma revisão sobre enzimas microbianas 

marinhas (ZHANG; KIM, 2010) destacou a produção de algumas leveduras: 

protease alcalina de Aureobasidium pullulans (CHI et al., 2007); lipases de 
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Candida intermedia, Pichia guilliermondii, Candida parapsilosis, Lodderomyces 

elongisporus, Candida quercitrusa, Candia rugosa, Yarrowia lipolytica, 

Rhodotorula mucilaginosa e Aureobasidium pullulans (WANG et al., 2007); e 

amilases de Arxula adeninivorans, Lipomyces, Saccharomycopsis, 

Schwanniomyces, Candida japonica, Filobasidium capsuligenum (GUPTA et 

al., 2003) e Aureobasidium pullulans (LI et al., 2007). 

Já foram conduzidos alguns trabalhos sobre a atividade decompositora 

de fungos em macrófitas aquáticas (MYERS et al., 1975; GESSNER, 1980; 

TORZILLI, 1982; BENNER et al., 1984; TORZILLI; ANDRYKOVITCH, 1986; 

BERGBAUER et al., 1992; ABDEL-RAHEEM; SHEARER, 2002; SCHULZ; 

THORMANN, 2005; ROMANÍ et al., 2006). Myers e colaboradores (1975) 

verificaram a atividade de β-glucosidase, dentre outras enzimas, na levedura 

Pichia spartinae.  

Gessner (1980) avaliou capacidade enzimática de 20 fungos 

filamentosos isolados de Spartina alterniflora, que demonstraram degradar 

celulose, celobiose, lipídeos, pectina, amido, ácido tanínico e xilana. As células 

desta espécie de macrófita foram utilizadas para avaliar a atividade enzimática 

de Pleospora pelagica, Pleospora vagans, Phaeosphaeria typharum, 

atestando-se a atividade de α-L-arabinosidase, α-D-galactosidase, β-D-

galactosidase, β-D-glucosidase, β-D-xylosidase, celulase, pectinase, e xilanase 

(TORZILLI, 1982). 

Frações lignocelulósicas, celulósicas e hemicelulósicas dos tecidos de 

S. alterniflora foram degradadas por fungos a taxas entre 16 e 40% (TORZILLI; 

ANDRYKOVITCH, 1986). Utilizando-se a técnica de marcação por 14C, aferiu-

se a participação de fungos aquáticos na mineralização de compostos 
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lignocelulósicos de S. alterniflora (BENNER et al., 1984) e Carex walteriana 

(BERGBAUER et al., 1992). Trinta espécies de ascomicetos isolados de 

substratos em decomposição de águas doces tiveram a habilidade de produzir 

diferentes enzimas extracelulares (amilase, endoglucanase, endoxilanase, β-

glucosidase, laccase, lipase, pectinase, peroxidase, poli galacturonase, 

polifenol oxidase, protease, tirosinase e xilosidase) (ABDEL-RAHEEM; 

SHEARER, 2002). 

Schulz e Thormann (2005) analisaram a diversidade e a atividade 

enzimática de fungos isolados de Typha latifolia de áreas úmidas do Canadá. 

Identificaram-se 45 taxa diferentes, sendo 26 ascomicetos, 5 basidiomicetos e 

14 taxa anamórficos (maioria com afinidade ascomicética). A habilidade 

enzimática de 33 taxa de fungos foi testada, sendo os substratos mais 

comumente degradados a celulose e a gelatina. Romaní e equipe (2006) 

verificaram que os fungos inibiram a atividade enzimática das bactérias ao 

degradar os tecidos de Phragmites australis e destacaram-se na produção de 

β-glucosidase, β-xilosidase, celobiohidrolase, β-Nacetilglucosaminidase, 

fosfatase e fenol oxidase. 
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5 MATERIAL E MÉTODOS 

 

5.1 ÁREA DE ESTUDO 

A Laguna dos Patos é a maior laguna costeira estrangulada (~10.000 

km2) do mundo, localizada ao sul da planície costeira brasileira (32º 10' S e 52º 

15' W). A laguna recebe cargas de água doce dos rios da parte norte da 

planície costeira do Rio Grande do Sul e dos rios afluentes da Lagoa Mirim, 

representando deste modo um escoadouro natural da bacia hidrográfica 

(~2.000 km2) para o oceano (MÖLLER; FERNANDES, 2010) (Figura 1). 

 

 

Figura 1. Localização da Lagoa dos Patos e zona estuarina, com 

destaque para a Ilha da Pólvora, área do presente estudo. Fonte: CUNHA e 

colaboradores (2005). 
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A zona estuarina da Laguna é formada por cerca de 170 km2 de áreas 

rasas, com profundidade inferior a 1,5 m, as quais fornecem condições 

propícias ao estabelecimento e desenvolvimento de marismas, nas quais 

predominam fanerógamas enraizadas e macroalgas bentônicas (COPERTINO; 

SEELIGER, 2010). As marismas são predominantes nas regiões costeiras 

brasileiras ao sul da latitude 29ºS (Laguna/SC), ocupando 7.375 ha da costa do 

Rio Grande do Sul e principalmente as margens e ilhas do estuário da Lagoa 

dos Patos/RS (6.837 ha – 92,7% da área total) (COSTA; DAVY, 1992; 

COIMBRA; COSTA, 2006). O presente estudo deu-se numa marisma de uma 

destas ilhas, a Ilha da Pólvora (Figura 1).  

 

 

Figura 2. Manchas de marismas da Ilha da Pólvora. 
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A Ilha da Pólvora (32°01’S; 52°06’W) possui uma superfície de 45 ha, 

quase totalmente coberta por marismas (Figura 2). A Ilha foi área militar 

durante 134 anos e devido ao isolamento imposto pelos militares, tem suas 

marismas entre as mais preservadas do estuário, mesmo localizando-se a 

menos de 500 m do centro do município de Rio Grande. Atualmente sob tutela 

da FURG, é uma área dedicada à preservação, pesquisa e educação 

ambiental, e abriga um Eco-museu aberto ao público. 

As manchas de marismas do estuário da Lagoa dos Patos apresentam 

áreas entre 0,9 e 39,8 km2 e ocupam uma área total de aproximadamente 70 

km2 das zonas intermareais. Canais e piscinas de maré podem representar até 

20% das áreas individuais de marismas. Aproximadamente 120 km2 das áreas 

rasa entre 0,3 e 1,5 m de profundidade são recobertas por pradarias 

submersas de Ruppia maritima (COSTA; SEELIGER, 1989; SILVA, 1995). As 

macrófitas aquáticas dominantes destes locais são Spartina alterniflora, 

Spartina densiflora e Scirpus maritimus. As espécies de peixes e crustáceos de 

interesse comercial beneficiadas pelas pradarias submersas e áreas aquáticas 

das marismas juntas representam até 65% da média anual de captura (21.500 

toneladas) do estuário (COSTA et. al., 1997). 

Aterros e estradas ocupam de 3,0 a 14,9% da superfícies das 

marismas da Lagoa dos Patos, resultando em perda de suas funções para o 

estuário. As marismas e pradarias do estuário do local diferem amplamente em 

tamanho, forma e organização espacial, que resultam em unidades 

espacialmente distintas, com diferentes valores funcionais. Os atributos 

espaciais que mais agregam valor a estes ambientes são disponibilidade de 
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habitats aquáticos, área total e persistência temporal (somente para pradarias) 

(COSTA et al. 1997). 

Os principais agentes que influenciam o clima da região é o anticiclone 

do Atlântico Sul e a Convergência Subtropical, o encontro entre as águas das 

correntes das Malvinas e do Brasil. Os ventos do quadrante NE são 

predominantes na maior parte do tempo, estando os ventos de S associados à 

passagem de frentes polares no inverno (STECH; LORENZETTI, 1992; 

TOMAZELLI, 1993). A sazonalidade das chuvas e da descarga de águas 

continentais no local está associada a passagens do El Niño - Oscilação do 

Pacífico Sul (DEPETRIS et al., 1996; VÖRÖSMARTY et al., 1996), enquanto 

anos de La Niña são marcados por fortes estiagens (MARENGO, 2007). Estes 

elementos provocam profundas modificações no regime hidrológico, na 

dinâmica dos sedimentos e nas condições físico-químicas da água, no 

transporte e na migração dos organismos, alterando deste modo toda a 

estrutura do estuário e adjacências (SEELIGER, 2004).  

 

5.2 DELINEAMENTO EXPERIMENTAL 

Realizou-se um experimento de decomposição das plantas através do 

método de “litter bags”. Coletaram-se plantas inteiras (hastes, folhas e rizomas) 

das macrófitas Spartina alterniflora, Spartina densiflora e Scirpus maritimus, 

espécies escolhidas em virtude da abundância no local de estudo (Figuras 3 e 

4).  
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Figura 3. Macrófitas escolhidas para realização do ensaio de “litter 

bags”. A. Spartina alterniflora. B. Spartina densiflora. C. Scirpus maritimus. 

Fontes: Wikipedia. 

 

 

Figura 4. Imagem aérea da Ilha da Pólvora com a localização do ponto 

de coleta das amostras de macrófitas aquáticas (círculo). Fonte: 

http://mikrus.com.br. 

 

O material foi encaminhado ao laboratório de Ecologia do Fitoplâncton 

e Microrganismos Marinhos da FURG (Universidade Federal do Rio Grande), 
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picotado em fragmentos reduzidos e desidratado em estufa a 60°C até atingir 

peso constante para eliminar os compostos lábeis dos tecidos vegetais. 

Porções de 5 g de folha (massa seca) foram pesadas e acondicionadas em 

litter bags de malha fina (malha: 1 mm; dimensões: 15 x 12 cm). Os sacos 

foram selados, numerados, identificados e depositados próximo ao banco 

original de macrófitas onde cada espécie foi coletada (Figura 5). 

 

 

Figura 5. Localização dos bancos de macrófitas, pontos nos quais 

foram depositados os “litter bags” de Scirpus maritimus (1), Spartina alterniflora 

(2) e Spartina densiflora (3).  

 

Para cada uma das espécies selecionadas e cada tempo de coleta, 

foram depositados 3 sacos para o cálculo do decaimento das amostras e 3 

sacos para o isolamento das leveduras. Logo, para cada um dos três bancos 

de macrófitas foram incubados 30 “litter bags”, que foram retirados do ambiente 
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nos tempos 7, 14, 40, 100, e 220 dias de incubação (total de 90 “litter bags”) 

(Figura 6). 

 

 

Figura 6. Demonstração da disposição dos “litter bags” contendo os 

detritos das macrófitas aquáticas a serem coletados em tempos determinados. 

Fonte: http://ecoplexity.org.  

 

5.3 CARACTERIZAÇÃO DO AMBIENTE E DO SUBSTRATO 

Coletaram-se dados ambientais para caracterizar as condições sob as 

quais a decomposição das plantas ocorreu. Médias mensais da temperatura do 

ar e da água, da salinidade e valores acumulados de precipitação foram 

obtidos através da Estação Meteorológica Convencional de Rio Grande, que é 

operada pelo Laboratório de Meteorologia da FURG em convênio com o Oitavo 

Distrito do Instituto Nacional de Meteorologia (INMET). 

O substrato foi caracterizado conforme a porcentagem de nitrogênio 

orgânico total das amostras. O teor deste elemento varia de acordo com a 

espécie, variedade, parte, estado nutricional e integridade da planta. A análise 

foi desenvolvida no Laboratório de Microbiologia do Solo da Faculdade de 

Agronomia da UFRGS, através do método proposto por Tedesco e 

colaboradores (1995). 
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5.4 DETERMINAÇÃO DA TAXA DE DECOMPOSIÇÃO DAS MACRÓFITAS 

A decomposição das amostras foi avaliada através dos valores de 

perda de massa dos detritos dos “litter bags”: peso inicial (5 g) menos o peso 

aferido no tempo analisado. As taxas de decomposição de cada período foram 

calculadas conforme a média entre os valores de perda de massa de três “litter 

bags”. 

 

5.5 CONTAGEM E ISOLAMENTO DE LEVEDURAS 

Uma alíquota de 3g dos detritos vegetais foi disposta em frascos do 

tipo Erlenmeyer contendo 30 mL de Tween 20 a 0.5%. A mistura foi agitada a 

temperatura ambiente a 200 RPM por 30 min. Volumes de 0,1 mL das diluições 

decimais das amostras foram espalhados em placas com meio ágar YM 

acidificado (1% glicose, 0.3% extrato de malte, 0.3% extrato de levedura, 0.5% 

peptona, 2% ágar, acidificado ao pH 4.0 e suplementado com 0.04% de 

cloranfenicol e 0.01% de bifenila). Após a incubação dos cultivos a 20-25°C por 

até 7 dias, o número de Unidades Formadoras de Colônia (UFC) foi 

contabilizado. As colônias foram agrupadas por tipo morfológico de acordo com 

os seguintes caracteres: forma, cor, tamanho, margem, elevação superfície, 

brilho e consistência. As representantes de diferentes tipos morfológicos foram 

duplamente purificadas pela técnica do esgotamento em ágar YEPG (2% 

glicose, 1% de peptona, 0,5% de extrato de levedura, 2% ágar). 

 

 5.6 CONSERVAÇÃO DOS ISOLADOS  

Os isolados de leveduras obtidos foram mantidos em ágar YEPG 

inclinado, a 4°C, cobertos com uma camada de óleo mineral estéril. 
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5.7 TIPIFICAÇÃO DOS ISOLADOS 

As leveduras foram testadas quanto à capacidade de degradar ureia do 

meio de cultura e reagir à reação do corante DBB (sal de “Diazonium Blue B”). 

O protocolo de Hagler e Ahearn (1981) foi utilizado, com algumas pequenas 

adaptações. O corante fucsina ácida foi utilizado como indicador do consumo 

de ureia no meio, que passou da cor rosa à cor branca nos testes positivos 

(Figura 7). 

 

 

Figura 7. Tubos contendo o meio teste da urease. Os tubos com 

coloração mais clara, à esquerda, representam os resultados positivos para a 

degradação da ureia do meio. Os tubos com coloração rosa intenso, à direita, 

representam os resultados negativos. 

 

A cor das colônias de leveduras DBB positivas (com afinidade 

basidiomicética) passa de branco a rosa-violáceo em contato com o reagente 

DBB (Figura 8). O mecanismo da reação de DBB é desconhecido, mas Van 

der Walt e Hopsu-Havu (1976) sugeriram que a formação da cor na reação 

envolva a degradação de intermediários da parede celular das leveduras 

basidiomicéticas que contém triptofano e grupamentos cetona.  
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Figura 8. Cor da reação positiva ao corante DBB. As colônias eram 

originalmente brancas.  

 

5.8 IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR DOS ISOLADOS 

As leveduras foram identificadas por meio de métodos moleculares, 

passando pelos seguintes passos: seleção de representantes de cada grupo 

morfológico, extração do DNA genômico total dos isolados, amplificação de 

genes ribossomais com oligonucleotídeos específicos e posterior 

sequenciamento para fins de identificação em nível de espécie. As regiões do 

DNA ribossômico (rDNA) avaliadas foram: região D1/D2 da subunidade maior 

(oligonucleotídeos iniciadores NL1 e NL4) e região espaçadora interna 

(oligonucleotídeos iniciadores ITS4 e ITS5).  

 

5.8.1 Extração de DNA 

Para a extração de DNA genômico, os isolados foram previamente 

cultivados em meio Ágar YEPG (2% glicose, 1% de peptona, 0,5% de extrato 

de levedura, 2% ágar) e incubados por até 4 dias a 23-25°C. Algumas colônias 

selecionadas foram inoculadas em tubos contendo 0,5 mL de tampão de lise 
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celular (0,15 M NaCl, 50mM Tris-HCl, 10mM EDTA, 2% SDS, pH 8), incubados 

por uma hora a 65°C. Após, foram adicionados 0,2mL de Acetato de Potássio 

5M (pH 4.8) em cada tubo, a solução foi ressuspendida por no mínimo 30 

segundos e as amostras foram acondicionadas em banho de gelo por 30 

minutos. Os tubos foram centrifugados a 14000rpm por 5 minutos e o 

sobrenadante foi transferido para outro tubo. A etapa de centrifugação foi 

repetida para eliminar impurezas, e o sobrenadante foi novamente transferido 

para outro tubo. O sobrenadante foi purificado com 1 volume de isopropanol 

gelado. Os tubos foram gentilmente agitados por 5 minutos à temperatura 

ambiente e posteriormente centrifugados a 14000rpm por 10 minutos e o 

sobrenadante foi descartado. Adicionou-se 0,5 mL de etanol a 70% conservado 

a -20 °C em cada tubo e as amostras foram centrifugadas a 14000 rpm por 5 

minutos. O sobrenadante foi descartado e o precipitado foi seco a temperatura 

ambiente. As amostras foram diluídas em 50μL de TE (TRIS-EDTA, pH 7,4) e 

tratadas com RNAse. A quantidade e a qualidade do DNA obtido foram 

verificadas através de eletroforese de DNA em gel de agarose 0,8-1%. 

 

5.8.2 Sequenciamento da região D1/D2 do LSU rDNA e ITS 

Para amplificação da região D1/D2 utilizaram-se os oligonucleotídeos 

iniciadores NL1 (5’- GCATATCAATAAGCGGAGGAAAAG -3’) e NL4 (5’- GGT 

CCG TGT TTC AAG ACG G -3’) gerando fragmentos com tamanho aproximado 

de 600 pares de base (LACHANCE et al., 1999). O programa de amplificação 

teve desnaturação inicial a 94°C por 5 min, seguido de 30 ciclos a 94°C por 1 

min, 55°C por 1 min e 72°C por 2 min, com uma extensão final de 72°C por 10 

min. 
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Para amplificação da região ITS, que compreende os espaçadores 

intergênicos ITS1 e ITS2 e o gene do rRNA 5.8S, foram utilizados os 

oligonucleotídeos iniciadores ITS4 (5’- TCC TCC GCT TAT TGA TAT GC -3’) e 

ITS 5 (5’- GGA AGT AAA AGT CGT AAC AAG G -3’), gerando fragmentos com 

tamanho aproximado de 700 pares de base (WHITE et al., 1990). O programa 

de amplificação teve desnaturação inicial a 95°C por 5 min, seguido de 30 

ciclos a 95°C por 45s, 56°C ou 62°C por 30s (temperatura de anelamento 

variável entre as amostras) e 72°C por 1 min, com uma extensão final de 72°C 

por 7 min.  

Os amplicons foram purificados em gel de agarose 1.8% utilizando o kit 

de purificação Invisorb Fragment Clean Up (250) (Invitek), conforme as 

instruções do manual. As amostras foram quantificadas por espectrofotometria, 

num comprimento de onda de 260 nm, e concentradas a 60 ng/µL para a 

reação de sequenciamento. O sistema utilizado no sequenciamento das 

amostras foi o ABI-PRISM 3100 Genetic Analyzer (Applied Biosystems). 

As sequências foram obtidas por meio do programa STADEN Package 

(STADEN et al. 2000), alinhadas por meio do programa MEGA versão 5.0 

(TAMURA et al. 2011) e analisadas no programa BLAST Nucleotide-nucleotide 

BLAST (blastn) (ALTSCHUL et al. 1997), disponível no site 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST.  

 

5.9 AVALIAÇÃO DO POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO DOS ISOLADOS 

As leveduras isoladas foram testadas quanto à capacidade de produzir 

lipases (degradar tributirina e tween 80), proteases (degradar caseína e 

gelatina) e polissacarases (degradar amido e CMC). Os isolados foram 
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cultivados em ágar YEPG a 20-25°C por até 72h e inoculados nos meios teste 

por picada. A atividade enzimática dos isolados sob os substratos foi detectada 

e quantificada após 10 dias de incubação a 20-25°C, em triplicata, pelo método 

de difusão em ágar modificado de Hankin e Anagnostakis (1975). Tal atividade 

é expressa pelo Índice Enzimático (IE), calculado da seguinte maneira: 

 

 

Onde “colônia + halo” e “colônia” representam a soma dos 

diâmetros horizontal e vertical de cada compartimento. Os valores menores de 

IE representam as maiores diferenças de tamanho entre os diâmetros, 

significando maior atividade enzimática. 

 

5.9.1 Degradação de tributirina 

O meio teste para degradação da tributirina foi composto por: 1% 

Tributirina líquida, 0,5% Peptona, 0,3% Extrato de levedura, 2% Ágar (ATLAS; 

PARKS, 1993). O resultado positivo se dá com a formação de um halo 

transparente em torno das colônias de leveduras produtoras (Figura 9). 
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Figura 9. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo tributirina. 

Observa-se um halo translúcido de degradação do substrato ao redor dos cinco 

isolados, resultado positivo para produção de lipases. 

 

5.9.2 Degradação de esterases 

O meio teste para degradação da tributirina foi composto por: 2,5% 

Tween 80, 1% Peptona, 0,5% Cloreto de sódio, 0,1% Glicose, 0,01% Cloreto 

de cálcio, 2 % Ágar (SLIFKIN, 2000). O Tween 80 é um lipídeo de cadeia longa 

que quando consumido libera ácidos graxos menores, provocando uma 

acidificação do pH do meio de cultura. Quando a enzima produzida provocar 

apenas a liberação parcial de ácidos graxos do meio, a redução do pH 

provocará a precipitação do carbonato de cálcio ao redor das colônias, 

formando um halo esbranquiçado. Quando, ao invés disto, se formar um 
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precipitado mais claro, terá ocorrido a hidrólise total dos ácidos graxos do meio 

de cultura ao redor da colônia (Figura 10). 

 

 

Figura 10. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo Tween 

80. Observa-se o halo de precipitação do carbonato de cálcio ao redor de três 

dos quatro isolados, resultado positivo para produção de esterases. O isolado 

localizado no quadrante superior da direita (colônia branca) não produziu a 

enzima. 

 

5.9.3 Degradação de caseína  

O meio teste para degradação da caseína foi composto somente por 

1% Caseína e 2% Ágar. O reagente caseína foi solubilizado por alcalinização 

(pastilhas de NaOH) e ao final a solução teve o pH ajustado a 7 com ácido 
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clorídrico fumegante. O halo de degradação da caseína é caracterizado pela 

formação de um círculo branco amarelado no entorno da colônia (Figura 11). 

 

 

Figura 11. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo caseína. 

Observa-se um halo esbranquiçado de degradação do substrato ao redor dos 

dois isolados na porção superior da placa, resultado positivo para produção de 

caseinase. 

 

5.9.4 Degradação de gelatina 

O meio teste para degradação da gelatina foi composto por: 1,2% 

Gelatina, 0,4% Peptona, 0,1% Extrato de levedura e 1,5% Ágar (SMITH; 

GOODNER, 1958). As placas foram reveladas com solução saturada de sulfato 
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de amônio por 1 hora. Houve a formação de halos translúcidos ao redor das 

colônias que degradaram gelatina (Figura 12). 

 

 

Figura 12. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo gelatina. 

Observa-se um halo esbranquiçado de degradação do substrato ao redor de 

dois dos cinco isolados presentes na placa, resultado positivo para produção 

de gelatinase. 

 

5.9.5 Degradação de amido 

O meio teste para degradação de amido foi composto por: 0,2% Amido 

solúvel, 0,67% YNB (Yeast Nitrogen Base) e 2% Ágar (ANKIN; 

ANAGNOSTAKIS, 1975). As placas foram reveladas com uma camada de 

lugol, por cerca de dois minutos. O iodo presente no mordente liga-se às 

subunidades de amilopectina e amilose do amido. Ao redor das colônias 
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positivas para a degradação do amido formou-se um halo que varia de 

transparente a amarelo claro (Figura 13). 

 

 

Figura 13. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo amido. 

Observa-se um halo alaranjado de degradação do substrato ao redor de um 

dos três isolados presentes na placa, resultado positivo para produção de 

amilase. 

 

5.9.6 Degradação de CMC (carboximetilcelulose) 

O meio teste para degradação de CMC foi composto por: 0,5% 

Carboximetilcelulose, 0,1% NaNO3, 0,1% K2HPO4, 0,1% KCl, 0,05% MgSO4, 

0,05% Extrato de levedura, 0,1% Glicose e 1,7% Ágar (BAPTISTA et al., 2010). 

Para facilitar a leitura das placas, as colônias foram removidas com o auxílio de 

alça microbiológica. As placas foram reveladas com solução de vermelho de 

Congo 0,1% por cerca de 1 hora. Realizaram-se duas lavagens com solução 
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de NaCl 1 M. As colônias que degradaram a carboximetilcelulose apresentaram 

um halo laranja vivo (Figura 14). 

 

 

Figura 14. Cultivo de leveduras por picada em meio contendo 

carboximetilcelulose. Observa-se um halo alaranjado de degradação do 

substrato ao redor de dois dos três isolados presentes na placa (situados na 

porção superior), resultado positivo para produção de celulases. 

 

5.10 ANÁLISES ESTATÍSTICAS 

Gráficos e análises estatísticas foram desenvolvidos nos programas 

“GraphPad Prism 6” (correlação de Perason e ANOVA), “Statistica 7” 

(“scatterplot”), “Past 3” (cálculos de diversidade) e “EstimateS 9” (curva de 

rarefação). 
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6 RESULTADOS 

 

6.1 CONDICIONANTES AMBIENTAIS 

Comunidades microbianas se comportam de acordo com as variações 

do ambiente em que se encontram. Com o intuito de elucidar algumas 

alterações na comunidade de leveduras ao longo do processo de 

decomposição do detrito avaliado, foram levantados os dados de temperatura 

do ar e da água, salinidade (médias mensais) e precipitação (total mensal) 

(Tabela 1). Os dados de temperatura da água foram ponderados porque 

apesar dos litter bags terem sido depositados em ambiente seco, o local é 

situado às margens da Laguna e apresenta solo lamoso e úmido, sendo 

facilmente inundado em virtude da variação da maré e do aumento das chuvas. 

Ressalta-se que o experimento iniciou-se no começo do inverno e as 

amostras foram coletadas nas datas: 25 de junho de 2012 (tempo 7 dias), 2 de 

julho de 2012 (tempo 14 dias), 30 de julho de 2012 (tempo 40 dias), 24 de 

setembro de 2012 (tempo 100 dias) e 21 de janeiro de 2013 (tempo 100 dias).  

A temperatura do ar variou entre 12 (junho de 2012, período correspondente ao 

inverno, aos 7 dias do ensaio de decomposição) e 25 °C (janeiro de 2013, 

período correspondente ao verão, aos 220 dias do ensaio de decomposição).  

A temperatura da água variou entre 12 (aos 14 dias do ensaio de 

decomposição) e 25 °C (aos 220 dias do ensaio de decomposição). A 

salinidade apresentou grandes flutuações, o que é comum em ambientes 

dinâmicos como as marismas, variando entre 6 (100 dias do ensaio de 

decomposição) e 28% (7 dias do ensaio de decomposição). A quantidade de 

chuvas foi menor no começo do ensaio de decomposição (37 mm em 7 dias e 
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74 mm em 14 dias), passando a aumentar a partir dos 40 dias (entre 104,8 e 

137,8 mm) (Tabela 3). 

 

Tabela 3. Variação das condicionantes ambientais durante o período 

analisado. Os valores para precipitação representam o total mensal acumulado 

e os demais valores (temperatura do ar, temperatura da água e salinidade) 

representam as médias mensais correspondentes às datas de coleta dos litter 

bags. 

Tempo de decomposição 7 dias 14 dias 40 dias 100 dias 220 dias 

Temperatura do ar (°C) 12 14 15 20 25 

Temperatura da água (°C) 14 12 14 16 25 

Salinidade (%) 28 23 16 6 14 

Precipitação (mm) 37 74 104,8 137,8 136,4 

  

 

6.2 CARACTERIZAÇÃO DO DETRITO DAS MACRÓFITAS AQUÁTICAS AO 

LONGO DO PROCESSO DE DECOMPOSIÇÃO 

Cada espécie de macrófita aquática apresentou um determinado 

padrão de perda de massa do detrito em decomposição. Spartina densiflora foi 

a espécie que mais perdeu massa dentre as três, seguida por Spartina 

alterniflora e, em último lugar, por Scirpus maritimus (Figura 15). Porém a 

morfologia foliar de S. densiflora pode ter interferido neste resultado: suas 

folhas são enroladas, como uma provável adaptação à perda de água 

(PERAZOLLO, PINHEIRO; 1991), tornando-se bastante finas, originando um 
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detrito de tamanho bem mais reduzido do que o das outras espécies e 

facilmente difusível através da malha dos litter bags. 

 

 

Figura 15. Variação da perda de massa do detrito em decomposição 

das espécies Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e Spartina densiflora. 

 

O período entre 100 e 220 dias de decomposição foi aquele em que 

todas espécies demonstraram maior perda de massa: redução total de 6% para 

S. maritimus, de 33,48% para S. alterniflora e de 38,14% para S. densiflora. Os 

valores cumulativos totais de perda de massa ao final do experimento foram de 

17,56% para S. maritimus, de 62,22% para S. alterniflora e de 100% para S. 

densiflora. A perda total da massa desta última espécie possivelmente está 

vinculada às reduzidas dimensões de suas partículas e escape pela malha dos 

“litter bags”, pois esta macrófita apresenta tanto o talo quanto as folhas 
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altamente lignificados (HICKENBICK, FERRO, ABREU; 2004), o que a torna 

quimicamente mais complexidade e recalcitrante do que as demais espécies 

(MONTEMAYOR et al.; 2011; SIMÕES et a.; 2011). Portanto, consideraremos 

somente os resultados de perda de massa das espécies Scirpus maritimus e 

Spartina alterniflora como equivalentes ao grau de decomposição do detrito (os 

detritos de Spartina densiflora serão caracterizados apenas pela carga de 

nitrogênio). 

O conteúdo de N presente no detrito ao longo do processo de 

decomposição, em parte, é retrato da atividade dos microrganismos 

colonizadores, seja pela carga de N de suas próprias células bem como pelos 

metabólitos produzidos através da transformação da matéria vegetal (CESAR, 

ABREU; 2001; FAGERBACK et al.; 1996; STOECKER, CAPUZZO; 1990). A 

Figura 16 apresenta a variação da carga de nitrogênio presente nos detritos ao 

longo do período analisado.  

Ao longo da análise, os menores teores de N foram observados em 

Spartina densiflora (menos no tempo 14 dias) e os maiores teores foram 

encontrados para a espécie Spartina alterniflora. Os detritos sofreram reduções 

na carga de N até o período 40 dias e incremento de N a partir deste período. 

As baixas de N foram retardadas em Scirpus maritimus, já que a espécie sofreu 

um incremento deste elemento aos 14 dias. Inversamente, S. densiflora teve o 

incremento de N atrasado, já que seguiu apresentando reduções do elemento 

inclusive aos 40 dias. Porém, após estes períodos, ambas as espécies de 

macrófitas se comportaram de acordo com o padrão. 
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Figura 16. Variação da carga de nitrogênio do detrito em 

decomposição das espécies Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e Spartina 

densiflora. 

 

6.3 COMUNIDADE DE LEVEDURAS DAS MACRÓFITAS AQUÁTICAS: 

PLANTA VIVA VERSUS DETRITO EM DECOMPOSIÇÃO 

Para fins de comparação entre as comunidades de leveduras e fungos 

leveduriformes colonizadores de macrófitas in natura e seu respectivo detrito, 

realizaram-se isolamentos a partir de plantas in natura em trabalho paralelo 

(FORMOSO, no prelo). Imagens comparativas dos cultivos obtidos entre os 

tempos 7 e 40 dias de decomposição estão agrupadas na  Figura 17. 
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Figura 17. Cultivos de leveduras e fungos leveduriformes, com 

concentrações iguais, isolados de plantas vivas (à esquerda das fotos) e do 

detrito em decomposição da respectiva espécie (à direita das fotos). Os tempos 

de decomposição estão representados pelas linhas: tempo 7 dias na primeira 

linha (figuras A, B e C), tempo 14 dias na segunda linha (figuras D, E e F) e 

tempo 40 dias na terceira linha (figuras G, H e I). As espécies das macrófitas 

aquáticas estão representas pelas colunas: Scirpus maritimus na primeira 

coluna (figuras A, D e G), Spartina alterniflora na segunda coluna (figuras B, E 

e H) e Spartina densiflora na terceira coluna (figuras C, F e I). 

 

De um modo geral e conforme o esperado, a carga de leveduras e 

fungos leveduriformes foi maior nos cultivos obtidos a partir de plantas vivas. 

Os fungos filamentosos não foram formalmente quantificados, mas 

visivelmente representaram os colonizadores majoritários, tanto das plantas 

vivas quanto de seu detrito (mesmo com a adição de bifenila no meio de 

cultura, agente fungistático que inibe a liberação de esporos dos fungos 

filamentosos).  
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A microbiota associada às plantas vivas é modulada por diversos 

fatores, seja pela própria planta ou pelas condições ambientais em que ela se 

encontra (FONSECA, INÁCIO, 2006). As espécies de macrófitas foram 

colonizadas de forma diferente por leveduras e fungos leveduriformes, mas um 

padrão não pode ser observado nas plantas in natura. Já a carga de leveduras 

e fungos leveduriformes presente no detrito foi crescente entre os tempos 7 e 

40 dias e foi maior para Scirpus maritimus, mediana para Spartina alterniflora e 

menor para Spartina densiflora (detalhado na sessão 6.4). 

Observou-se um crescente número de morfotipos de leveduras e 

fungos leveduriformes no detrito entre os tempos 7 e 14 dias de decomposição 

(baixa representatividade de cada morfotipo) e uma queda na variedade dos 

mesmos no período dos 40 dias (alta representatividade de cada morfotipo). 

Durante este período, a quantidade total de morfotipos isolados foi similar entre 

as plantas vivas (n = 15) e o detrito (n = 14) (detalhado na sessão 6.5).  

 

6.4 CARGA DE LEVEDURAS E FUNGOS LEVEDURIFORMES POR ESPÉCIE 

DE MACRÓFITA AQUÁTICA E POR PERÍODO DE DECOMPOSIÇÃO 

A carga de leveduras e fungos leveduriformes presente no detrito 

variou entre 2,3 e 6,36 log UFC.g-1 de detrito, em Spartina alterniflora, aos 220 

dias, e em Scirpus maritimus, aos 40 dias do ensaio de decomposição, 

respectivamente. Isolou-se uma maior quantidade de leveduras do detrito de 

Scirpus maritimus, em segundo lugar de Spartina densiflora, e em último lugar 

de Spartina alterniflora - à exceção do tempo 100 dias, no qual a carga de 

microrganismos isolados foi maior em S. densiflora, ao invés de S. maritimus. 

As três espécies de macrófitas aquáticas avaliadas abrigaram uma quantidade 
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crescente de microrganismos entre o período de 7 e 40 dias, enquanto entre o 

período de 40 e 220 dias de decomposição estes valores foram decrescentes 

(Figura 18).  

 

 

Figura 18. Variação da carga de leveduras e fungos levedurifomes do 

detrito em decomposição das espécies Scirpus maritimus, Spartina alterniflora 

e Spartina densiflora. 

 

Atenta-se para o fato de que os períodos de aumento (7 a 40 dias) e 

redução (40 a 220 dias) na carga das leveduras e fungos leveduriformes 

corresponderam, respectivamente, às fases de depleção e incremento de N 

nos detritos. Ambas variáveis demonstraram correlação negativa entre si, à 

exceção de S. alterniflora (Tabela 4). Isso se deve ao fato dos valores de N 

desta espécie serem bem superiores aos das outras macrófitas. Numa primeira 

fase, de estabilização da comunidade, houve o acréscimo na quantidade de 



77 

 

leveduras e depleção do N dos detritos, o que possivelmente indica que o 

processo de imobilização ocorreu neste período: as leveduras estariam 

metabolizando e incorporando os nutrientes das plantas. O esgotamento das 

fontes nutricionais quimicamente mais simples ao longo do tempo pode ter 

atuado como pressão seletiva na microbiota colonizadora, favorecendo 

microrganismos adaptados ao consumo de moléculas mais complexas. Na 

segunda fase, houve um decréscimo na carga de leveduras e um incremento 

do N, o que muito provavelmente está ligado a subsequente mineralização dos 

detritos, a liberação da forma orgânica dos nutrientes imobilizados (Figuras 16 

e 18). Estas mudanças corresponderam a períodos nos quais houve uma 

desaceleração da perda de massa seguida pelo aumento abrupto da mesma. 

Porém, estas taxas foram maiores no período de baixas na quantidade de 

leveduras (Figura 17). Tal fato indica que outros microrganismos não 

ponderados aqui neste estudo possam atuar de forma mais efetiva na redução 

da massa dos detritos. 
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Tabela 4. Correlação de Pearson entre a carga de leveduras e fungos 

leveduriformes (UFC.g-1 de detrito) isolados das espécies Scirpus maritimus, 

Spartina alterniflora e Spartina densiflora e as variáveis tempo de 

decomposição; perda de massa do detrito (percentual em relação ao peso 

inicial do detrito); [N]: concentração de nitrogênio do detrito (percentual de N.g-1 

de detrito); Tar: temperatura do ar (°C); Tágua: temperatura da água (°C); 

salinidade da água (%); precipitação (mm mensais). Consideraram-se: 

correlações fracas < 0,5 e correlações fortes ≥ 0,5 (realçados em negrito). 

 Tempo Perda de massa [N] Tar Tágua Salinidade Precipitação 

S. maritimus -0,5 -0,69 -0,36 0,38 0,18 0,68 -0,04 

S. alterniflora -0,61 -0,33 0,78 0,33 0,16 0,85 -0,2 

S. densiflora -0,68 -0,57 -0,54 0,23 0,01 0,61 0,19 

 

O volume total das chuvas aumentou na segunda metade do 

experimento (entre 40 e 220 dias de decomposição) (Tabela 3), o que poderia 

contribuir para desestabilizar a colonização microbiana do detrito estudado e 

favorecer as baixas na carga de leveduras e fungos leveduriformes, mas estas 

variáveis foram fracamente correlacionadas entre si. A salinidade foi a única 

variável ambiental que fortemente correlacionou com a carga microbiana do 

detrito, de modo positivo, para as três espécies de macrófitas (Tabela 4). 

Os “litter bags” foram comparados de acordo com os valores de 

decomposição, carga de N e de leveduras que apresentaram, a fim de verificar 

se as amostras de uma mesma espécie de macrófita ou de determinado tempo 

foram mais similares do que as outras (Figura 19). Um padrão claro não foi 

observado, mas nota-se que as amostras correspondentes ao mesmo tempo 

de decomposição apareceram mais próximas no gráfico, distanciando-se com o 



79 

 

passar do tempo até que os “litter bags” dos tempos 100 e 220 dias 

apresentaram-se completamente afastados. O fator mais discrepante, e que 

pode estar relacionado à dissimilaridade entre as amostras deste período, é a 

taxa de perda de massa (os valores da espécie Scirpus maritimus foram bem 

menores do que os das demais espécies de macrófitas) (Figura 15). 

 

 

Figura 19. “Scatterplot” dos “litter bags” de acordo com a perda de 

massa percentual, a carga de N percentual por mm-1 de folha e a carga total de 

leveduras (log UFC por grama de folha). Cada “litter bag” foi recebeu a sigla LB 

acompanhada de um número correspondente à espécie e ao tempo de 

decomposição (de 1 a 15). 
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6.5 ISOLAMENTO E DIVERSIDADE MORFOLÓGICA DE LEVEDURAS E 

FUNGOS LEVEDURIFORMES COLONIZADORES DO DETRITO DAS 

MACRÓFITAS AQUÁTICAS 

Obteve-se uma coleção com 106 isolados de leveduras e fungos 

leveduriformes (n = 68 e n = 38, respectivamente). As leveduras foram 

previamente agrupadas de acordo com os resultados do teste DBB e da 

morfologia colonial em Ascomycota (n = 16) e Basidiomycota (n = 52). Os 

fungos leveduriformes foram agrupados de acordo com a morfologia colonial 

em fungos negros (n = 28) e fungos brancos (n = 10) (Figura 20). 

 

 

Figura 20. Representatividade dos grupos fúngicos isolados. 

 

Maior parte das leveduras foi isolada de Spartina densiflora (n= 43), 

seguida por Scirpus maritimus (n = 35), e, em último lugar, por Spartina 

alterniflora (n = 28). S. maritimus foi a maior fonte de isolados de fungos 

leveduriformes negros, representando quase metade (n = 15) de todos os 

isolados oriundos desta espécie. Spartina abrigou uma maior quantidade de 

Basidomycota: cerca de 60% do total dos isolados de cada espécie (S. 



81 

 

alterniflora, n = 16, e S. densiflora, n = 26) pertenceram a este grupo. 

Ascomycota foi isolado em quantidades similares nas três plantas: 

correspondeu a aproximadamente 14% dos isolados de S. maritimus (n = 5) e 

S. densiflora (n = 5) e a quase 18% dos isolados de S. alterniflora (n = 6). Os 

fungos leveduriformes negros foram maioria em S. maritimus, mas 

representaram cerca de 18% dos isolados de S. alterniflora (n = 5) e S. 

densiflora (n = 8). Os fungos leveduriformes brancos tiveram baixo número de 

isolados (n total = 10), correspondendo a 20% dos isolados de S. maritimus (n = 

5) e a menos de 10% dos isolados das outras espécies (n = 2 em S. alterniflora 

e n = 3 em S. densiflora) (Figura 21).  

 

 

Figura 21. Representatividade dos grupos fúngicos isolados do detrito 

de cada espécie de macrófita (Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e 

Spartina densiflora). 

 

O comportamento dos grupos com relação aos tempos de 

decomposição foi avaliado utilizando-se a composição percentual dos grupos. 

Para tal, utilizou-se a carga (quantidade de UFC/g detrito) de cada grupo em 
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um determinado tempo em função da carga total do grupo (somatório das 

cargas isoladas em cada tempo). Basidiomycota foi maioria na decomposição 

inicial dos detritos de Scirpus maritimus (50% e 40% da carga total do grupo foi 

observada em 7 e 14 dias, respectivamente) e Spartina alterniflora (76,5% da 

carga total do grupo foi observada em 14 dias). Tal grupo foi representado em 

Spartina densiflora em todos os tempos (exceto 220 dias) e, diferentemente 

das outras espécies, foi mais expressivo aos 100 dias (fração correspondente a 

55,6% da carga total). Ascomycota foi mais numeroso no tempo 40 dias: quase 

80% da carga total do grupo em S. maritimus; 50% em S. alterniflora e 60% em 

S. densiflora.  

Os fungos leveduriformes estiveram presentes nos detritos de Scirpus 

maritimus ao longo de todo o ensaio de decomposição, mas foram mais 

abundantes nos tempos 7 e 40 dias (abrigando juntos 64% da carga total), 

sendo que apenas 2% da carga total do grupo foi observada aos 14 dias. O 

oposto ocorreu com as demais espécies: os fungos leveduriformes negros se 

concentraram aos 14 dias em Spartina alterniflora (60% do total) e aos 100 dias 

em Spartina densiflora (80% do total). Os fungos leveduriformes brancos 

estiveram presentes nas espécies S. maritimus e S. densiflora em quantidades 

similares aos 14 dias (cerca de 35% da carga total) e 220 dias (cerca de 65% 

da carga total), enquanto em S. alterniflora toda a carga deste grupo foi 

verificada aos 7 dias. As espécies de macrófitas aparentaram distintas 

composições, porém a maior parte das amostras de tempos equivalentes foram 

marcadas pela presença dos mesmos grupos (Figura 22) 
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Figura 22. Composição percentual dos grupos fúngicos isolados do 

detrito de cada espécie de macrófita (Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e 

Spartina densiflora) em diferentes tempos de decomposição (7, 14, 40, 100 e 

220 dias). “Fungos lev.”: fungos leveduriformes. 
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6.6 DIVERSIDADE DE LEVEDURAS E FUNGOS LEVEDURIFORMES 

COLONIZADORES DO DETRITO DAS MACRÓFITAS AQUÁTICAS 

As leveduras foram categorizadas em 21 distintos grupos: 10 grupos 

foram identificados em nível de espécie, 3 grupos foram discriminados em nível 

de gênero, 2 grupos foram classificados em complexos e 6 grupos não foram 

identificados. As leveduras basidiomicéticas foram representadas pelos 

gêneros Cryptococcus sp. e Tremella sp., pelas espécies B. pseudoalba, 

Cryptococcus aureus, Rhodotorula mucilaginosa, Sporobolomyces ruberrimus, 

Sporobolomyces beijingensi e por outros 3 grupos não identificados (Tabelas  

5 e 6; Figura 23). 

 

Tabela 5. Subgrupos de Basidiomycota e sua respectiva morfologia 

colonial característica. 

 Morfologia colonial 

 Grupo Cor Tamanho Forma Margem Elevação Brilho Superfície Consistência 

1 Pêssego Média Circular Inteira Pulvinada Presente Lisa Cremosa 

3 Pêssego Média Circular Inteira Elevada Presente Lisa Cremosa 

4 Coral Variável Circular Inteira Plana Presente Lisa Cremosa 

8 Creme Variável Circular Inteira Convexa Presente Lisa Cremosa 

10 Alaranjada Variável Circular Inteira Plana Presente Variável Cremosa 

12 Pêssego Variável Circular Lisa Elevada Presente Lisa Cremosa 

15 Laranja Variável Circular Inteira Elevada Presente Lisa Cremosa 

16 Branca Variável Circular Inteira Umbonada Presente Lisa Cremosa 

17 Branca Variável Circular Irregular Convexa Presente Lisa Cremosa 

18 Pink Variável Circular Lisa Convexa Presente Lisa Mucóide 

21 Laranja Variável Circular Inteira Convexa Presente Lisa Cremosa 

22 Coral Variável Circular Inteira Convexa Ausente Lisa Cremosa 
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Tabela 6. Diversidade, representatividade e tipo de detrito colonizado pelos 

subgrupos de Basidiomycota. 

Grupo Sp. n Detrito colonizado 

     S. maritimus S. alterniflora S. densiflora 

1 Cryptococcus aureus 1 14 dias     

3 Bullera pseudoalba 6   7, 14 dias 7, 14 dias 

8 Cryptococcus sp. 6 7 dias  14, 220 dias   

10 Sporobolomyces ruberrimus 6   14 dias 14, 40, 100 dias 

12 Tremella sp. 2 7 dias   7 dias 

15 Rhodotorula mucilaginosa 12 14, 220 dias 7, 14 dias 7,14, 40, 100 dias 

16 Cr. cellulolyticus/B. pseudoalba 5   7,14 dias 40 dias 

17 Sem identificação 4 40 dias   40 dias 

18 Sem identificação 5 100 dias   100, 220 dias 

21 Sem identificação 2   14 dias   

22 Sporobolomyces beijingensi 1     14 dias 
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Cryptococcus aureus Bullera pseudoalba 

 
 

Sporobolomyces ruberrimus Tremella sp. 

  

Rhodotorula mucilaginosa Sporobolomyces beijingensi 

  

Grupo 17 Grupo 18 

  

Figura 23. Morfologia colonial de alguns dos representantes de 

Basidiomycota cultivados em ágar YEPG. 
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As leveduras ascomicéticas foram representadas por 2 grupos sem 

identificação, pelo complexo Candida pseudointermedia/Candida intermedia e 

pelas espécies Yarrowia lipolytica, Meyerozyma guilliermondii, Candida 

zeylanoides e Pichia spartinae (Tabelas 7 e 8; Figura 24). 

 

Tabela 7. Subgrupos de Ascomycota e sua respectiva morfologia 

colonial característica. 

 Morfologia colonial 

 Grupo Cor Tamanho Forma Margem Elevação Brilho Superfície Consistência 

5 Branca Média Circular Inteira Elevada Presente Lisa Cremosa 

9 Branca Pequena Circular Inteira Plana Presente Lisa Mucóide 

11 Manteiga Pequena Circular Ondulada Convexa Ausente Lisa Cremosa 

17 Branca Variável Circular Lisa Convexa Presente Lisa Cremosa 

23 Branca Grande Circular Ondulada Elevada Presente Lisa Cremosa 

24 Manteiga Pequena Circular Ondulada Convexa Ausente Lisa Cremosa 

25 Branca Variável Circular Inteira Umbonada Presente Lisa Cremosa 

 

Tabela 8. Diversidade, representatividade e tipo de detrito colonizado 

pelos subgrupos de Ascomycota. 

Grupo Sp. n Detrito colonizado 

      S. maritimus S. alterniflora S. densiflora 

5 C. pseudointermedia/C. intermedia 1 7 dias     

9 Sem identificação 2   14 dias   

11 Yarrowia lipolytica 9 40, 100 dias 40 dias 14 dias 

17 Meyerozyma guilliermondii 1 14 dias     

23 Candida zeylanoides 1   40 dias   

24 Sem identificação 1   40 dias   

25 Pichia spartinae 1   220 dias   
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Grupo 9 Yarrowia lipolytica 

  

Candida zeylanoides Meyerozyma guilliermondii 

  

Figura 24. Morfologia colonial de alguns dos representantes de 

Ascomycota cultivados em ágar YEPG. 

 

Os fungos leveduriformes negros foram representados pela espécie 

Aureobasidium pullullans (n = 25) e por um grupo não identificado (n = 3) 

(Tabelas 9 e 10; Figura 25). 
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Tabela 9. Subgrupos dos fungos leveduriformes negros e sua 

respectiva morfologia colonial característica. 

 Morfologia colonial 

Grupo Cor inicial Tamanho Forma Margem Elevação Brilho Superfície Consistência 

2 Rosa Variável Irregular Filamentosa Umbonada Variável Lisa Variável 

26 Gelo Variável Irregular Filamentosa Umbonada Variável Lisa Cremosa 

 

Tabela 10. Diversidade, representatividade e tipo de detrito colonizado 

pelos subgrupos de fungos leveduriformes negros. 

Grupo Sp. n Detrito colonizado 

      S. maritimus S. alterniflora S. densiflora 

2 Aureobasidium pullullans 25 7, 14, 40, 100, 220 dias 7, 14, 100 dias 14, 100 dias  

26 Sem identificação 3  14 dias 14 dias 

 

  

Figura 25. Morfologia colonial dos representantes dos fungos 

leveduriformes negros cultivados em ágar YEPG. Aureobasidium pullulans à 

esquerda e Grupo 26 à direita. 
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Os fungos leveduriformes brancos (n = 10) foram agrupados em um 

único grupo morfológico, identificado como Acremonium sp. (Tabelas 11 e 12; 

Figura 26). 

 

Tabela 11. Subgrupos dos fungos leveduriformes brancos e sua 

respectiva morfologia colonial característica. 

 Morfologia colonial 

Grupo Cor inicial Tamanho Forma Margem Elevação Brilho Superfície Consistência 

19 Salmão Variável Irregular Filamentosa Convexa Ausente Filamentosa Cremosa 

 

Tabela 12. Diversidade, representatividade e tipo de detrito colonizado 

pelos subgrupos de fungos leveduriformes brancos. 

Grupo Sp. n Detrito colonizado 

      S. maritimus S. alterniflora S. densiflora 

19 Acremonium sp. 10 40, 100, 220 dias 7, 220 dias 220 dias 

  

 

Figura 26. Morfologia colonial dos representantes dos fungos 

leveduriformes brancos cultivados em ágar YEPG. 
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Scirpus maritimus e Spartina densiflora apresentaram 12 

espécies/grupos cada um, enquanto Spartina densiflora apresentou 15 

espécies. Menos de 30% dos grupos identificados (n= 6 espécies/grupos) 

foram compartilhados entre as espécies de macrófitas aquáticas: Acremonium 

sp., Aureobasidium pullulans, Cryptococcus sp., Rhodotorula mucilaginosa, 

Yarrowia lipolytica e Grupo 17. Cryptococcus sp. restringiu-se aos detritos em 

decomposição inicial (7 e 14 dias) e o Grupo 17 aos detritos do período 40 

dias. Os demais grupos compartilhados pelas macrófitas foram isolados em 

todos os tempos do estudo. 

Analisando-se a similaridade de espécies entre as macrófitas aquáticas 

par a par, pode-se observar que nenhuma espécie além das seis anteriormente 

citadas foi exclusivamente compartilhada entre Scirpus maritimus e Spartina 

alterniflora. Sob a mesma ótica, S. maritimus e Spartina densiflora 

compartilharam apenas dois grupos (Tremella sp. e Grupo 18). O maior número 

de espécies compartilhadas somente entre duas macrófitas foi observado entre 

as Spartina, que tiveram em comum quatro espécies/grupos (Bullera 

pseudoalba, Cryptococcus cellulolyticus/Bullera pseudoalba, Sporobolomyces 

ruberrimus e Grupo 26). 

Spartina alterniflora foi a macrófita com mais espécies/grupos de 

leveduras exclusivas (n = 5): Pichia spartinae e Grupos 8, 9, 13 e 21. Scirpus 

maritimus abrigou sozinha as espécies Candida pseudointermedia/Candida 

intermedia, Candida zeylanoides, Cryptococcus aureus e Meyerozyma 

guilliermondii (n = 4). A única espécie exclusiva de Spartina densiflora foi 

Sporobolomyces beijingensis. 
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As Figuras 27, 28 e 29 apresentam a composição percentual 

específica de Scirpus maritimus, Spartina alterniflora e Spartina densiflora, 

respectivamente.  

Aureobasidium pullulans foi isolado de Scirpus maritimus em todos os 

tempos avaliados, sendo prevalente nos detritos de 7 e 200 dias. Rhodotorula 

mucilaginosa foi a levedura majoritária nos detritos de S. maritimus em 14 dias. 

A. pulullans e grupo 17 foram as leveduras predominantes dos detritos de S. 

maritimus aos 40 dias. Acremonium sp. foi isolado a partir de 40 dias, 

predominando inclusive sobre A. pullulans no tempo 100 dias. Boa parte das 

espécies/grupos apareceu somente em determinados tempos e teve baixa 

representatividade (exceto Grupo 17): Cryptococcus sp., Tremella sp. e 

Candida pseudointermedia/Candida intermedia em 7 dias; Cryptococcus 

aureus e Meyerozyma guilliermondii em 14 dias; Candida zeylanoides e Grupo 

17 em 40 dias; e Yarrowia lipolytica e Grupo 18 em 100 dias. Os detritos de S. 

maritimus não foram marcados por espécies inéditas aos 220 dias (Figura 27). 
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Figura 27. Variação temporal da composição percentual específica da 

comunidade de leveduras associada a Scirpus maritimus. 

 

Mais da metade (60%) das espécies/grupos de leveduras isoladas de 

Spartina alterniflora foram exclusivas de um único período de tempo. Os 

períodos 7 e 14 dias foram especialmente dominados por muitos grupos de 

leveduras (73% do total). Bullera pseudoalba, Cryptococcus 

cellulolyticus/Bullera pseudoalba e Rhodotorula mucilaginosa foram 

características da decomposição inicial dos detritos de S. alterniflora (7 e 14 

dias); enquanto o Grupo 17 pareceu estar ligado com a decomposição 
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intermediária destes detritos (14 e 40 dias). O período 40 dias também foi 

marcado pela presença de Yarrowia lipolytica. Aureobasidium pullulans foi a 

única espécie isolada no período 100 dias (representando frações ínfimas da 

comunidade de leveduras nos tempos 7 e 14 dias).  Acremonium sp. foi isolado 

tanto no detrito em decomposição inicial (7 dias) quanto final (220 dias). Pichia 

spartinae e Grupo 8 também foram isolados de S. alterniflora aos 220 dias 

(Figura 28). 

Cerca de 40% das espécies/grupos de leveduras isolados de Spartina 

densiflora estiveram presentes apenas na decomposição inicial dos detritos (7 

e 14 dias): Bullera pseudoalba, Cryptococcus sp., Tremella sp., 

Sporobolomyces beijingensis e Grupo 26. As leveduras Cryptococcus 

cellulolyticus/Bullera pseudoalba, Yarrowia lipolytica e grupo 17 pareceram 

estar ligadas à decomposição intermediária dos detritos de S. densiflora (40 

dias). A decomposição tardia foi marcada principalmente pelas espécies 

Rhodotorula mucilaginosa (100 dias), Acremonium sp. (220 dias) e Grupo 18 

(100 e 220 dias). Algumas destas espécies colonizaram o detrito tanto na 

decomposição inicial quanto tardia: Acremonium sp. e R. mucilaginosa (14 dias 

e 7, 14 e 40 dias, respectivamente), Aureobasidium pullulans (14 e 100 dias) e 

Sporobolomyces ruberrimus (14, 40 e 100 dias) (Figura 29). 
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Figura 28. Variação temporal da composição percentual específica da 

comunidade de leveduras associada a Spartina alterniflora. 
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Figura 29. Variação temporal da composição percentual específica da 

comunidade de leveduras associada a Spartina densiflora. 

 

O conjunto de espécies de leveduras foi explorado por uma variedade 

de índices de diversidade, mas aquele adotado para melhor explicar a 

diversidade encontrada foi o índice de Shannon-Wiener (H). Tal índice 

expressa a importância relativa de cada espécie e não apenas a proporção 

entre espécies e indivíduos; atribuindo maior peso às espécies raras e fazendo 

prevalecer o componente de riqueza de espécies (MATOS et al., 1990). O 

índice de Shannon ainda assume que os indivíduos são amostrados de uma 
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população indefinidamente grande ao acaso (PIELOU, 1983) e que todas as 

espécies estão representadas na amostra coletada, sendo relativamente 

independente do tamanho da amostra: quanto maior o valor do índice, mais 

uniforme será a representatividade de espécies de uma amostra.  

O índice de diversidade foi calculado tomando por amostra cada “litter 

bag” (Figura 30). As amostras de maior diversidade (H) foram aquelas de 

Scirpus maritimus aos 14 e 220 dias (“litter bags” 2 e 5) e de Spartina 

alterniflora aos 7 e 100 dias (“litter bags” 6 e 9). Os valores de diversidade não 

variaram significativamente com o tempo, exceto aqueles das amostras aos 14 

dias de decomposição (P = 0,018, α = 0,05), período em que a composição e o 

número de espécies foram variáveis entre as macrófitas (n = 4 em S. 

maritimus; n = 10 em S. alterniflora; e n = 9 em S. densiflora) (ver Figuras 27, 

28 e 29).  

 

 

Figura 30. Índice de Shannon-Wiener (H) do conjunto de espécies 

amostrado em cada “litter bag”. Os números 1, 2, 3, 4 e 5 representam os “litter 
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bags” de Scirpus maritimus nos tempos 7, 14, 40, 100 e 220 dias, 

respectivamente. Os números 6, 7, 8, 9 e 10 representam os “litter bags” de 

Spartina alterniflora nos tempos 7, 14, 40, 100 e 220 dias, respectivamente. Os 

números 11, 12, 13, 14 e 15 representam os “litter bags” de Spartina densiflora 

nos tempos 7, 14, 40, 100 e 220 dias, respectivamente. 

 

O desenho de curvas de rarefação possibilita a comparação entre 

amostras com distintos tamanhos, permitindo avaliar o quanto um estudo se 

aproxima de capturar todas as espécies do local estudado. Tal ferramenta é 

considerada a melhor medida para demonstrar o esforço de amostragem de 

um trabalho (WILLOT, 2001). Na Figura 31 pode-se visualizar a variação do 

número de indivíduos entre os diferentes “litter bags”.  

 

 

Figura 31. Curva de rarefação das espécies de leveduras encontradas 

nas amostras coletadas (“litter bags”). Os números representam as 15 

unidades de esforço amostral (“litter bags”) coletadas ao longo do tempo. 
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A curva aparenta estar se aproximando da estabilidade, o que significa 

que possivelmente haveriam poucas novas espécies a ser encontradas se mais 

amostras de detritos fossem coletadas. Alcançar a estabilidade da curva é 

bastante difícil, pois muitas espécies raras costumam ser adicionadas após 

muitas amostragens, sobretudo em regiões tropicais. O platô demonstra que 

nenhuma espécie nova é adicionada e que a riqueza total foi obtida, sendo 

desnecessárias novas amostragens.  

 

6.7 POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO DAS LEVEDURAS E DOS FUNGOS 

LEVEDURIFORMES COLONIZADORES DO DETRITO DAS MACRÓFITAS 

AQUÁTICAS 

Da coleção de 106 isolados de leveduras e fungos leveduriformes 

obtidos, apenas um único isolado do grupo Basidiomycota não teve o seu 

potencial biotecnológico aferido, em virtude da perda da viabilidade dos cultivos 

estoque mantidos em laboratório. Dos isolados testados, todos degradaram 

tributirina (n = 105); 71,43% degradaram tween 80 (n = 75); 47,6% degradaram 

gelatina (n = 50); 40,95% degradaram amido (n = 43); 35,2% degradaram 

caseína (n = 37); e 30,47% degradaram CMC (n = 32). A Figura 32 apresenta 

a capacidade degradação dos grupos morfológicos isolados.  
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Figura 32. Quantidade de isolados de cada grupo morfológico hábil a 

degradar os substratos testados. 

 

Como reflexo de sua abundância, Basidiomycota foi o grupo dominante 

na degradação de tributirina, tween 80, caseína e gelatina. Já os fungos 

leveduriformes negros representaram a maioria degradadora de amido e CMC 

(Figura 32).  O grupo, apesar de ter sido representado por poucos isolados, 

teve maior percentual de degradadores positivos do que Basidiomycota e 

Ascomycota, à exceção dos resultados obtidos para o substrato caseína. Os 

fungos leveduriformes brancos também demonstraram bons percentuais de 

degradadores positivos, inclusive para degradação da caseína (Figura 33). 
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Figura 33. Percentual de degradadores negativos e positivos de cada 

grupo morfológico. Fungos lev.: fungos leveduriformes. 
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A capacidade enzimática de determinados microrganismos pode estar 

relacionada com os nutrientes disponíveis no micro-hábitat de onde ele foi 

isolado.  Mesmo apresentando menor quantidade total de isolados (n = 29), o 

detrito de S. alterniflora abrigou maior quantidade de microrganismos 

degradadores de caseína com relação aos isolados obtidos das outras 

espécies. Apesar da maior parte dos isolados ter sido obtida do detrito de S. 

densiflora (n = 42), houve menor quantidade de isolados consumidores de 

CMC do que S. maritimus (Figura 34). 

 

 

Figura 34. Quantidade de isolados de cada espécie de macrófita 

capazes de degradar os substratos testados. 

 

Os valores percentuais dos isolados degradadores negativos e 

positivos dos substratos testados por cada macrófita aquática avaliada estão 
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expostos na Figura 35. Com algumas exceções, os valores foram muito 

similares entre as espécies. Os percentuais de degradadores positivos isolados 

de S. maritimus foram ligeiramente maiores para a degradação de tween 80, 

amido, CMC e gelatina. A relação de isolados com habilidade de degradar 

caseína foi mais alta para os isolados de Spartina alterniflora. 

 

 

Figura 35. Percentual de leveduras e fungos leveduriformes 

degradadores negativos e positivos isolados de cada espécie de macrófita 

aquática. 
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Figura 36. Índices enzimáticos médios (IE médios) das leveduras 

isoladas de diferentes macrófitas e tempos de decomposição. Quanto menor o 
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valor de IE, maior o tamanho do halo com relação ao tamanho da colônia da 

levedura, e, portanto, maior a atividade enzimática. 

 

A atividade lipolítica (degradação de tributirina e tween 80) foi maior 

para os isolados obtidos de Spartina densiflora aos 7 dias e de Spartina 

alterniflora aos 7, 14 e 100 dias (IE < 0,5). A atividade de polissacarases 

(degradação de amido e CMC) ocorreu de forma distinta entre os substratos 

testados. As amilases produzidas pelos isolados de S. densiflora aos 7 dias e 

de Scirpus maritimus aos 100 dias apresentaram maior atividade (IE < 0,4) do 

que aquelas produzidas por isolados de outros “litter bags”. Já as celulases das 

leveduras isoladas aos 7 e 14 dias, de uma maneira geral, tiveram melhores 

índices enzimáticos (IE < 0,4). As proteases também apresentaram diferentes 

padrões: a gelatinase foi mais bem produzida pelos isolados de todas as 

macrófitas aos 40 dias, enquanto a caseinase dos isolados de S. maritimus aos 

7 dias e de S. densiflora aos 14 e 100 dias foram as mais ativas (Figura 36). 

Os índices enzimáticos, no geral, foram afetados tanto pelo tempo de 

decomposição dos detritos quanto pela espécie de macrófita (Tabela 13). 
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Tabela 13.  ANOVA bifatorial sobre a variável índice enzimático médio 

(IE) de cada espécies de macrófita (tratamento) e tempo de decomposição. NS: 

não significativo. 

 Valores de P para as diferentes fontes de variância 

IE médio de degradação Sp. macrófita Tempo Sp. macrófita × Tempo 

Tributirina NS <0,0001 0,0001 

Tween 80 0,03 0,0002 0,0016 

Amido NS <0,0001 <0,0001 

Caseína <0,0001 <0,0001 <0,0001 

CMC 0,04 <0,0001 <0,0001 

Gelatina <0,0001 <0,0001 <0,0001 

 

Basidiomycota degradadores de tributirina foram mais bem 

representados nos detritos de S. maritimus e S. densiflora aos 14 dias e de S. 

densiflora aos 100 dias de decomposição. O período 14 dias também abrigou 

maior parte dos basidiomicetos degradadores de tween 80 em S. alterniflora e 

S. densiflora, enquanto em S. maritimus este grupo foi majoritário aos 100 dias. 

Os basidiomicetos isolados de S. densiflora não apresentaram a habilidade de 

degradar amido, enquanto para as outras espécies os isolados do grupo com 

tal habilidade foram obtidos em 7 e 14 dias. A caseína foi consumida 

majoritariamente pelos basidiomicetos isolados em 14 dias. Os basidiomicetos 

isolados de S. alterniflora não degradaram CMC. Tal substrato foi degradado 

pelos isolados de 14 dias em S. maritimus e 40 dias em S. densiflora. Os 

basidiomicetos isolados a partir de 7 dias foram hábeis a degradar gelatina (à 

exceção dos colonizadores de S. alterniflora), mas a maioria dos isolados com 

esta capacidade foi obtida em 14 e 40 dias (Figura 37). 
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Os ascomicetos de S. maritimus isolados na fase inicial de 

decomposição (7 e 14 dias) foram hábeis a degradar somente tributirina e 

caseína. Os isolados obtidos aos 40 e 100 dias não degradaram caseína, mas 

sim outros dois substratos: amido (40 dias) e tween 80 (em ambos os tempos). 

Já aqueles isolados de S. alterniflora apresentaram maior capacidade de 

degradação: além de tributirina (7, 40 e 220 dias) e tween 80 (14 e 40 dias) 

também consumiram CMC (220 dias). O perfil de degradação dos isolados de 

S. densiflora foi bem similar aos de S. alterniflora, porém estes não foram 

hábeis a degradar caseína. (Figura 38). 

Os fungos leveduriformes negros isolados de S. maritimus não foram 

hábeis a degradar caseína. Os outros substratos foram degradados por maior 

parte dos isolados obtidos desta espécie aos 7 dias. Os isolados deste grupo 

obtidos de S. alterniflora fora degradadores positivos de todos os substratos 

testados, sendo isolados em 7 e 14 dias (a caseína foi degradada somente 

pelos fungos isolados em 7 dias). Os fungos deste grupo isolados de S. 

densiflora foram obtidos em 14 e 100 dias, apresentando habilidade de 

degradar todos os substratos, à exceção de caseína (Figura 39). 

Os isolados de Acremonium sp. oriundos de S. maritimus aos 100 dias 

de decomposição foram hábeis a degradar todos os substratos, enquanto os de 

14 dias não degradaram amido nem CMC e os de 220 dias não degradaram 

caseína. Os fungos isolados de S. alterniflora não apresentaram habilidade de 

degradar tween 80 e CMC. Todos os substratos foram degradados pelos 

isolados de Acremonium sp. obtidos de S. densiflora, à exceção do amido e da 

CMC e da gelatina (estes últimos somente aos 14 dias) (Figura 40). 
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Figura 37. Perfil de degradação de Basidiomycota ao longo da 

decomposição do detrito das três espécies de macrófitas estudadas. 
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Figura 38. Perfil de degradação de Ascomycota ao longo da 

decomposição do detrito das três espécies de macrófitas estudadas. 
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Figura 39. Perfil de degradação dos fungos leveduriformes negros ao 

longo da decomposição do detrito das três espécies de macrófitas estudadas. 

 



111 

 

 

Figura 40. Perfil de degradação dos fungos leveduriformes brancos ao 

longo da decomposição do detrito das três espécies de macrófitas estudadas. 
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Consideraram-se isolados com produção enzimática satisfatória 

aqueles que apresentaram índice enzimático médio (IE) ≤ 0,5. As maiores 

proporções de isolados degradadores positivos cujo IE médio foi inferior ou 

igual a 0,5 foram encontradas para os substratos CMC (81,25% dos isolados 

positivos) e tributirina (57,14% dos isolados positivos). Os demais substratos 

apresentaram as seguintes frequências de isolados com boa produção 

enzimática (IE médio ≤ 0,5): amido - 39,53% dos isolados positivos; caseína - 

35,13% dos isolados positivos; gelatina - 24% dos isolados positivos; e 

tributirina - 17,33% dos isolados positivos. Os isolados de maior atividade 

enzimática (menor IE) de cada enzima foram compilados na Tabela 14.  

Os detritos em fase de decomposição inicial abrigaram maior 

quantidade de isolados cuja atividade enzimática foi mais expressiva. Sob este 

aspecto, as leveduras parecem desempenhar maior atividade na 

decomposição inicial dos detritos das macrófitas aquáticas, sobretudo no 

tempo de decomposição 14 dias.   

Basidiomycota foi o grupo com maior quantidade de isolados com boa 

atividade enzimática, possuindo representantes em todas as enzimas testadas 

(à exceção da celulase). Alguns isolados foram bons degradadores de mais de 

um substrato: Bullera pseudoalba (DEC 08), produtor de lipase e esterase; 

Rhodotorula mucilaginosa (DEC 39), produtor de lipase, amilase e caseinase 

(Figura 41); e Sporobolomyces ruberrimus (DEC 50), produtor de lipase e 

gelatinase. Estes isolados são bons candidatos a estudos de caracterização e 

purificação das enzimas produzidas. Cryptococcus aureus e Sporobolomyces 

beijingensis, representadas por apenas um isolado cada uma, apresentaram 

considerável produção de esterase e caseinase, respectivamente. 
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Tabela 14. Isolados com maior atividade enzimática (menores valores 

médios de IE) para cada substrato testado. 

Grupo ou espécie Código isolado IE médio Macrófita Tempo 

Tributirina     

Bullera pseudoalba Dec 08 0,131 S. densiflora 7 dias 

Sporobolomyces ruberrimus Dec 50 0,203 S. alterniflora 14 dias 

Rhodotorula mucilaginosa Dec 39 0,242 S. densiflora 14 dias 

Tween 80     

Bullera pseudoalba Dec 08 0,198 S. densiflora 7 dias 

Grupo 17 Dec 70 0,325 S. alterniflora 40 dias 

Cryotococcus aureus Dec 34 0,344 S. maritimus 14 dias 

Amido     

Sporobolomyces ruberrimus Dec 50 0,242 S. alterniflora 14 dias 

Rhodotorula mucilaginosa Dec 39 0,271 S. densiflora 14 dias 

Grupo 26 Dec 27 0,276 S. alterniflora 14 dias 

Caseína     

Sporobolomyces beijingensis Dec 40 0,166 S. densiflora 14 dias 

Rhodotorula mucilaginosa Dec 60 0,174 S. maritimus 14 dias 

Rhodotorula mucilaginosa Dec 39 0,191 S. densiflora 14 dias 

CMC     

Aureobasidium pullulans Dec 02 0,192 S. alterniflora 7 dias 

Grupo 26 Dec 33 0,218 S. densiflora 14 dias 

Acremonium sp. Dec 102 0,239 S. alterniflora 220 dias 

Gelatina     

Yarrowia lipolytica Dec 72 0,206 S. densiflora 40 dias 

Yarrowia lipolytica Dec 66 0,232 S. maritimus 40 dias 

Sporobolomyces ruberrimus Dec 50 0,366 S. alterniflora 14 dias 
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Figura 41. Isolado DEC 39 (Rhodotorula mucilaginosa) exibindo halo 

de produção da caseinase (colônia abaixo, à esquerda). 

 

Os Ascomycota com considerável atividade enzimática foram os 

isolados de Yarrowia lipolytica oriundos de Spartina densiflora (DEC 72) 

(Figura 42) e de Scirpus maritimus (DEC 66), produtores de gelatinase, e um 

representante do Grupo 17 (DEC 70), isolado de Spartina alterniflora aos 40 

dias, produtor de esterase. 

Os fungos leveduriformes negros isolados dos detritos pouco 

decompostos de Spartina alterniflora (Aureobasidium pullulans - DEC 02) e 

Spartina densiflora (Grupo 26 - DEC 33) foram bons produtores de celulase. 

Um outro representante do Grupo 26 (DEC 27), isolado dos detritos de S. 

alterniflora aos 14 dias, foi bom produtor de amilase (Figura 43). 
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Figura 42. Isolado DEC 72 (Yarrowia lipolytica) exibindo halo de 

produção da gelatinase. 

 

 

Figura 43. Isolado Dec 27 exibindo halo de produção da amilase. 
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Os fungos leveduriformes brancos (Acremonium sp.) apresentaram 

apenas um isolado com boa atividade enzimática. DEC 102, isolado dos 

detritos de Spartina alterniflora aos 40 dias de decomposição. Foi bom produtor 

de celulase (Figura 44). 

 

 

Figura 44. Isolado DEC 102 (Acremonium sp.) exibindo halo de 

produção da celulase. 
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7 DISCUSSÃO 

 

7.1 DECOMPOSIÇÃO VERSUS DIVERSIDADE ASSOCIADA  

Utilizando o método dos “litter bags”, Hickenbick e colaboradores 

(2004) e Silveira (2013) também analisaram a decomposição das mesmas 

espécies de macrófitas no local do estudo presente (Scirpus maritimus, 

Spartina alterniflora, Spartina densiflora). Ambos os estudos prévios 

observaram o maior percentual de decaimento em Spartina alterniflora (73 e 

65%), e os valores mais baixos em Spartina densiflora (49,26 e 35%). Valores 

estes discordantes das maiores taxas aqui observadas, o que corrobora com a 

perda acidental do material dos “litter bags” de S. densiflora. Mais de 60% da 

perda de massa de S. alterniflora ocorreu nos últimos 100 dias do ensaio, 

enquanto nos outros trabalhos a maior decomposição dos detritos foi 

observada nos primeiros 30 dias. A decomposição inicial também foi 

responsável por mais da metade da perda de massa de Spartina no trabalho de 

Newell e Porter (2000). As distintas datas e configurações entre os agentes 

ambientais (precipitação e salinidade, principalmente) destas pesquisas podem 

estar relacionadas aos diferentes padrões evidenciados. Scirpus maritimus tem 

o talo bastante suculento e é rica em compostos lábeis (HICKENBICK et al., 

2004). Frações remanescentes destes compostos podem ter sido 

preferencialmente decompostas antes dos compostos estruturais da espécie, 

colaborando para seu reduzido decaimento (17,56% no total).   

Assumindo-se que a quantidade de N corresponde à integridade e 

qualidade do material vegetal, os resíduos de Spartina alterniflora foram 

aqueles com maior qualidade nutricional, seguido por Spartina densiflora e, por 
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último, por Scirpus maritimus. Os detritos apresentaram reduções na carga de 

N até o período 40 dias, havendo um enriquecimento em N aos 100 e 220 dias. 

Já em S. densiflora o aumento da carga de N só se deu aos 220 dias. Estas 

mudanças corresponderam a períodos nos quais houve um crescimento e uma 

redução da carga de leveduras, e também a desaceleração da perda de massa 

seguida pelo aumento abrupto da mesma (Figuras 15, 16 e 18). Porém as 

maiores taxas de decomposição foram observadas em períodos de declínio da 

comunidade de leveduras (100 e 220 dias). Sabe-se que os fungos associados 

aos fragmentos vegetais são capazes de imobilizar N inorgânico e convertê-lo 

à biomassa, reduzindo a proporção C:N e concentrando nutrientes sob os 

detritos, aumentando desta forma o seu valor nutricional (FELL; NEWELL, 

1981; ENRIQUEZ, 1993; VYMAZAL, 1995; NEWELL ET AL., 1996; CHIMNEY, 

2006; SANMARTÍ; MENENDÉZ, 2007). Acredita-se que o aumento na carga de 

N no final do experimento esteja vinculado à atuação dos fungos filamentosos, 

microrganismos não avaliados no presente estudo, que também podem ter sido 

mais efetivos sob a redução da massa dos detritos. 

Assim como nos resultados encontrados por Silveira (2012), num 

estudo realizado com fungos filamentosos, aqui a maior diversidade de 

leveduras não esteve associada com a decomposição dos detritos (perda de 

massa) (dados não mostrados). Neste mesmo trabalho, que comparou a 

colonização fúngica entre as mesmas espécies de macrófitas aqui analisadas, 

a diversidade de espécies foi maior em Scirpus maritimus (principalmente nos 

tempos de decomposição equivalentes a 7 e 100 dias); seguida por Spartina 

alterniflora (maior diversidade no tempo equivalente a 40 dias) e Spartina 

densiflora (maior diversidade nos tempos equivalentes a 14 e 100 dias).  
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No presente estudo, a maior riq ueza de espécies foi encontrada em 

Spartina alterniflora (n = 15), enquanto as demais macrófitas apresentaram a 

mesma riqueza de espécies (n = 12). Todas as amostras de Scirpus maritimus 

evidenciaram a mesma riqueza de espécies (n = 4) (menos o tempo 220 dias, n 

= 3). Houve a presença de espécies de leveduras relacionadas a determinadas 

macrófitas: e. g. Candida zeylanoides em S. maritimus, Pichia spartinae em S. 

alterniflora; e Sporobolomyces beijingensis em S. densiflora. Entre as 

associações demonstradas, a única levedura que tem essa interação reportada 

na literatura é P. spartinae (AHEARN et al., 1970; MEYERS et al., 1975).  

Também houve aquelas espécies associadas entre si e presentes em períodos 

característicos: Tremella sp. aos 7 dias; Bullera pseudoalba e Cryptoccocus sp. 

aos 7 e 14 dias; Yarrowia lipolytica e Grupo 17 aos 40 dias; Aureobasidium 

pullulans e Grupo 18 aos 100 dias; e Acremonium sp. aos 220 dias. 

Poucas foram as espécies dominantes (presentes em pelo menos 3 

dos períodos analisados): Acremonium sp. (Scirpus maritimus), Aureobasidium 

pullulans (Scirpus maritimus e Spartina alterniflora) e Rhodotorula mucilaginosa 

e Sporobolomyces ruberrimus (Spartina densiflora). À exceção do tempo 14 

dias, marcado pela alta diversidade associada aos detritos de Spartina (n = 10 

em S. alterniflora e n = 9 em Spartina densiflora), todos os demais tempos 

apresentaram um reduzido número de espécies. Aparentemente, há a 

competição entre as espécies neste período.  

 Praticamente metade das espécies/grupos encontrados (n = 10) teve 

ocorrência única, aparecendo somente em uma amostra (“litter bag”). Tal 

padrão corrobora com o modelo que vem sendo descrito para comunidades de 

fungos do filoplano: há rápidas sucessões, com mudanças dramáticas na 
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composição específica, e alta frequência de taxas temporários, principalmente 

na decomposição inicial das folhas (VOŘÍŠKOVÁ; BALDRIAN, 2013).  

Hickenbick e colaboradores (2004) verificaram semelhanças na 

decomposição dos detritos de Scirpus maritimus e Spartina alterniflora, 

atribuindo o fato à constituição do parênquima aerífero e à grande área 

superficial de ambas as espécies. Tal analogia não foi encontrada no presente 

trabalho. Silveira (2012) também não observou este padrão e sugeriu que isto 

se deva às diferenças entre a composição específica associada a cada planta e 

também a interações com espécies de microrganismos não isolados. O 

presente estudo observou maiores dissimilaridades entre a diversidade 

associada à Scirpus maritimus e às espécies de Spartina. A maior parte dos 

trabalhos com fungos colonizadores de plantas não consegue traçar uma 

padrão de sucessão ao longo da decomposição vegetal, visto a complexidade 

do processo por si só (BUCHAN et al., 2003; VOŘÍŠKOVÁ; BALDRIAN, 2013). 

 

7.2 DECOMPOSIÇÃO VERSUS PERFIL ENZIMÁTICO  

As leveduras associadas aos detritos das macrófitas foram mais 

eficientes (demonstraram reduzidos valores de IE) na produção de celulase e 

lipase. Tal resultado é esperado para substratos como partículas vegetais, pois 

estes são compostos majoritariamente por celulose. Os lipídios estão presentes 

em frações menores, mas são componentes principais da bainha e da cera 

protetora das folhas, barreiras primordiais a serem rompidas para se acessar 

as células vegetais e delas obter nutrientes. 

A produção majoritária de celulases já foi reportada para ascomicetos 

oriundos de plantas aquáticas (ABDEL-RAHEEM; SHEARER, 2002). Amostras 
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de fungos marinhos também foram testados quanto a produção desta enzima, 

e verificou-se que 80% das espécies testadas apresentaram atividade de 

celulase (RAGHUKUMAR et al., 1994). A mesmas enzimas testadas no 

presente trabalho (lipase, amilase, celulase e protease) foram investigadas em 

dezenove espécies de fungos filamentosos aquáticos, que também revelaram a 

celulase e a lipase como principais enzimas produzidas (ABDULLAH, TAJ-

ALDEEN, 1988). As leveduras marinhas também já foram investigadas e 

testadas quanto à capacidade de produzir lipases e degradar óleo cru, 

propriedade que pode ser aplicada em ações de biorremediação em ambientes 

naturais impactados por derrames de petróleo e derivados (WANG et al., 

2007).  

As leveduras associadas aos detritos de macrófitas aquáticas 

demonstraram maiores atividades enzimáticas nos detritos em decomposição 

inicial (7 e 14 dias). Amilase e caseinase também aparentaram bons índices de 

atividade aos 100 dias de decomposição, bem como a gelatinase aos 40 dias 

(Figura 35).  

Já é sabido que a composição das plantas pode afetar a decomposição 

e, também, a habilidade enzimática dos microrganismos decompositores 

(VOŘÍŠKOVÁ et al., 2011). Amido e gelatina (além de celulose) foram os 

principais compostos degradados pelos fungos associados à macrófita Typha 

latifolia (SCHULZ; THORMANN, 2005). A degradação da gelatina está ligada à 

capacidade dos microrganismos utilizarem substratos ricos em compostos 

nitrogenados. Os detritos de Spartina alterniflora (espécie melhor decomposta 

e com maior diversidade de leveduras associadas no presente estudo) são 

compostos por uma gama de ácidos graxos, principalmente aqueles com 
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cadeia de 15 C (SCHULTZ; QUINN, 1973), e por cerca de 7% de proteínas 

(SQUIERS; GOOD, 1974). 

A comunidade de leveduras foi dominada por Basidiomycota, mas 

apenas dois isolados deste grupo apresentaram capacidade de produzir 

celulase: Cryptococcus aureus e um representante do Grupo 17 (DEC 76). 

Aureobasidium pullulans foi a espécie com atividade celulolítica majoritária sob 

os detritos das macrófitas: quase 70% dos isolados apresentaram IE < 0,4. 

Porém, Basidiomycota aparentou melhor atividade lipolítica do que A. pullulans: 

42,32% contra 28% dos isolados exibiram IE < 0,4.  

Apesar de diversos isolados terem demonstrado a habilidade de 

degradar os substratos testados, os índices de melhor atividade enzimática 

foram observados nas leveduras colonizadoras dos detritos em fase de 

decomposição inicial (principalmente 14 dias) (Tabela 12). Além disso, o 

período inicial (até 40 dias) foi assinalado pelo aumento no número de 

leveduras contabilizadas e pela depleção de N dos detritos. A comunidade de 

leveduras e fungos leveduriformes não teve aparente influência na perda de 

massa dos detritos, mas a atividade enzimática dos isolados obtidos e a 

variação na carga de N sugerem que estes estejam ativos na transformação da 

matéria orgânica, o que certamente afeta a atuação de outros microrganismos 

mais efetivos, os quais não foram o foco deste trabalho.  

 

7.2 DIVERSIDADE VERSUS POTENCIAL BIOTECNOLÓGICO  

Ponderando-se que ambos os fungos leveduriformes isolados neste 

estudo pertencem à divisão Ascomycota (Acremonium sp. e Aureobasidium 

pullulans), admite-se a homogeneidade da comunidade de leveduras e “yeast-
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like” colonizadores dos detritos das macrófitas: obtiveram-se 52 isolados de 

Basidiomycota e 54 isolados de Ascomycota. Ascomicetos são os fungos 

filamentosos decompositores majoritários em macrófitas aquáticas (GESSNER, 

1980; NEWELL, 1996; 2001 a; 2001 b; NIKOLCHEVA; BARLÖCHER, 2003; 

VIJAYKRISHNA et al., 2006; SHEARER et al., 2007; BUESING et al., 2009; 

SILVEIRA, 2012; PANNO et al., 2013). Os 45 isolados de fungos 

leveduriformes obtidos neste estudo pertenceram a esta divisão. Já os estudos 

com leveduras planctônicas demonstram a predominância de leveduras 

basidiomicéticas (JONES, 2009; HAGLER et al., 2010). De fato, nos detritos 

das macrófitas, as leveduras “verdadeiras”, em sua maioria, foram 

basidiomicéticas: n = 52 versus n = 16 (leveduras ascomicéticas, excluindo-se 

os isolados de fungos leveduriformes). 

Acremonium foi um dos fungos mais representativos da micobiota 

associada à Posidonia oceanica, uma espécie de grama marinha que tolera 

altas salinidades. A atividade de lacases, peroxidades e tanases foi detectada 

nestes isolados (PANNO et al., 2013). Silveira (2012) também isolou 

Acremonium nos detritos de Scirpus maritimus nos tempos 90 e 180 dias, o 

que corrobora com a maior participação destes fungos na decomposição tardia 

das plantas. Algumas espécies do gênero são patogênicas de plantas 

aquáticas (SHEARER, 2010; MOLO; OGWANG, 2012), de cultivares 

comerciais como o morango (RACEDO et al., 2013) e já foram relatadas até 

mesmo espécies de Acremonium patogênicas humanas (PURNAK et al., 

2011). 

Aureobasidium pullulans demonstrou associações com as espécies de 

Basidiomycota Sporobolomyces ruberrimus e Meyerozyma guilliermondii. A. 
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pullulans e S. ruberrimus foram categorizadas como espécies transientes da 

madeira em decomposição, pois tiveram baixa abundância neste substrato 

(inferior a 4%) (YURKOV et al., 2010). Ambas as espécies foram mais 

representativas na decomposição das macrófitas aquáticas, não podendo ser 

classificadas como transientes neste processo. A. pullulans esteve presente em 

todos os tempos em Scirpus maritimus; em 7, 14 e 100 dias em Spartina 

alterniflora; e em 14 e 100 dias em Spartina densiflora, sempre em percentuais 

consideráveis (Figura 22). S. ruberrimus foi amostrada como a espécie mais 

representativa dos detritos de S. alterniflora aos 14 dias e marcou presença 

aos 14, 40 e 100 dias em S. densiflora (Figuras 27, 28 e 29).   

Aureobasidium pullulans e Meyerozyma guilliermondii são espécies 

comumente isoladas da superfície de frutos, estando associadas a sua 

deterioração; e.g. maçã e pera (PELICCIA et al., 2011) e ameixa 

(VADKERTIOVÁ et al., 2012). No presente estudo, A. pullulans e M. 

guilliermondii estiveram presentes em associação nos detritos de Scirpus 

maritimus aos 14 dias de decomposição (Figura 27). M. guilliermondii também 

tem sido isolada do endofíton de Solanum cernuum (VIEIRA et al., 2011), de 

madeira podre da floresta Atlântica (MORAIS et al., 2013) e de águas 

superficiais (BIEDUNKIEWICZ; BARANOWSKA, 2010). A espécie aparenta ter 

atividade fungistática e é capaz de produzir as enzimas β-1,3-glucanase e etil 

acetato, componente este utilizado na produção de essências (CODA et al., 

2013). O único isolado de M. guilliermondii foi hábil a produzir lipase e 

caseinase em poucas quantidades médias (IE de ambas enzimas = 0,63). 

Diferentes cepas de Aureobasidium pullulans podem produzir amilase, 

proteinase, lipase, celulase, xilanase, mananase, transferases, pululana, 
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sideróforos e uma variedade de outras proteínas e genes codificantes que vêm 

sendo clonados para fins biotecnológicos (CHI et al., 2009). Representantes de 

A. pullulans obtidos neste estudo foram hábeis a degradar todos os substratos 

testados. Os melhores índices foram para as enzimas celulase e lipase. Os 

isolados de A. pullulans oriundos de macrófitas aquáticas apresentaram 

reduzida atividade de amilase, esterase e gelatinase, tendo apenas um único 

isolado a capacidade de degradar caseinase (DEC 02).  

Pichia spartinae é uma levedura com associação específica por 

Spartina alterniflora. Tal espécie parece ter afinidade por detritos em 

decomposição tardia, pois também foi duplamente isolada de fragmentos 

nestas condições por Buchan e colaboradoras (2002) (aqui foi encontrada 

colonizando os detritos desta planta aos 220 dias). P. spartinae é relatada na 

literatura por sua atividade de assimilar metais traço (Fe II e III) (CATALLO et 

al., 1996), fato que põe os microrganismos associados às macrófitas como os 

principais agentes da depurativos de efluentes e cargas poluentes em 

ambientes aquáticos. Além disso, P. spartinae é reconhecida como produtora 

de ácido indol acético, um importante promotor de crescimento das plantas 

(NAKAMURA et al., 1991). Aqui, P. spartinae produziu apenas lipases e 

celulases, mas demonstrou índices enzimáticos insatisfatórios (0,7 e 0,58, 

respectivamente). 

Um representante do complexo Candida pseudointermedia / Candida 

intermedia foi isolado dos detritos de Scirpus maritimus em decomposição 

inicial (7 dias). Leveduras destas espécies tem sido isoladas desde amostras 

ambientais, e.g. lagoas (ROSA et al., 1995) e substratos naturais da Amazônia 

(NEVES et al., 2006), até de alimentos, e.g. queijos (TZANETAKIS et al., 1998; 
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PEREIRA-DIAS et al., 2000). A cepa de C. intermedia PYCC 4715 apresenta 

altas taxas de transporte de xilose, característica interessante para processos 

de fermentação industrial, principalmente de materiais ricos em celulose 

(GÁRDONYI et al., 2003). C. intermedia também apresenta tolerância a 

diferentes metais (atividade de catalases, glutationa peroxidase e superoxido 

dismutase) (FUJS et al., 2005). Numa seleção de isolados com melhor 

atividade proteolítica realizada por Neves e colaboradores (2006), C. 

intermedia foi a levedura mais eficiente. O isolado obtido no presente estudo 

apresentou baixa atividade lipolítica, mas não apresentou produção de 

protease.  

Candida zeylanoides ocorreu somente em uma amostra de Spartina 

alterniflora. A espécie também foi pouco abundante em um estudo realizado 

com 25 espécies de plantas (GLUSHAKOVA; CHERNOV, 2010). Vem sendo 

isolada de diversos tipos de planta, como em cultivares de cana (na qual 

também foi pouco frequente e abundante) (DE AZEREDO et al., 2010) e de 

milho (sendo uma das espécies mais representativas neste substrato (NOUT et 

al., 1997), e de troncos de árvore em decomposição (RHANDAWA et al., 2001). 

Também já foi isolada de amostras de água estuarina (COELHO et al., 2010) e 

das algas Polisiphonia e Chondrus (SESHADRI; SIEBURTH, 1971). A espécie 

destaca-se no campo da biotecnologia pelo potencial de descoloração de 

corantes sintéticos (DEAK et al., 2000) e na formação de aromas (PURRIÑOS 

et al., 2012). No presente trabalho, apresentou atividade lipolítica pouco 

expressiva (IE tributirina = 0,46 e IE tween 80 = 0,59). 

Yarrowia lipolytica tem sido isolada comumente de alimentos (BARTH; 

GAILLARDIN, 1997), mas também vem sendo detectada em estuários 
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(SILVEIRA, 2012) e em hábitats hipersalinos (BUTINAR et al., 2006) e 

ocasionalmente demonstra associações com plantas (ZVYAGILSKAYA et al. 

2001). Tal levedura é muito estudada pela capacidade de utilizar alcanos, 

ácidos graxos e óleos, sendo aplicada no tratamento de efluentes ricos em 

gorduras (FICKERS et al., 2006). Os isolados da espécie oriundos dos detritos 

de macrófitas apresentaram atividade enzimática baixa para a produção de 

esterases (IE > 0,62), mediana para a produção de lipases (0,4 < IE < 0,5), e 

alta para gelatinase (maior parte com 0,2 < IE <0,4).  

As leveduras basidiomicéticas são ubíquas de diversos habitats 

marinhos, mas são usualmente consideradas alóctones, especialmente porque 

muitas leveduras desta divisão estão frequentemente associadas ao filoplano 

das plantas (terrestres e aquáticas) (HAGLER; AHEARN, 1987; LACHANCE; 

STARMER, 1998). Sporobolomyces e Bullera (gêneros que estiveram 

associados com os detritos de Spartina aos 14 dias) são habitantes típicos do 

filoplano (NAGAHAMA, 2006), mas já foram encontrados em amostras do 

oceano Pacífico, com frequências mais altas quanto mais distante da costa 

foram realizadas as amostragens (HERNANDEZ-SAAVEDRA et al. 1992). Tais 

fatos levam a crer que ambos os gêneros sejam indígenos de habitats 

marinhos (NAGAHAMA, 2006). 

Sporobolomyces e Bullera foram extensivamente isolados do filoplano 

de plantas da região costeira do Pacífico asiático (NAKASE, 2000). Uma 

espécie de Bullera (B. singularis) é capaz de produzir β-galactosidase de 

interesse comercial (CHO et al., 2003). Os isolados de B. pseudoalba oriundos 

das macrófitas foram hábeis a produzir lipases e esterases com bons índices 

de atividade enzimática, inclusive sendo um representante desta espécie o 
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melhor produtor destas enzimas dentre todos os isolados obtidos. Também 

apresentaram bons índices de atividade para amilase (IE < 0,4). 

Sporobolomyces ruberrimus é extensivamente isolada do filoplano 

(INÁCIO et al., 2010), mas também vem sendo observada em ambientes de 

geleiras (DE GARCÍA et al., 2010; 2012). A espécie apresenta a habilidade de 

catalisar reações de esterificação e é aplicada em estudos de produção e 

caracterização da atividade de lipases (FERRAZ et al., 2012), também sendo 

aproveitada pela indústria de pigmentos (RAZAVI et al., 2006). No presente 

estudo, os isolados de S. ruberrimus foram hábeis a degradar todos os 

substratos testados (menos CMC). A atividade enzimática mais expressiva foi 

das lipases (maior parte dos IE < 0,27); seguida por amilase, caseinase, 

esterase e, por último, gelatinase. 

Obteve-se um único isolado da espécie Sporobolomyces beijingensis 

dos detritos de Spartina alterniflora, aos 14 dias. Trata-se de uma espécie 

recentemente descrita, associada ao filoplano de diversas espécies de plantas 

da China (WANG; BAI, 2006). A espécie também já foi isolada do mosto de uva  

(SUN et al., 2009). O isolado degradou todos os substratos, à exceção da 

CMC, apresentando a maior atividade enzimática para caseinase dentre todos 

os isolados (IE = 0,16). 

Rhodotorula mucilaginosa vem sendo considerada uma das espécies 

prevalentes em ambientes aquáticos (NAGAHAMA, 2006). Silveira (2012) 

isolou esta levedura em amostras de água do estuário da Lagoa dos Patos. 

Coelho e colaboradores (2010) reportaram a espécie como majoritária em 

ambientes estuarinos. Foi a espécie dominante em efluente com altas 

concentrações de sal (LAHAV et al., 2002) e em lagos oligotróficos da 
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Patagônia (LIBKIND et al. 2003). Também foi reportada como dominante na 

filosfera de árvores Sphagnum (KACHALKIN; YURKOV, 2012), em troncos em 

decomposição (RHANDAWA et al., 2001) e em mais de mil amostras de 

árvores do Canadá (MAGANTI et al., 2011). A espécie comumente coloniza 

frutas (MACIEL et al., 2012) e é utilizada como biocontrole de pragas 

(GHOLAMNEJAD et al., 2009; LI et al., 2011). A espécie foi prevalente nos 

detritos das macrófitas em alguns determinados períodos: aos 7 dias em 

Scirpus maritimus e aos 100 dias em Spartina densiflora, marcando presença 

em menor escala nos detritos de Spartina alterniflora (aos 7 e 14 dias). Além de 

ser aplicada na síntese de pigmentos carotenóides (MOLINÉ et al., 2012), 

também produz uma esterase de interesse industrial (acetil xilana esterase livre 

de atividade xilanolítica (LEE et al., 1987). Os isolados de R. mucilaginosa 

provenientes das macrófitas em decomposição produziram todas enzimas 

testadas, exceto celulase. Os melhores valores de atividade enzimática foram 

observados para caseinase (DEC 60, um isolado R. mucilaginosa, teve 

destacada produção desta enzima), amilase e lipase.  

Cryptococcus foi representado por isolados não identificados em nível 

de espécie e por Cryptococcus cellulolyticus/Bullera pseudoalba e 

Cryptococcus aureus. O gênero foi representado nas três macrófitas avaliadas 

e colonizou os detritos até o tempo de decomposição 40 dias (decomposição 

inicial a intermediária) (Figuras 27, 28 e 29). Cryptococcus é dominante em 

ambientes aquáticos tropicais (HAGLER et al., 2010) e esteve presente em 

mais da metade das amostras de um trabalho realizado com sucessão de 

leveduras epifíticas em 25 espécies de plantas (GLUSHAKOVA; CHERNOV, 

2010). Isolados do complexo Cryptococcus cellulolyticus / Bullera pseudoalba 
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são comumente associados a substratos vegetais, como e. g. as raízes das 

plantas Vicia hirsuta e Trifolium pratense (Fabaceae) (RENKER et al., 2004). 

Os isolados deste complexo oriundos das macrófitas foram hábeis a produzir 

lipase e caseinase, porém não houve índices expressivos. Um isolado de 

Cryptococcus aureus foi obtido dos detritos de Scirpus maritimus aos 14 dias, 

apresentando alta atividade lipolítica (IE lipase = 0,247 e IE esterase = 0,3) e baixa 

atividade celulolítica (IE celulase = 0,6). C. aureus vem sendo isolado de amostras 

marinhas (CHI et al., 2010) e é conhecido por produzir inulinase, uma enzima 

importante para a produção de frutose a partir da hidrólise de inulina (SHENG 

et al., 2008)  

Os isolados identificados como Tremella sp. apresentaram sequências 

com similaridade abaixo de 95% em relação àquelas já depositadas no banco 

de dados do GenBank, tratando-se de uma possível nova espécie. Os isolados 

aqui obtidos (n= 2) foram oriundos dos detritos de Spartina densiflora (DEC 12) 

e de Scirpus maritimus (DEC 24), ambos aos 7 dias de decomposição. 

Espécies deste gênero são habitualmente isoladas de fragmentos de madeira 

em decomposição (LAURSEN et al., 2005; TORTELLA et al., 2008). Tremella 

sp. é explorada na indústria pela produção de polissacarídeos, principalmente 

glucuronoxilomananas, aplicadas na medicina para aumentar as defesas 

imunes de pacientes imunocomprometidos (DE BAETS; VANDAMME, 2001). 

Além disso, podem produzir metabólitos que auxiliam na degradação de 

pesticidas da classe do DDT (clorofenóis) (TORTELLA et al., 2008; SUHARA et 

al., 2011). Os isolados de Tremella deste estudo produziram lipase e caseinase 

com índices enzimáticos pouco expressivos (IE ≥ 0,7). 
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Muitas das espécies aqui isoladas não são comumente citadas na 

literatura como associadas a detritos em decomposição e raros são os estudos 

descrevendo a colonização de macrófitas aquáticas por leveduras - maior parte 

destes está focada em bactérias e fungos filamentosos. Os substratos 

utilizados para testar o potencial biotecnológico das leveduras aqui obtidas são 

generalistas, podendo ser alvo de diferentes conjuntos de enzimas mais 

específicas, de uma mesma classe (lipases, proteases ou polissacarases), cuja 

caracterização e identificação dependem de análises mais refinadas. Mesmo 

assim, estudos prévios como este se fazem necessários para selecionar 

microrganismos com características especialmente desejadas. Nossos dados 

sugerem que as leveduras decompositoras de macrófitas aquáticas são boas 

fontes de genes para uso biotecnológico, pois diversas espécies apresentaram 

capacidade de consumir mais de um dos substratos testados, exibindo halos 

de degradação com dimensões até mesmo maiores do que as de suas próprias 

colônias. Muitos isolados demonstraram habilidades enzimáticas distintas 

daquelas já reportadas na literatura. Além disso, o fato de termos encontrado 

uma possível espécie nova de Tremella agrega ainda mais valor aos estudos 

em ambientes ainda pouco explorados. 
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8 CONCLUSÕES 

 

- Spartina alterniflora, foi a espécie melhor decomposta e com maior 

diversidade de leveduras e fungos leveduriformes associados, o que 

provavelmente está ligado ao maior teor de N de seus detritos; 

- dentre as variáveis ambientais analisadas, a salinidade pareceu ter 

maior relação com a quantidade de leveduras colonizadoras dos detritos; 

- a quantidade, a diversidade e a sucessão de leveduras variaram 

conforme a espécie de macrófita e o tempo de decomposição analisados, mas 

não aparentaram estar relacionadas às taxas de perda de massa; 

- outros grupos de microrganismos não analisados no presente estudo, 

devem atuar de modo mais significativo na redução da massa dos detritos das 

macrófitas aquáticas;  

- em todas as macrófitas, a maior diversidade de leveduras foi 

verificada aos 14 dias de decomposição, sugerindo-se que este período, 

diferentemente dos outros, é marcado pela competição entre as espécies de 

leveduras e fungos leveduriformes colonizadores; 

- algumas espécies de leveduras e fungos leveduriformes foram mais 

representativas, tanto pela frequência quanto pela atividade enzimática: 

Acremonium sp., Aureobasidium pullulans, Bullera pseudoalba, Rhodotorula 

mucilaginosa, Sporobolomyces ruberrimus e Yarrowia lipolytica; 

- o isolamento de uma possível nova espécie de Tremella demonstra o 

valor que estudos em ambientes pouco explorados têm para aumentar o 

conhecimento da biodiversidade; 
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- a quantidade de isolados produtores de enzimas foi variável para 

cada substrato testado, sendo maior a quantidade de microrganismos 

produtores de lipase, em segundo lugar de proteases, e, em terceiro lugar, de 

polissacarases; 

- a maior atividade enzimática foi verificada no período de 

decomposição inicial dos detritos (7 e 14 dias), tendo as lipases de 

Basidiomycota e as celulases de Aureobasidium pullulans apresentado os 

índices mais expressivos; 

- os tempos 7 e 14 dias não revelaram as mais altas taxas de 

decomposição, mas sugere-se que a alta atividade enzimática observada neste 

período é crucial para a liberação de nutrientes e para o desenvolvimento de 

outros microrganismos, mais efetivos sob a redução da massa dos detritos;  

- não foi clara a diferenciação entre a produção e atividade enzimática 

de isolados de diferentes espécies de macrófitas, mas a maior parte dos 

substratos foi mais bem degradada por isolados dos tempos 7 e 14 dias, à 

exceção de gelatina, caseína e amido, que foram degradadas com bons 

índices por isolados dos tempos 40 e 100 dias; 

- alguns isolados degradaram diferentes substratos com boa atividade 

enzimática e poderiam ser aplicados a estudos futuros de caracterização e 

produção destas enzimas em larga escala. 
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