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Resumo 
 

A lignina é um dos principais componentes da biomassa de lignocelulose podendo 

corresponder a  ~35%  de sua composição. Essa macromolécula é considerada a principal 

fonte de compostos aromáticos na natureza. Além da lignina natural, essa estrutura é gerada 

como um subproduto residual de processos industriais, como o de  polpação, e normalmente 

é destinada para a combustão para produção de energia. A utilização de lignina como matéria 

prima para produzir produtos de interesse industrial como a vanilina, guaiacol e o fenol 

poderia contribuir para a implementação de biorrefinarias. A lignina precisa ser 

desconstruída antes que possa ser convertida em bioprodutos com alto valor agregado. Os 

fungos de podridão branca e diferentes gêneros de bactérias aeróbicas são descritos como os 

principais degradadores de lignina na natureza. As bactérias também são capazes de 

desconstruir a lignina anaerobicamente, no entanto os mecanismos empregados são pouco 

conhecidos. Neste sentido, o presente trabalho explorou o potencial das bactérias  do rúmen 

de bovinos em desconstruir anaerobicamente a lignina. Para isso, amostras líquidas do rúmen  

foram inoculadas em meios de cultura contendo lignina kraft como fonte de carbono com ou 

sem adição de extrato de levedura a 37 ºC durante quatro dias, sob atmosfera  anaeróbia 

durante cinco passagens. Os consórcios obtidos através dessas passagens foram capazes de 

descolorir  os meios de cultivo, onde a descoloração máxima para o consórcio cultivado com 

lignina kraft e extrato de levedura como fonte de carbono (KLY) foi de 40% e 29% para o 

consórcio obtido usando apenas lignina kraft (KL) como fonte de carbono. As análises SEM, 

FTIR e GC-MS indicaram modificações na estrutura da macromolécula de lignina e a 

presença de compostos aromáticos relacionados a sua degradação como o fenol, ácido 

hidrocinâmico, álcool homovanílico e ácido vanilmandélico.  As análises de diversidade e de 

taxonomia, baseadas no sequenciamento do gene 16S rRNA, indicaram diminuição da 

diversidade bacteriana e o enriquecimento de membros do gênero de Dickeya nos consórcios 

KLY e KL em comparação com a microbiota do rúmen. Além disso, um notável número de 

ASVs bacterianas classificadas como desconhecidas foram identificadas sugerindo a 

presença de gêneros de bactérias ainda não descritas relacionadas à degradação de lignina. A 

análise de predição funcional inferiu a presença de oito vias metabólicas relacionadas à 

metabolização da lignina nos consórcios KLY e KL. Bactérias foram isoladas a partir desses 

consórcios em meios sólidos contendo lignina kraft como fonte de carbono,  no entanto não 

foram capazes de crescer e descolorir os meios de cultura líquido na ausência de glicose. 

 

Palavras-chave: Consórcios ruminais, Lignina kraft, Degradação anaeróbica de lignina, 

Diversidade bacteriana. 
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Abstract 
 

Lignin is one of the main components of lignocellulose biomass corresponding to ~35% of 

its composition. This macromolecule is considered the main source of aromatic compounds 

in nature. In addition to natural lignin, this structure is generated as a residual by-product of 

industrial processes, as pulping, and is normally destined for combustion for energy 

production. Lignin utilization as a raw material to produce products of industrial interest such 

as vanillin, guaiacol, and phenol could contribute to the implementation of biorefineries. 

Lignin needs to be deconstructed before being transformed into bioproducts with high-added 

value. White-root fungi and different genera of aerobic bacteria are known as the main 

degraders of lignin in nature. Bacteria are also able to deconstruct lignin anaerobically, 

however, the process is still poorly understood. In this sense, the present work explored the 

potential of bovine rumen bacteria to anaerobically deconstruct lignin. For this, rumen liquid 

samples were inoculated in culture media containing kraft lignin as a carbon source with or 

without the addition of yeast extract at 37 ºC for four days, under an anaerobic atmosphere 

for five passages. The consortia obtained through these passages were able to decolorize the 

culture media, and the maximum decolorization for the consortium cultivated with kraft 

lignin and yeast extract as a carbon source (KLY) was 40% and 29% for the consortium using 

lignin kraft (KL) as a carbon source. SEM, FTIR, and GC-MS analyses indicated changes in 

lignin structure and the presence of aromatic compounds related to lignin degradation such 

as phenol, hydrocinnamic acid, homovanyl alcohol, and vanylmandelic acid. Diversity and 

taxonomy analyses based on barcoding sequencing (16S rRNA gene) indicated a decrease in 

bacterial diversity and enrichment of members of the genus Dickeya in the consortia KLY 

and KL compared to the rumen microbiota. Furthermore, a remarkable number of bacterial 

ASVs classified as Unknown were identified suggesting the presence of yet undescribed 

bacterial genera related to lignin degradation. Functional prediction analysis inferred the 

presence of eight metabolic pathways related to lignin metabolism in the KLY and KL 

consortia. Bacteria were isolated from these consortiums on solid media containing kraft 

lignin as a carbon source. However, they were unable to grow and decolorize liquid culture 

media without glucose. 

 

 

 

 

Keywords: Ruminal consortia, Kraft lignin, Anaerobic degradation of lignin, Bacterial 

diversity. 
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Introdução 

 

A biomassa de lignocelulose é o recurso renovável mais abundante na natureza, e o 

interesse em sua conversão em biocombustíveis e produtos químicos tem crescido devido à 

sua potencial aplicação em biorrefinarias. A lignocelulose é composta principalmente de 

celulose (38-50%), hemicelulose (23-32%) e lignina (15-35%) [1,2]. A celulose e a 

hemicelulose podem ser degradadas em monossacarídeos por hidrólise enzimática e 

fermentadas em diferentes bioprodutos como álcoois, ácidos orgânicos e ácidos graxos [3,4]. 

Em todo o mundo, atualmente a lignina é obtida principalmente como um subproduto na 

indústria de polpação (papel e celulose) e geralmente é direcionada para a geração de vapor 

e eletricidade [5,6]. 

Anualmente as indústrias de polpação produzem cerca de 130 milhões de toneladas de 

lignina em todo o mundo [7]. No Brasil, um dos principais produtores mundiais de celulose, 

no ano de 2016 foram produzidas aproximadamente 11,83 toneladas de lignina kraft [8].  A 

lignina representa uma fonte potencial de compostos aromáticos renováveis, e a sua 

utilização como matéria-prima para produzir compostos com valor agregado como o guaiacol 

e o fenol poderia impulsionar a competitividade de custos das biorrefinarias de lignocelulose 

[9]. 

Os Fungos e bactérias são os principais degradadores de lignina na natureza e já foram 

identificados em diferentes habitats, como solo, madeira em decomposição, estações de 

tratamento de águas residuais, lodo, e trato gastrointestinal de herbívoros [7,10–13]. Fungos, 

basidiomicetos de podridão branca apresentam maior eficiência de degradação. No entanto, 

as bactérias têm atraído cada vez mais atenção devido à sua alta adaptabilidade e versatilidade 

bioquímica. Além disso, possuem vias metabólicas que convertem a lignina e seus derivados 

aromáticos em produtos de interesse biotecnológico como lipídeos, ácido láctico, piruvato e 

vanilina [9,14,15]. 

O rúmen de bovinos é um ambiente microaerófilo que hospeda uma microbiota diversa, 

e as bactérias em especial são altamente especializadas na degradação da lignocelulose 

[16,17]. Embora o papel dessas bactérias na desconstrução da lignina seja pouco explorado, 

Beloqui et al. (2006) [18] caracterizaram funcionalmente uma polifenol oxidase, com 
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atividade de lacase, de origem bacteriana derivada do rúmen de bovinos. Indicando assim, 

que possivelmente esse microambiente possa ser uma fonte de bactérias com atividade 

lignolítica.  

O enriquecimento de culturas para o estabelecimento de consórcios microbianos 

utilizando a lignina como principal fonte de carbono auxilia na identificação de grupos de 

microrganismos com funções bioquímicas similares, além de diminuir a complexidade 

funcional de comunidades naturais como o rúmen [19]. Nesse contexto, este trabalho tem 

como objetivo explorar o potencial de consórcios bacterianos anaeróbicos na desconstrução 

e metabolização de lignina. Para isso, amostras do rúmen de bovinos foram inoculadas em 

meios de cultivo contendo lignina kraft como fonte de carbono a 37 ºC por quatro dias, sob 

condições anaeróbias durante cinco passagens. A identificação das bactérias enriquecidas 

nestas condições foi feita por meio de  sequenciamento do gene 16S rRNA, e a capacidade 

dos consórcios de degradar e metabolizar lignina kraft foi avaliada por análises SEM, FTIR 

e GC-MS. Além da análise dos consórcios microbianos, foi realizado também o isolamento 

de bactérias a partir destes consórcios, assim como a avaliação do consumo de lignina kraft.  

Este trabalho foi dividido em três capítulos. No primeiro capítulo encontra-se o 

referencial teórico. No segundo capítulo é apresentado um artigo da tese que está em fase 

final de preparação para submissão, que descreve a diversidade e a composição bacteriana 

de consórcios microbianos enriquecidos após o cultivo de amostras de rúmen de bovinos em 

meio contendo lignina kraft, e análise dos produtos gerados. E por fim, terceiro capítulo 

aborda o isolamento e identificação de bactéria a partir dos consórcios microbianos obtidos. 
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1. Referencial Teórico 
 

1.1. Estrutura e Composição de Lignina Natural 

 
 A lignina desempenha um papel importante nas plantas, pois fornece suporte estrutural, 

assim como, resistência  a ataques microbianos e decomposição da parede celular, [1,20]. A 

macromolécula da lignina é uma estrutura reticulada e irregular que é formada 

principalmente pelo acoplamento de três unidades de fenilpropano: p-hidroxifenil (H), 

guaiacil (G), siringil (S), derivadas dos precursores álcool p-cumaril, álcool coniferil e álcool 

sinapil, respectivamente. As ligações entre essas unidades podem ser feitas através de 

ligações éter (β-O-4 , 4-O-5 ) ou ligações carbono-carbono (5-5 , β-5 , β-β , β-1 ) geralmente 

chamadas de ligações condensadas (Figura 1) [21–23].  

 

 

 

Figura1. Ligações típicas encontradas na estrutura da lignina natural; ligações éter (β-O-4, 

4-O-5) e ligações condensadas (5-5, β-5, β-β) (A). Estruturas químicas dos três precursores 

monoméricos da macromolécula lignina (B). 
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De acordo com a proporção e abundância das unidades de fenilpropano, a lignina pode 

ser classificada em três grupos principais: ligninas de madeira macia, madeira dura e 

gramíneas. As ligninas de madeira macias são compostas principalmente por unidades 

guaiacil e são classificadas como ligninas do tipo G. As ligninas de madeira duras contêm 

majoritariamente diferentes proporções de guaiacil-siringil (tipo GS) [24,25]. As ligninas de 

gramíneas têm uma mistura das três unidades aromáticas (HGS) [26]. As madeiras macias 

possuem o maior teor de lignina que são de 24 a 33%, seguidas pelas madeiras duras que 

possuem de 19 a 28% e pelas gramíneas com 15 a 25% [27]. 

1.2. Extração de lignina da parede celular vegetal 
 

A biomassa de lignocelulose requer pré-tratamento antes do processamento em produtos 

de interesse industrial, pois essa etapa torna a celulose e a hemicelulose mais acessíveis a 

tratamentos químicos ou biológicos. Os pré-tratamentos incluem métodos físicos, químicos 

e físico-químicos, que resultam em um resíduo líquido conhecido como licor negro, 

composto principalmente por lignina, carboidratos e cinzas. As ligninas geradas à partir 

desses procedimentos são denominadas como ligninas técnicas [28–30]. 

Os métodos de processamentos mais comumente utilizados como o kraft, lignosulfonato 

e organosolv (Tabela 1), produzem ligninas com diferentes propriedades em termos de 

estrutura, perfil de impurezas e peso molecular [31,32]. 

 

Tabela 1. Principais tipos de pré-tratamentos utilizados para extrair a lignina da biomassa de 

lignocelulose. 

Pré-tratamento 

 

Metodologia Características da Lignina Referências 

Kraft NaOH e Na2S 

(150–180 ◦C) 

> Grupos hidroxila 

fenólicos 

> C-C 

> Fração insolúvel 

 

[30–33] 

    

Lignosulfonatos SO3 
2− e HSO3

−            + Grupos hidroxila       

              carboxílicos, sulfurosos    

               e 

[34] 
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              fenólicos 

           > Solubilidade em água 

 

            

           > Peso molecular 

Organosolv Solventes 

orgânicos e 

água 

(190 ◦C) 

           < Alterações estruturais 

           > Pureza química 

           < Solubilidade em água 

           < Peso molecular 

[35,36] 

 

 

O método de polpação Kraft foi introduzido pela primeira vez em 1879 e se tornou a 

tecnologia mais usada na indústria de polpação. Nesse método é usado uma mistura de 

solução de hidróxido de sódio (NaOH) e sulfeto de sódio (Na2S) em altas temperaturas (150–

180 ◦C), que causa a quebra de ligações éter presentes na estrutura da lignina através de um 

intermediário de epissulfeto. Durante o cozimento, a lignina é degradada em fragmentos de 

diferentes pesos moleculares e é dissolvida no licor de polpação. Após a separação da 

celulose por filtração, a lignina e a hemicelulose remanescentes no licor negro podem ser 

utilizadas em processos industriais [31–33].  

Devido a clivagem de ligações β-aril durante o processo de cozimento, ocorre um 

aumento significativo de grupos hidroxila fenólicos na estrutura da lignina. Além disso, 

novas ligações condensadas C-C são formadas entre os fragmentos da lignina como resultado 

das severas condições do procedimento. As ligações C–C, como as ligações β–β e β–5, são 

mais difíceis de romper do que as ligações C–O (ligações β-aril éter). O grau de condensação 

da lignina é importante, pois afeta a recuperação da lignina após o pré-tratamento da 

biomassa [30–33]. 

 Em um processo semelhante, conhecido como Lignoboost, a lignina é isolada do licor 

negro por meio de adição de dióxido de carbono (CO2) ao licor, e em seguida ocorre a adição 

de ácido sulfúrico (H2SO4) e, finalmente, a lignina é isolada por filtração. Em comparação 

ao processamento Kraft, nesta metodologia é utilizada uma quantidade menor de sulfeto e 

sódio, o que acaba diminuindo os custos operacionais  [36,37]. Os Lignosulfonatos derivam 

de processos de polpação de sulfito, no qual ocorre a adição de sulfito (SO3 
2− ) e bissulfito 

(HSO3
−) à biomassa de lignocelulose. Através desse processo a lignina é sulfonada e 
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solubilizada. Os lignossulfonatos contêm muitos grupos funcionais, como grupos hidroxila 

carboxílicos, sulfurosos e fenólicos. Além disso, apresenta características físicas e químicas 

distintas, como solubilidade em água e peso molecular relativamente alto [34]. 

No pré-tratamento Organosolv podem ser utilizados vários solventes orgânicos como 

etanol, ácido fórmico, ácido acético e ácidos peroxiorgânicos como agentes deslignificantes. 

Uma mistura de solvente orgânico, água e biomassa  é cozida em altas temperaturas (190 ◦C) 

e em seguida a lignina é separada via solubilização. Por ser obtida por meio de um processo 

menos agressivo, a estrutura da lignina Organosolv é menos modificada em relação as outras 

ligninas industriais. Além disso, possuem baixo peso molecular, alta pureza química, e 

apresentam baixa solubilidade em água [35,36]. 

1.3. Degradação aeróbica de lignina por bactérias 
 

O processo de desconstrução de lignina em procariotos não é amplamente estudado 

quando comparado com os fungos, no entanto várias cepas bacterianas dentro dos filos  

Actinomicetos e das Proteobactérias são conhecidas como conversoras de lignina. Dentre  

estas encontram-se bactérias dos gêneros Streptomyces, Rhodococcus, Pseudomonas e 

Bacillus [38–40]. De modo geral, para o processo de desconstrução de lignina as bactérias 

secretam enzimas ligninolíticas oxidativas como  lacases, manganês peroxidase e lignina 

peroxidase. A ação dessas enzimas gera um conjunto de compostos aromáticos de baixo peso 

molecular, que posteriormente podem ser transportados através da membrana celular e 

convertidos em produtos alvo através de vias metabólicas [41]. 

 

1.3.1. Enzimas envolvidas na desconstrução de lignina 

 

As lacases (E.C 1.10.3.2) pertencem à superfamília de proteínas oxidases de multi-cobre 

e possuem quatro íons de cobre distribuídos pelos seus sítios ativos T1 e T2/T3. O substrato 

é oxidado no síto T1 e os elétrons são transferidos para os sítio T2/T3 (que contém um íon 

de cobre no T2 e dois íons de cobre no T3), onde ocorre a redução do oxigênio molecular à 

água (Figura 2A) [42,43]. As lacases oxidam uma ampla variedade de substratos fenólicos e 

não fenólicos. Ao oxidar os substratos fenólicos o radical livre fenoxil é formado como um 



20 
 

intermediário instável, que então promove a oxidação de Cα, clivagem de alquil-aril e 

clivagem Cα-Cβ. As lacases precisam da presença de mediadores, que são moléculas 

pequenas que agem como transportadores intermediários de elétrons, para atuar na 

degradação de unidades não fenólicas presentes na lignina, que normalmente têm maior 

potencial redox do que as lacases. Os compostos não fenólicos acoplados a mediadores 

podem promover a clivagem de anéis aromáticos, Cα-Cβ e éter β, além da oxidação de Cα. 

Os mediadores aumentam a capacidade de oxidação das lacases e ajudam a superar o 

impedimento estérico existente entre a lacase e o substrato. O seringaldeído e a vanilina são 

exemplos de mediadores naturais podem estar presentes em ligninas técnicas [44–46]. 

As ligninas peroxidases (LiP; EC 1.11.1.14) são heme-proteínas pertencentes à 

superfamília peroxidase-catalase e  o seu mecanismo de ação depende da presença de H2O2. 

O ciclo catalítico inicia-se com a oxidação do ferro (III), presente na enzima, a ferro (IV) pelo 

H2O2 resultando na formação do intermediário composto I oxo-ferril, radical catiônico da LiP. 

Em seguida o intermediário oxo-ferril (deficiente de 2e-) é reduzido por uma molécula de 

substrato, como substratos aromáticos não fenólicos, formando assim o segundo 

intermediário, composto II (deficiente de 1e-), a última etapa envolve a doação subsequente 

de um segundo elétron ao composto II pelo substrato reduzido, e a enzima retorna a seu 

estado natural, concluindo o ciclo de oxidação (Figura 2B). Compostos fenólicos como o 

guaiacol, acetosiringona, catecol, álcool vanílico e ácido siringico são suscetíveis aos 

potenciais oxidativos da LiP [47–49]. 

Semelhante a LiP, a manganês peroxidases (MnP; E.C 1.11.1.13) é uma heme-proteína e 

o   processo de desconstrução de lignina por essa enzima inclui etapas de oxidação e redução 

(Figura 2C). Para que o processo de catálise ocorra as MnPs requerem o uso do peróxido de 

hidrogênio (H2O2) como doador de elétrons e o Mn2+ como mediador para manter a sua 

atividade. O ciclo de catálise inicia-se com a ligação do H2O2 com o ferro presente no grupo 

heme da MnP. Em seguida, a MnP oxida o Mn2+ a Mn3+ na presença de quelantes. O Mn3+ 

gerado pode oxidar fenóis monoméricos e diméricos, catalisar a clivagen das ligações Cα-

Cβ, oxidar o Cα de estruturas lignolíticas. Os quelantes de ácidos orgânicos podem estabilizar 

a enzima e estimular a sua atividade enzimática [41,50,51]. Além das oxidases clássicas 

outras enzimas como álcool oxidase, Glioxal oxidase, superóxido dismutase de manganês e 
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β-eterase podem estar envolvidas no processo de desconstrução de lignina. A álcool oxidase 

e a  Glioxal oxidase são enzimas auxiliares que fornecem peróxido de hidrogênio para a ação 

das peroxidases [52]. A superóxido dismutase  cliva ligações aril-Cα e Cα-Cβ presentes na 

estrutura da lignina [41]. As β-eterases clivam as ligações β-aril éter e  bifenil [19]. 

 

Figura 2. Mecanismo catalítico da degradação de lignina mediado por (A) lacase, (B) lignina 

peroxidase (LiP), (C) manganês peroxidase (MnP). 

 

1.3.2. Catabolismo de compostos aromáticos derivados de Lignina 

 

Após a degradação enzimática da molécula de lignina são geradas principalmente as três 

categorias de monolignóis (lignina-H, lignina-G e lignina-S). O catabolismo desses 

compostos primeiro passa pelas “vias superiores” , que  são vias de afunilamento para 

produzir intermediários aromáticos centrais, como protocatecuato, catecol e ácido 3-O-

metilgálico (3MGA) ou ácido gálico [53]. 

 

1.3.2.1. Vias de afunilamento  

 

Os derivados de lignina-H, são comumente representados pelo ácido p-cumárico e outros 

ácidos hidroxicinâmicos. Geralmente, o ácido p-cumárico pode ser degradado pela via de  β-
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oxidação dependente de CoA,  pela via não β-oxidação dependente de CoA e a via de 

descarboxilação. Essas três convergem para a formação do ácido protocatecuico (Figura 3).  

 

 

 

Figura 3. Catabolismo de derivados de lignina-H, representados pelo ácido p-cumárico, através 

das vias de β-oxidação dependentes de CoA e  não β-oxidação dependente de CoA. PhdA (p-

hidroxicinamoil-CoA sintetase); PhdE (enoil-CoA hidratase); PhdB (3-hidroxiacil-CoA 

desidrogenase);  PhdC (3-oxoacil-CoA cetohidrolase); Fcs (acil-CoA sintetase); Ech (enoil-CoA 

hidratase); vdh (por vanilina desidrogenase); pobA (4-hidroxibenzoato 3-monooxigenase); 

pHBDC (p-hidroxicinâmico descarboxilase); Ado (dioxigenase aromática); phb3H (p-

hidroxibenzoato-3-hidroxilase) 

 

 

A via de β-oxidação dependente de CoA de ácido p-cumárico começa com uma ligação de 

CoA, que é catalisada pela p-hidroxicinamoil-CoA sintetase (PhdA) formando tioésteres de 

hidroxicinamoil-CoA. Subsequentemente, esse composto é hidratado por uma enoil-CoA 

hidratase (PhdE) e oxidado por 3-hidroxiacil-CoA desidrogenase (PhdB) produzindo p-

hidroxibenzoil acetil-CoA, que é então hidrolisado por uma 3-oxoacil-CoA cetohidrolase (PhdC) 
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produzindo p-hidroxibenzóico e acetil-CoA [54,55]. Na via de não β-oxidação dependente de 

CoA as duas primeiras etapas são similares a da via de β-oxidação dependente de CoA, as 

enzimas acil-CoA sintetase (Fcs) e enoil-CoA hidratase (Ech) atuam no  ácido p-cumárico e 

formam um grupo hidroxila. O grupo hidroxila pode ser diretamente clivado por Ech para formar 

p-hidroxibenzaldeído e acetil-CoA. Em seguida o  p-hidroxibenzaldeído é  catalisado por vanilina 

desidrogenase (vdh) e 4-hidroxibenzoato 3-monooxigenase (pobA) gerando o protocatecuato 

[56]. E por fim, na via de descarboxilação o ácido p-cumárico é descorboxilado por uma ácido 

p-hidroxicinâmico descarboxilase (pHBDC) e produz p hidroxiestireno e CO2, que em seguida 

é catalisado por uma dioxigenase aromática (Ado) gerando p-hidroxibenzaldeído. Esse composto 

e então convertido em protocatecuato pela p-hidroxibenzoato-3-hidroxilase (phb3H) [57,58]. 

O ácido ferúlico é normalmente considerado o modelo típico de monômeros de lignina do 

tipo G e as vias envolvidas em sua degradação incluem a incluindo β-oxidação dependente de 

CoA, descarboxilação não oxidativa e redução da cadeia lateral. Através dessas três vias o ácido 

ferúlico pode ser convertido no intermediário ácido vanílico posteriormente transformado em 

ácido protocatecuico (Figura 4).  

 

 

Figura 4. Catabolismo de derivados de lignina-G, representados pelo ácido ferúlico, através 

das vias de β-oxidação dependente de CoA, descarboxilação não oxidativa e redução da cadeia 
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lateral. PhdA (p-hidroxicinamoil-CoA sintetase); PhdE (enoil-CoA hidratase); PhdB (3-

hidroxiacil-CoA desidrogenase);  PhdC (3-oxoacil-CoA cetohidrolase); FDC (ácido ferúlico 

descarboxilase); VGDH (4-vinilguaiacol desidrogenase); RE redutase (aromática); DCL 

(descarboxilase). 

 

Na via de β-oxidação dependente de CoA o ácido ferúlico é convertido em feruloil-CoA por 

PhdA, que é posteriormente catalisado pelas enzimas PhdE, PhdB e PhdC gerando ácido vanílico 

e acetil-CoA [59]. Na via de descarboxilação não oxidativa, o ácido ferúlico é cataliticamente 

descarboxilado  pela ácido ferúlico descarboxilase (FDC) para produzir 4-vinilguaiacol, que é 

posteriormente convertido por uma 4-vinilguaiacol desidrogenase (VGDH) em vanilina [60]. Já 

na via de redução da cadeia lateral o ácido ferúlico é reduzido pela redutase aromática (RE) para 

formar o ácido diidroferúlico e posteriormente catalisado por uma descarboxilase (DCL) para 

formar o ácido acético e o ácido vanílico [61].  

 Para os aromáticos derivados de lignina do tipo S, ácido siríngico, a degradação inicia-se 

com uma O-desmetilção catalisada por uma O-demetilase dependente de tetrahidrofolato (DesA) 

para produzir 3-O-metilgalato (3MGA). Em seguida por uma outra, o 3MGA pode ser 

catabolisado por duas vias: assimilação e degradação. Na via de assimilação, 3MGA é O-

desmetilado por vanilato/ácido 3-O-metilgálico O-desmetilase (LigM) para produzir ácido 

gálico. Na via de degradação do ácido siríngico, 3MGA e ácido gálico são dois intermediários 

centrais (Figura 5) [62]. 

 

Figura 5. Catabolismo de aromáticos derivados de lignina-S, representados pelo ácido 

siríngico. DesA (O-demetilase dependente de tetrahidrofolato); DesB (ácido gálico dioxigenase); 
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DesZ (3-O-metilgálico 3,4-dioxygenase); LigAB (ácido protocatecúico 4,5-dioxigenase); LigM 

(3-O-metilgálico O-desmetilase).  

 

1.3.2.2. Vias de clivagem de anéis aromáticos 

 

O ácido protocatecuico pode ser convertido em catecol e o anel aromático de ambos 

intermediários pode ser clivado através de dioxigenases presentes em vias de orto e meta-

clivagem, entre ou adjacente aos grupos hidroxila, respectivamente (Figura 6A) [63].
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Figura 6. Vias de clivagem de aneis aromáticos. Catabolismo do ácido protocatecuico através das vias de clivagem 4,5 (A), clivagem 

2,3 (B) e 3,4 (via β-cetoadipato) (C). Catabolismos do catecol por meio das vias de orto-clivagem (D) e meta-clivagem. LigAB (ácido 
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protocatecúico 4,5-dioxigenase); LigC (4-carboxi-2-hidroximuconato-6-semialdeído desidrogenase); LigI (2-pirona-4, 6-dicarboxilato 

hidrolase); LigJ (4-oxalomesaconato hidratase); LigK (4-carboxi-4-hidroxi-2-oxoadipato aldolase); PcaB (3-carboxi-cis,cis-muconato 

cicloisomerase); PcaC (4-carboximuconolactona descarboxilase); PcaD (3-oxoadipato enol-lactonase); PcaI/J (3-oxoadipato CoA-transferase);  

PcaF (4-hidroxi-2-oxovalerato aldolase); PraA (protocatecuato 2, 3-dioxigenase); PraB (2-hidroximuconato-6-semialdeído desidrogenase); 

PraC (4-oxalomesaconato tautomerase); PraD (4-oxalomesaconato descarboxilase); PraE (2-hidroxipenta-2, 4-dienoato hidratase); CatA/A2  

(catecol 1, 2-dioxigenase); CatB (cicloisomerase muconate); CatC (muconolactona isomerase);  C2, 3D (catecol 2, 3-dioxigenase),  HMSH 

(2-hidroximuconato semi-aldeído hidrolase); OPDH (2-oxopent-4-dienoato hidratase);  HOA (4-hidroxi-2-oxovalerato aldolase);  DesZ (2-

Pirona-4,6-dicarboxilato hidrolase).  
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O ácido protocatecuico pode ser degradado pela via de clivagem 3,4 (via β-cetoadipato), via 

de clivagem 4,5 e via de clivagem 2,3 (Figura 6A-C). Inicialmente o ácido protocatecuico é 

catalisado por uma ácido protocatecuico 3,4-dioxigenase e posteriormente catalisado por 3-

carboxi-cis,cis-muconato cicloisomerase (PcaB), 4-carboximuconolactona descarboxilase 

(PcaC), 3-oxoadipato enol-lactonase (PcaD) e 3-oxoadipato CoA-transferase (PcaI/J) produzindo 

assim o  β-cetoadipato. O β-cetoadipato pode ser convertido em succinil CoA e acetil-CoA 

através da ação de 4-hidroxi-2-oxovalerato aldolase (PcaF) [9,64].  

Outros aromáticos como, fenol, benzeno, benzoato e tolueno podem ser convertidos em  

catecol e ser  posteriormente ser degradados [62]. Na via de orto-clivagem (Figura 6D)  o catecol 

é convertido pelas enzimas catecol 1, 2-dioxigenase (CatA/A2), cicloisomerase muconate (CatB) 

e muconolactona isomerase (CatC) para produzir β-cetoadipato enol-lactona e, em seguida é 

transformado em  succinil-CoA e acetil-CoA. Na via da meta-clivagem (Figura 6D) as enzimas, 

catecol 2, 3-dioxigenase (C2, 3D),  2-hidroximuconato semi-aldeído hidrolase (HMSH) e 2-

oxopent-4-dienoato hidratase (OPDH) transformam o catecol em 4-hidroxi-2 oxovalerato que 

posteriormente é catalisado por 4-hidroxi-2-oxovalerato aldolase (HOA) produzindo piruvato e 

acetaldeído [65,66]. 

Para os intermediários derivados do ácido siríngico como, o 3MGA, o processo de abertura 

do anel é catalisado por 2-Pirona-4,6-dicarboxilato hidrolase (DesZ) ou ácido protocatecúico 4, 

5-dioxigenase (LigAB) para produzir 2-pirona-4, 6-dicarboxilato que pode ser incorporado na 

via de clivagem 4,5 do  ácido protocatecuico (Figura 6A) [67,68]. 

 O metabolismo de lignina por bactérias fornece uma plataforma de compostos que podem 

ser utilizados para a síntese de bioprodutos de valor agregado como a vanilina, 

polihidroxialcanoatos (PHAs) e lipídeos. A vanilina é um agente aromatizante que é utilizado na 

indústria  alimentícia, farmacêutica e de cosméticos [69]. Atualmente, vanilina obtida a partir de 

lignossulfonatos já é comercializada e o seu preço no mercado pode chegar a $100-200 dólares 

por quilo [70]. Os PHAs são matérias primas promissoras que podem ser utilizados para a 

produção de bioplásticos, pois possuem propriedades físico-químicas semelhantes aos plásticos 

à base de combustíveis fósseis. Uma outra perspectiva é o uso de lipídeos, obtidos a partir de 

aromáticos derivados de lignina, como precursores de biodiesel [60]. 
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1.4. Degradação anaeróbica de lignina por bactérias 

 

O mecanismo de desconstrução de lignina em condições anaeróbicas é menos 

compreendido quando comparado com sistemas bacterianos aeróbicos. No entanto, alguns 

estudos demostraram o potencial das bactérias em degradar a lignina a seus derivados 

aromáticos, sob atmosfera anaeróbica (Tabela 2).  

 

Tabela 2. Bactérias que degradam lignina e seus derivados aromáticos em condições 

anaeróbicas. 

Bactéria Características Substrato Referências 

Enterobacter lignolyticus SCF1 Anaeróbica 

facultativa 

 

Lignina álcali [71] 

Tolumonas lignolytica BRL6-1 Anaeróbica 

facultativa 

 

Lignina álcali [12] 

Klebsiella sp. BRL6-2 Anaeróbica 

facultativa 

 

Lignina álcali [72] 

Acetoanaerobium sp. WJDL-Y2 Anaeróbico 

obrigatório 

 

Lignina kraft [73] 

Clostridium thermocellum 

ATCC 27405 

Anaeróbico 

obrigatório 

 

Madeira dura de 

Populus trichocarpa 

[74] 

Acetobacterium woodii Anaeróbico 

obrigatório 

 

Vanilato, siringato e 

trimetoxicinamato 

[75]. 

Desulfobacterium catecholicum Anaeróbico 

obrigatório 

 

4-hidroxibenzoico [76] 

Desulfobacterium phenolicum Anaeróbico 

obrigatório 

 

4-hidroxibenzoico, 

4-hidroxifenilacético 

[77] 

Sulfuritalea hydrogenivorans 

sk43H 

Anaeróbica 

facultativa 

 

4-hidroxibenzoico, 

4-hidroxifenilacético 

[78] 

Thauera aromática sp.nov Anaeróbica 

facultativa 

4-hidroxifenilacético [79] 
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Nos genomas de bactérias anaeróbicas facultativas isoladas do solo e cultivadas com 

lignina álcali como fonte de carbono sob atmosfera anaeróbica, foram identificados genes de 

enzimas de degradação de lignina. Como por exemplo, em Enterobacter lignolyticus SCF1 

foi detectada a presença de lacases e peroxidases, além da via de degradação completa do 4-

hidroxifenilacetato, intermediário produzido durante a desconstrução da lignina [71]. Além 

disso, a análise do proteoma e transcritoma deste mesmo isolado, cultivado com xilose e 

lignina álcali como fontes de carbono, mostrou a regulação positiva de enzimas pertencentes 

a via de degradação do 4-hidroxifenilacetato, catalases, peroxidase e glutationa S-transferase 

[80]. Em Tolumonas lignolytica BRL6-1 e Klebsiella sp. BRL6-2 foram detectados genes de  

peroxidases e vias metabólicas de degradação de ácido ferúlico e  protocatecuato [12,72]. 

Esses estudos ainda sugeriram a hipótese de a lignina atuar como um aceptor final de elétrons 

na ausência do oxigênio. 

A bactéria Acetoanaerobium sp. WJDL-Y2, isolada do lodo de uma fábrica de 

celulose e papel, foi capaz de oxidar a lignina kraft a compostos ácidos e aromáticos de baixo 

peso molecular, como ácido benzenopropanóico, ácido siringico e ácido ferúlico [73]. 

Akinosho et al. (2017) [74] analisaram mudanças estruturais na parede celular de madeira 

dura de Populus trichocarpa após o tratamento com a bactéria termófila anaeróbica 

Clostridium thermocellum ATCC 27405 e os resultados indicaram que o teor de ligações β-

O-4, encontrada na estrutura de lignina, foi reduzido sugerindo uma possível hidrólise dessas 

ligações. Além disso, foi observado aumento no índice das unidades siringil/guaiacil (S/G) 

na lignina após o cultivo com essa bactéria [74]. 

A bactéria Acetobacterium woodii utiliza o grupo O-metil de aromáticos metoxilados, 

como o  vanilato, siringato e trimetoxicinamato, como fonte de carbono e energia, embora 

não seja capaz de degradar a  estrutura do anel aromático desses compostos [75].  O 

catabolismo dos ácidos aromáticos 4-hidroxibenzoico por Desulfobacterium catecholicum, 

Desulfobacterium phenolicum e 4-hidroxifenilacético por Sulfuritalea hydrogenivorans 

sk43H e Thauera aromática gera benzoil-CoA como um intermediário central, que 

posteriormente pode ser submetido a clivagem do anel aromático através de redutases 
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dependentes ou independentes de ATP e reações similares a β-oxidação para gerar 

intermediários centrais [76,78,79,81]. 

 

1.5. Consórcios microbianos e abordagens metagenômicas 

 

A estrutura e a funcionalidade de consórcios microbianos podem ser acessadas a partir 

de ferramentas baseadas em sequenciamento como a metataxonomia e a metagenômica  

shotgun. A metataxonomia consiste no sequenciamento de genes marcadores, geralmente 

regiões do gene do RNA ribossômico (rRNA) que são altamente conservadas entre os táxons. 

Essa metodologia fornece informações sobre a composição dos microrganismos presentes 

(podendo chegar até o nível de espécies), interações ecológicas e aspectos evolutivos. A 

metagenômica shotgun é o sequenciamento aleatório de todo o DNA microbiano presente 

em uma amostra e permite estimar a estrutura da comunidade assim como genes e via 

metabólicas predominantes, que consiste na funcionalidade da comunidade [19,82,83]. 

Empregando a abordagem de metataxonomia Mendes et al. (2014) [84] avaliaram a 

composição e a dinâmica de consórcios microbianos aeróbicos enriquecido através do cultivo 

de amostras de solo em meios contendo lignina álcali e kraft  como fontes de carbono. O 

sequenciamento do 16S rDNA identificou que o filo dos Firmicutes foi o mais abundante nos 

consórcios cultivados com lignina álcali e Proteobacteria nos consórcios com lignina Kraft. 

Além disso a diversidade bacteriana dos consórcios foi menor do que a do solo original. 

Moraes et al. (2018) [85], usaram o sequenciamento do gene 16S rDNA e metagenômica 

shotgun para caracterizar um consórcio ligninolítico obtido pelo cultivo de uma amostra de 

solo de cana-de-açúcar em um meio contendo lignina solúvel de baixo peso molecular como 

fonte de carbono sob condições aeróbicas.  A análise taxonômica mostrou que as famílias 

Alcaligenaceae, Micrococcaceae, Bacteriaceae e Paenibacillaceae foram as mais 

enriquecidas. A análise funcional desse consórcio revelou a presença de genes de 

peroxidases, lacases, esterases de carboidratos e vias relacionadas à degradação de compostos 

aromáticos como o benzoato. 
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Ao avaliar a estrutura e funcionalidade de consórcios originados do solo e fezes de 

galinha enriquecidos com lascas de madeira ou papel filtro e subcultivados em aerobiose em 

meio contendo lignina álcali como fonte de carbono,  Carlos et al. (2018) [86] demonstraram 

que o gênero das Pseudomonas foi mais predominante e possuía a maior parte dos genes 

envolvidos na degradação de lignina, como vias de degradação de benzoato e catecol. 

Neste trabalho propomos avaliar o potencial de bactérias do rúmen de bovinos em 

desconstruir anaerobicamente a macromolécula de lignina. A principal meta é identificar  

bactérias  e compostos aromáticos produzidos durante o processo de degradação, e dessa 

forma contribuir para a compreensão do processo de degradação anaeróbica de lignina por 

bactérias ruminais.  
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2. Justificativa 
 

A lignina é a principal fonte de compostos aromáticos na natureza e pode ser convertida 

em produtos de interesse industrial, como a vanilina, guaiacol e o fenol. As bactérias são 

capazes de desconstruir e metabolizar a lignina e seus derivados aromáticos. No entanto, os 

mecanismos envolvidos nesse processo, principalmente por bactérias anaeróbicas, são pouco 

compreendidos. Identificar bactérias que estão envolvidos nessa atividade é fundamental 

para entender como ela ocorre e contribuir para a valorização da lignina como matéria prima 

para geração de químicos com alto valor agregado. Dessa forma, neste estudo exploramos o 

potencial de bactérias anaeróbicas ruminais na desconstrução e metabolização de lignina. 
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3. Objetivos 
 

3.1. Objetivo Geral  

 

Obter e identificar consórcios microbianos enriquecidos através do cultivo em meios 

seletivos contendo lignina kraft como fonte de carbono sob atmosfera anaeróbica e avaliar o 

seu potencial para a desconstrução de lignina. 

 

3.2. Objetivos específicos 
 

• Analisar a diversidade taxonômica de bactérias nos consórcios microbianos obtidos 

através do sequenciamento Barcoding do gene 16S rDNA; 

• Isolar e identificar bactérias isolados a partir dos consórcios microbianos;  

• Avaliar a degradação de lignina pelos consórcios microbianos utilizando SEM, FTIR 

e GC-MS 
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Abstract: Lignin is an aromatic macromolecule and one of the main constituents of lignocellulosic 

materials. Kraft lignin is generated as a residual by-product of the lignocellulosic biomass industrial 

process, and it might be used as a feedstock to generate low molecular weight aromatic compounds. 

In this work, we established two lignin degrader anaerobic microbial consortia, KLY and KL, as 

shown by decolorizing assays, scanning electron microscopy (SEM) and Fourier transform infrared 

spectroscopy (FTIR). Taxonomic analysis showed enrichment of the microbial community with 

Dickeya genus members. A remarkable number of ASVs were classified as unknown bacteria, 

suggesting the role of non-previously described bacteria in lignin degradation in an anaerobic 

microbiome. Eight metabolic pathways related to lignin metabolism were predicted for KLY and KL 

consortia. Both microbiomes were also able to consume aromatics compounds such as 4-

hydroxybenzoic acid, syringaldehyde, acetovanillone, and syringic acid producing molecules of 

commercial interest as 4-hydroxyphenylatic, 3-phenylatic acids, and Phenylacetic acid. Therefore, 

microbial consortia shown in the present work are models to understand the process of lignin 

degradation and consumption in bacterial anaerobic communities and to develop biological processes 

to add value to industrial processes based on lignocellulosic biomass as feedstock. 
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1. Introduction 
 

Lignin is one of the main structural components of lignocellulosic biomass, 

accounting for 15-35% of its dry weight [1]. This material is an aromatic macromolecule 

composed mainly of the units: guaiacyl (G), syringyl (S), and p-hydroxyphenyl (H), which 

are linked by ether and carbon-carbon linkage [2], which provides mechanical strength and 

hydrophobicity to plant cell walls and protects the polysaccharide fraction from enzymatic 

degradation [3,4]. It highly contributes to the recalcitrance of lignocellulose biomass. In 

addition to natural lignin, this macromolecule is generated as a residual by-product, technical 

lignin, of industrial processes which applied lignocellulosic biomass as feedstock [5,6]. 

Cellulose and pulping industry is one of the main producers of technical lignin producing 

about 130 million tons annually worldwide [1,7,8]. Kraft pulping process is the most used 

removing lignin from wood chips as “black liquor”, traditionally used for energy production 

[9–11].  

Lignin also might be used as a renewable source of aromatic compounds of industrial 

interest such as vanillin, syringaldehyde, guaiacol, and phenol. This kind of reusing adds 

value to bioprocesses based on lignocellulose and could increase lignocellulose biorefineries’ 

competitiveness. A central step for biological valorization of lignin is its deconstruction into 

low molecular weight aromatic compounds that can later be converted by microorganisms 

[12,13].  

Degradation of lignin by white-rot fungi has been extensively studied. In comparison 

to fungi bacteria are less studied, however; their use to this purpose has attracted attention 

due to their ability to adapt to different environments and biochemical versatility. Genera 

Pseudomonas, Streptomyces, Rhodococcus, and Arthrobacter have already been described 

as capable of degrading lignin and converting it into compounds of commercial interest 

[14,15]. For example, Linger et al. (2014) [16] demonstrated the potential of Pseudomonas 

putida KT2440 to convert lignin from alkaline pretreated corn stover into 

polyhydroxyalkanoates (PHAs), applied as bioplastics or adhesives. 

Bacterial deconstruction of lignin is mainly described for aerobic environments, and little 

is known about the role of anaerobic bacteria in this process. Bovine rumen is a 
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microaerophilic environment that hosts a diverse microbiome highly specialized in 

degradation of lignocellulose. Bacteria are predominant in this microenvironment, 

representing approximately 95% of the total microorganisms [17–19]. Previous works 

showed partial degradation of lignin in rumen and the potential role of bacteria in its 

degradation and metabolization [20–23]. Nowadays, several reports showed that microbial 

degradation and consumption of complex substrates in natural environments are carried out 

in a cooperative process among different microorganisms able to degrade and metabolize the 

substrate [24–27]. In the present work aiming to understand and explore the potential of 

rumen bacteria in the anaerobic deconstruction of kraft lignin, a culture enrichment technique 

was used to obtain a consortium of anaerobic bacteria. This consortium was further 

characterized to verify its ability to degrade and consume kraft lignin using SEM, FTIR, and 

GC-MS analyses and to identify the main bacteria related do this phenotype. 

2. Materials and Methods 
 

2.1. Establishment of microbial consortia 

 

Liquid rumen was sampled from Holstein dairy cows at Veterinary and Zoo-technical 

School- Federal University of Goiás, Brazil, as described in Ticona et al. (2020) [19]. 

Animals sampled were approximately 60 months old, and its diet consisted of a mixture of 

grass silage (50% of dry matter) and concentrate (50% of dry matter of soybean, corn, and 

urea). At first, 500 μL aliquots of rumen liquid samples were inoculated into sealed flasks 

containing 50 mL of reducing liquid medium: NH2PO4 (5 g l-1 ), Na2HPO4 (2.5 g l-1 ), NH4Cl 

(0.5 g l-1 ), (NH4)2SO4 (0.5 g l-1 ), NaHCO3 (0.5 g l-1 ), MgCl2 (0.09 g l-1 ), mineral solution 

(5.0 mL), vitamin solution (0.5 mL), NaOH (0.04 g l-1 ), Na2S9H2O (0.125 g l-1 ), cysteine 

(0.05 g l-1 ) supplemented with 0.35% (w/v) Kraft lignin as carbon source with or without the 

addition of yeast extract (3g l-1), under anaerobic atmosphere.  

Inoculated flasks were incubated at 37ºC and aliquots were taken every 24 hours of 

cultivation to measure growth (optical density at 600 nm) [28]. After four days of growth, 

aliquots of 500 μL were collected and transferred to 50 mL of fresh liquid reducing medium 

under the same conditions described above. This procedure was repeated five times [29]. 
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Resulting culture obtained after the last passing was grown for four days and sampled after 

every 24 hours of growth to measure the decolorization of liquid media, as an indicator of 

lignin consumption (described in item 2.2). Consortia cultivated in liquid media containing 

kraft lignin and yeast extract as carbon source and only in the presence of lignin, were 

designated as KLY and KL, respectively. Non-inoculated reducing liquid medium (with or 

without the addition of yeast extract) was used as negative control. All experiments were 

performed in triplicate.  

Kraft lignin, used as a carbon source, was recovered from the industrial black liquor of 

the hybrid eucalyptus species; Eucalyptus grandis and Eucalyptus urophylla, through the 

LignoBoost process [30]. The anaerobiosis cultivation protocol using the reducing liquid 

medium was performed as described previously in Hamann et al. (2015) [31]. 

 

2.2.  Decolorization analysis 

 

Culture liquid medium decolorization was  measured according to the standard 

Canadian Pulp and Paper Association (CPPA) method (1974) [32]. Color was determined 

spectrophotometrically at 465 nm in comparison to a standard platinum-cobalt (PtCo). Above 

mentioned culture samples were centrifuged at 8000g for 15 min to remove suspended solids, 

the pH of the collected supernatant was adjusted to 7.6 and absorbance measured at 465 nm 

against distilled water. Absorbance values were transformed into color units (CU) according 

to the equation:  

CU = 500*A1/A2,  

where A1 is the A465 absorbance of the platinum-cobalt 500 CU standard solution (0.126) 

and A2 is the sample absorbance [33]. The decolorization proportion was defined as the ratio 

between CU of the consortium supernatant and CU of negative control. All measurements 

were performed in triplicate.  
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2.3. SEM and FTIR 

 

The samples from the consortia (KLY and KL) and the negative controls were 

centrifuged at 8000 g for 15 min. Supernatants were lyophilized and then, the samples were 

placed in glass Petri dishes and dried at 60°C for 24 hours. Dry powder samples were used 

for SEM and FTIR analysis. 

Sample preparation and analysis using a scanning electron microscope (JEOL JSM 

7001F) were performed as previously described in Ullah et al. (2019) [34]. The FTIR spectra 

were measured by an ALPHA FT-IR Spectrometer Brunker operating in attenuated total 

reflectance (ATR) mode. The ATR-FTIR equipment was configured for 24 scans in the range 

from 4000 to 400 cm-1.  

2.4. GC/MS for Metabolite identification 
 

Samples for GC-MS analysis was taken at 5 mL aliquots from the consortia (KLY and 

KL) and negative controls and subsequently centrifuged at 8000 g for 15 min. Initially, 5 ml 

of samples from the consortia (KLY and KL) and the negative controls were centrifuged at 

8000 g for 15 min. The supernatants were acidified (pH 1-2) with 1M HCl and then three 

volumes of ethyl acetate were added to extract the compounds. The organic layer of the 

extraction mixture was collected and dried in SpeedVac (miVac (GeneVac). Then, 40 μL of 

pyridine was added to the samples and they were incubated for 30 minutes at 37oC. Finally, 

70 μL of N-methyl-N-(trimethylsilyl) trifluoroacetamide (MSTFA) were added to each of 

the samples, which were incubated for 30 minutes at 37oC. An aliquot of 1 μL of each sample 

was injected in GC–MS (Agilent 7820A-5975 MDS). The column used in the analysis was 

the Optima 5MS Capillary Column (30m x 250 μm, internal diameter x 0.25 μm film 

thickness). The helium was used as a carrier gas with flow of 1mL/min. The column 

temperature program was from 80 °C for 5 minutes/10 °C for 1 minutes to 300 °C for 5 

minutes. The transfer line temperature and ionization source were maintained at 250 oC. 

Electron ionization (EI) mass spectra in the range 30–550 (m/z) were recorded at an electron 

energy of 70 eV [35].  The chromatographic peaks were automatically identified by the 

Agilent ChemStation software that uses the NIST (National Institute of Standards and 



41 
 

Technology) library to identify the compounds. Low molecular weight lignin compounds 

were detected as derivatives of TMS (trimethylsilyl). Analyzes were performed in triplicate 

and compounds that appeared in at least two replicates and presented quality equal to or 

greater than 80% were considered. 

 

 

2.5. Description of bacteria community  

 

Cultures of each consortium grown for 2 and 4 days as above described, in triplicate, 

and original sample (sampling liquid rumen) were centrifuged, and pelleted cells used extract 

genomic DNA with DNeasy PowerSoil Pro Kit (QIAGEN), according to the manufacturer's 

instructions. DNA quality was verified on agarose gels 1% (w/v). Extracted DNA and 

negative control (ultrapure water) were barcoding sequenced by Macrogen Inc. (Seoul, 

Republic of Korea). Library construction was carried out using V3-V4 region the 16S rRNA 

gene (Bakt_341F: 5’-CCTACGGGNGGCWGCAG-3’ Bakt_805R: 5’-

GACTACHVGGGTATCTAATCC-3’), sequenced using Illumina MiSeq platform (paired, 

300 bp, 100 k reads/ sample) and the results delivered in fastq format. Sequencing quality 

was analyzed using  FASTQC (0.11.8) program (Babraham Institute, Cambridge, UK) [36]. 

 

2.5.1. Data processing 

 

Raw sequences were previously filtered using the BBDuk program version 38.93 

(BBMap–Bushnell B.– sourceforge.net/projects/bbmap/) to remove Illumina adapters and 

the PhiX Control Library v3. The treated sequences were imported into the QIIME2 program 

version 2021.8 (https://qiime2.org/) [37], and primers were trimmed from reads with the 

cutadapt plugin [38]. The qiime2-dada2 plugin pipeline was used for filtering, dereplication, 

turning paired-end fastq files into merged, and removal of chimeras [39]. Taxonomic 

assignments were determined for amplicon sequence variants (ASVs) using the qiime2-

feature-classifier [40] classify-sklearn against the SILVA database version 138 [41] with 

Naïve Bayes classifier and threshold of 97% identity. 

https://qiime2.org/
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The taxa and ASV table outputs from QIIME 2 were used with metadata as input files 

into R environment version 4.1.2 for community analyses using the phyloseq package [42]. 

The sequence libraries were filtered to exclude amplicon sequence variants taxonomically 

classified as archaea. For alpha and beta diversity analyses, data were rarefied to 51,736 

sequences per sample. Significance testing was carried out on alpha diversity estimates using 

the Kruskal-Walli test followed by the pairwise Wilcoxon test. The p-value was adjusted 

using the Benjamini & Hochberg method. Statistical significance tests were performed on 

the dplyr package (Wickham et al., 2021) [43]. Beta diversity was investigated through 

Principal Coordinate Analysis (PCoA) of Weighted UniFrac distances. Significant 

differences in variance between groups were determined with PERMANOVA using the 

vegan package [44]. Relative abundances of bacterial phyla, families, and genera  were 

plotted using the ggplot2 package  [45] after transforming abundance data into relative 

abundances.  For the relative abundance graphs, only the main bacterial ASVs with 

abundance above 1% for phyla and above 5% for family and genus were represented. 

Additionally, normalized ASV function contributions were calculated using picrust2 

v2.5.1 pathway_pipeline.py "--per_sequence_contrib" [46], and output (pathway abundance) 

was used as an input file on STAMP (version 2.1.3) [47]. Welch's nonparametric t-test 

evaluated statistical differences with Bonferroni correction. The functional profiling was 

built based on the MetaCyc Metabolic Pathway Database [48]. Only metabolic pathways 

attributed to Lignin degradation were evaluated. 

Due to the small sample size, for the statistical analysis of alpha and beta diversity, and 

functional inferences triplicates of the KLY consortium of days two (KLY2) and four 

(KLY4) were pooled. As well as the triplicates of days two (KL2) and four (KL4) of the KL 

consortia. 

 

3. Results 
 

 

3.1. Growth curve and decolorization analysis of lignin of the culture 

medium by consortia KLY and KL 
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 After two days of cultivation, KLY and KL consortia reached a maximum growth 

OD600nm (Fig. 1A). Highest growth was observed for KLY consortium. Despite the difference 

in the growth rate of these two culture conditions, no significant difference (p > 0,05) was 

observed in lignin decolorization rates. After two days of cultivation, KLY consortium 

showed 40% of medium decoloration, while the KL consortium 29%. This rate remained 

constant until the last day of growth, 4 days (Fig.1B). 

 

Figure 1. Growth curve (A), analysis of the decolorization of the culture medium (B) of the 

KLY and KL consortia during four days of growth. (*) p <0,05 and (**) p >0,05. 

 

3.2. SEM and FTIR analysis 

 

 Residual lignin recovered from liquid media inoculated with KLY and KL 

presented morphological changes didn’t observed in comparison to lignin recovered from 

non-inoculated media (Figure 2). Surface of untreated lignin (negative controls) is compacted 

and smooth (Figures 2A and 2D), residual lignin recovered from culture media of KLY and 

KL consortia, instead, seems to be disintegrated presenting wrinkled surfaces (figure 2 

(B,C,E, and F). 
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Figure 2. SEM of lignin recovered from liquid media non-inoculated and inoculated with 

KLY and KL. Negative control (KLY) (A), treatment with the KLY consortium on days two 

(B) and four (C) of cultivation. Negative control (KL) (D) and treatment with the KL 

consortium on days two (E) and four (F) of cultivation. 

 

FTIR spectra of residual lignin recovered from cultures inoculated with KLY and KL 

consortia and non-inoculated, negative controls are shown in Figures 3 and S1. Figure 3 

shows that lignin recovered from cultures of KLY consortium present two additional bands 

in comparison to negative control, one in the region of ~803/cm after 2 days of growth and 

another at ~1153/cm, four days of growth, which corresponds to C-H vibrations of guaiacyl 

units. Furthermore, band located at ~1076/cm region attributed to C-O vibration in secondary 

alcohol and/or aliphatic ether was not detected in the KLY consortium during the second day 

of cultivation. Absorption bands at ~853/cm and ~1108/cm attributed to C-H vibrations of 

guaiacyl and syringyl units, respectively, increased in lignin recovered from cultures 

inoculated with KLY consortium. Lignin recovered from liquid cultures inoculated with KL 

consortium doesn’t present significant differences compared to lignin recovered from 

negative controls using FITR. 
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Figure 3. FTIR spectra of the negative control (KLY) and the KLY consortium during days 

2 and 4 of cultivation. 

 

3.3. Analysis of lignin degradation by GC/MS 

 

Main compounds identified by GC-MS in the supernatant of cultures of KLY and KL 

consortia and respective negative controls are listed in Tables 1 and 2. The complete list with 

all compounds described is found in Supplementary Table 1. 
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Table 1. Compounds identified by GC-MS in the supernatant of cultures from the KLY 

consortium and negative control (KLY) collected on days two and four of cultivation. 

 

RT 

(min) 

Indentified compounds Molecular formula Control KLY_2 KLY_4 

7.015 Phenol C6H6O - + + 

7.599 Acetic acid CH3COOH - - + 

8.728 Oxalic acid C2H2O4 + + + 

9.495 Butanoic acid, 2-methyl C5H10O2 - + + 

10.624 4-Chlorophenol C6H5ClO - - + 

10.683 4-Hydroxybutanoic acid C4H8O3 - - + 

10.818 2-Hydroxy-3-methylvaleric acid C6H12O3 - + - 

10.872 2-Hydroxyhexanoic acid C6H12O3 - + - 

11.612 Phenylacetic acid C8H8O2 - - + 

12.196 2,3-Dihydroxy-2-methylpropanoic acid C4H8O4 + - - 

12.428 2-Butenedioic acid C4H4O4 + - - 

13.152 Syringol C8H10O3 + + + 

13.374 Hydrocinnamic acid C9H10O2 - + - 

14.486 Malic acid C4H6O5 + - - 

15.091 DL-Phenylalanine C9H11NO2 + - - 

15.653 3-Phenyllactic acid C9H10O2 / C9H10O3 - - + 

16.102 4-Hydroxybenzoic acid C7H6O3 + + - 

16.215 4-Hydroxyphenylacetic acid C8H8O3 + - - 

16.917 Syringaldehyde C9H10O4 + - - 

17.214 1-(Trimethylsiloxy)-2-methoxy-4-(1-trimethylsiloxyethenyl)-benzene C15H26O3Si2 - + + 

17.598 4-Hydroxyhydrocinnamic acid C9H10O2 + + + 

17.641 Vanillic Acid C8H8O4 + + + 

18.241 Dihydroconiferyl Alcohol C10H14O3 + + - 

19.035 Syringic acid C9H10O5 + + + 

19.148 4-Hydroxyphenyllactic acid C9H10O - + + 

19.478 Pentadecanoic acid C15H30O2 + - + 

20.326 Vanillactic acid C9H10O2 + + + 

21.336 Heptadecanoic acid C17H34O2 + + - 

21.746 Octadecanoic acid C18H36O2 + - - 
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Table 2.  Compounds identified by GC-MS in the supernatant of cultures from the KL 

consortium and negative control (KL) collected on days two and four of cultivation. 

 

 

Some aromatic compounds such as syringol, 4-hydroxyhydrocinnamic acid, vanillic acid, 

4-hydroxybenzoic and syringic acid were identified in the supernatants of the negative 

control (KLY) and, KLY consortium (Table 1). The compounds for KL consortium and its 

negative control (KL) were: guaiacol, syringaldehyde, isovanillic acid, dihydroconiferyl 

alcohol, 2,5-dimethoxymandelic acid and vanillactic acid (Table 2).  

RT (min) Indentified compounds Molecular formula  Control KL_2 KL_4 

7.555  Acetic acid CH₃COOH - + + 

8.684 Oxalic acid C2H2O4 - + + 

9.451 Butanoic acid, 2-methyl C5H10O2 - + + 

10.424 Guaiacol C7H8O2 + + + 

11.439 Glycerol C3H8O3 - - + 

11.893 Malic acid  C4H6O5 - + + 

15.502 Pentanedioic acid C5H8O4 - + + 

15.605 Hydrocinnamic acid C9H10O2 - - + 

15.977 Acetovanillone C9H10O3 + - - 

16.669 2,6-dimethoxybenzene-1,4-bis(trimethylsilyloxy) C14H26O4Si2 - + + 

16.885 Syringaldehyde C9H10O4 + + + 

17.020 Homovanillyl alcohol C9H12O3 - + + 

17.592 Isovanillic acid C8H8O4 + + + 

18.203 Dihydroconiferyl Alcohol C10H14O3 + + + 

18.343 4'-(Salicylideneamino)acetanilide C15H14N2O2 - - + 

18.884 Vanillylmandelic acid C9H10O5 - - + 

19.018 Syringic acid C9H10O5 + - - 

19.780 3-Vanil-1,2-bis(trimethylsilyloxy)propane C19H38O4Si3 - + + 

20.277 Vanillactic acid C10H12O5 + + + 

20.407 Palmitic Acid C16H32O2 + + + 

21.293 Heptadecanoic acid C17H34O2 - + - 

22.162 Stearic acid C18H36O2 + + + 

29.223 2,5-Dimethoxymandelic acid C10H1205 + - + 
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The compounds 4-hydroxyphenylacetic acid, syringaldehyde, 4-hydroxybenzoic acid and 

dihydroconiferyl alcohol identified in the negative control (KLY) were not detected in the 

KLY consortium (Table 1). For the KL consortium, acetovanillone and syringic acid were 

not identified. Furthermore, 2,5-dimethoxymandelic acid was not detected on the second day 

of cultivation but reappeared on the fourth day (Table 2). 

Several aromatic compounds were identified only in the supernatant of cultures of KLY 

and KL consortia (Tables 1 and 2). The compounds phenol, 4-chlorophenol, phenylacetic 

acid, hydrocinnamic acid, 3-phenylatic acid, 1-(trimethylsiloxy)-2-methoxy-4-(1-

trimethylsiloxyethenyl)-benzene, and 4-hydroxyphenylatic acid were detected in supernatant 

of KLY consortium culture. For KL consortium hydrocinnamic acid, 2,6-dimethoxybenzene-

1,4-bis(trimethylsilyloxy), homovanyl alcohol, vanylmandelic acid, and 3-vanyl-1,2-

bis(trimethylsilyloxy)propane were detected. 

 

 

3.4. Diversity of microbial consortia 

 

 Bacterial α diversity (Fig. 4A) differed between the original rumen sample CR and 

consortia KLY and KL. Richness of CR sample based on Chao 1 index analysis is greater 

than that for KLY and KL consortia (p < 0,05). Likewise, the same difference was observed 

using Simpson and Shannon diversity indexes (p < 0,05). Simpson index also showed that 

diversity of KLY consortium was greater than that of KL consortium (p < 0,05). Furthermore, 

beta diversity analysis (Fig. 4B) using the weighted UniFrac distance showed that there was 

difference (PERMANOVA, p < 0,05) between CR sample and the KLY and KL consortia 

and indicates that KLY and KL consortia are more like each other than to CR sample. The 

replicates of each sample CR (n=3), KLY (n=6), and KL (n=6) samples were close to each 

other. 



49 
 

 

 

Figure 4. Alpha and beta diversity plots of rumen microbiota (CR), KLY, and KL consortia. 

A) Boxplot corresponding to Chao1, Shannon, and Simpson indices (alpha diversity). B) 

Principal coordinate analysis (PCoA) plot showing beta diversity with weighted UniFrac 

distance. (*) p <0,05. 

 
 

3.5. Composition of Microbial Consortia  

 

Comparative analysis of the taxonomic profiles in CR sample with those in KLY and KL 

consortia (on days two and four of culture) showed differences in the total relative abundance 

of the phylogenetic groups (Fig. 5 (A-C)). Main phyla represented in CR sample were: 

Firmicutes (~48%), Bacteroidota (~37%) and Proteobacteria (~10%). Most abundant 

families were: Prevotellaceae (~20%), Lachnospiraceae (~15%), Rikenellaceae (~14%), 

Ruminococcaceae (~7%), and Succinivibrionaceae (~6%). For genera the most represented 

were: Prevotella (~14%), Rikenellaceae_RC9_gut_group (~14%), an unknown genus 

identified by the family Bacteroidales_RF16_group (~6%), and Lachnospiraceae (~4%).  
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Figure 5. Taxonomic profile of different Phyla, Families, and Genera of bacteria found in 

bovine rumen microbiota (CR) and KLY and KL consortia. Numbers (1, 2, and 3) represent 

the replicates of CR samples and consortia on days two (KLY2 and KL2) and four (KLY4 

and KL4) of cultivation. The closest previous hierarchical level was provided for families 

and genera classified as Unknown. (*) and (**) represent the most abundant microorganisms 

in CR samples and KLY and KL consortia, respectively. 

 

Enriched sample, named KLY consortium, presented Proteobacteria as a dominant 

phylum (~94%) and Firmicutes (~4.37%) for 2 days old cultures. . The most prominent 

families were Pectobacteriaceae (~43%), an unknown family identified by the order 

Enterobacterales (~49%), and Enterococcaceae (~4%). Regarding genera, the most 

represented were: Dickeya (~43%), an unknown genus identified as the order 
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Enterobacterales (~49%) and Enterococcus (~3%). This distribution didn’t differ for those 

described for KLY consortium 4 days old cultures.  

KL consortium, on the second day of cultivation, presented Proteobacteria (~98%)  

as the most abundant phylum . Pectobacteriaceae family (~96%) was the most abundant. And 

Dickeya's genus (~96%) was predominant. On the fourth day of cultivation, there was a 

difference only in the distribution of families in which the most abundant were: 

Pectobacteriaceae (~76%) and the unknown family identified by the order Enterobacterales 

(~14%) and in the genus with Dickeya (~76%) and an unknown genus identified by the order 

Enterobacterales (~14%). 

Identification of bacteria in the consortia (KLY and KL) and  CR sample showed a 

remarkable number of ASVs classified as Unknown, which may be related to the lack of 

bacterial sequences in public databases compared to the data obtained in this study [2]. 

3.6. Functional predictions 

 

Comparative functional prediction analysis (Fig.4A) indicated the presence of two 

statistically significant (p < 0,05) MetaCyc pathways related to lignin degradation between 

the rumen microbiota (CR) and KLY consortium; 3-phenylpropanoate degradation and 

Cinnamate and 3-hydroxycinnamate degradation to 2-hydroxypentadienoate and  KL 

consortium; Toluene III degradation (aerobic) (via p-cresol) and Methylgallate degradation. 

Comparing the KLY and KL consortia (Fig.4B), eight metabolic pathways were 

predicted, as follows; 3-hidroxyphenylacetate degradation, Catechol degradation III (ortho-

cleavage pathway), Toluene III degradation (aerobic) (via p-cresol), Methylgallate 

degradation, Protocatechuate degradation II (ortho-cleavage pathway), Phenylacetate I 

degradation (aerobic), 3-phenylpropanoate degradation, and Cinnamate and 3-

hydroxycinnamate degradation to 2-hydroxypentadienoate. 
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Figure 4. Comparison of abundances of predicted metabolic pathways related to lignin 

degradation between ruminal microbiota (CR) and KLY and KL consortia (A) and between 

KLY and KL consortia (B). Bar plots on the left display the mean proportion of each pathway. 

Dot plots on the right show differences in the mean proportions between the two indicated 

groups using the p-value. 

 

4. Discussion 
 

4.1. Kraft lignin decolorization 

 

Lignin color reduction by bacteria is already used as  a tool to measure lignin degradation, 

being directly correlated with it  [33,49,50]. In the present study we showed the role of 

anaerobic and/or microaerophilic bacteria in lignin degradation. Decoloration rate of lignin 

by KLY (40%) and KL (29%) consortia was lower from those described for bacterial aerobic 
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consortia composed of Serratia marcescens (GU193982), Klebsiella pneumoniae 

(GU193983), and Citrobacter sp. (HQ873619) (74%) [51] or Bacillus subtilis, Bacillus endo-

phyticus, and Bacillus sp (68.29%) [52]. However, KLY and KL consortia were able to grow 

and decolorize the culture medium even without addition of glucose as carbon source or 

peptone as nitrogen source. 

 

4.2. Morphology and chemical groups of Kraft lignin after treatment with 

consortia 

 

SEM images suggest significant degradation/transformation of Kraft lignin by KLY and 

KL consortia. Similar results were found in other studies reporting degradation of kraft lignin 

by bacteria [49,53,54].  Furthermore, FTIR spectra of Kraft lignin after treatment with the 

KLY consortium indicate changes in chemical bonds such as the appearance of new bands 

(~803/cm and ~1153/cm) related to the C-H of the guaiacyl ring. The disappearance of the 

band located in the ~1076/cm region, corresponding to the vibrations in secondary alcohol 

and/or aliphatic ether, demonstrated that these more easily degradable compounds present at 

the beginning of the cultivation were possibly consumed by the KLY consortium during the 

second day of cultivation and reappeared in the fourth after degradation of lignin by the 

consortium. Despite changes in the morphology of Kraft lignin after treatment with the KL 

consortium, no changes in the composition of chemical bonds were observed. 

 

  

4.3. Lignin degradation products 

 

Due to the severity of the lignin extraction process from lignocellulosic biomass, its 

structure is partially degraded, and some aromatic compounds are released [33,55], as shown 

in tables 1 and 2 in the negative controls (KLY and KL). Some of these compounds such as 

4-hydroxyphenylacetic acid, syringaldehyde, 4-hydroxybenzoic acid, and dihydroconiferyl 
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alcohol seem to be consumed by KLY consortium and acetovanilone and syringic acid by 

KL consortium.  

Interestingly, some aromatic compounds identified in the supernatants after treatment 

with  KLY consortium, as phenol, phenylacetic acid, hydrocinnamic acid, 3-phenylatic acid, 

and 4-hydroxyphenylatic acid, and KL consortium, as hydrocinnamic acid, homovanyl 

alcohol, and vanylmandelic acid, represent important intermediates in lignin metabolism 

[35,56,57] and indicate that the microorganisms present in the consortia were able to 

deconstruct and transform this macromolecule into these compounds. 

 Additionally, cinnamic acid, present in KLY and KL consortia as hydrocinnamic 

acid, links lignin with the hemicellulose fraction through ester and ether linkages  [58]. Most 

ester linkages are broken during the lignin extraction process, however, some ether linkages 

remain in the structure  [59]. Thus, indicating that consortia members may be involved in the 

cleavage of these linkages. This acid seems to have been consumed by the KLY consortium 

on the fourth day of cultivation (Table 1). 

Compounds identified in this study have industrial applications as 4-

hydroxyphenylatic and 3-phenylatic acids which have antifungal properties and are used as 

food conservatives [60]. Phenylacetic acid has the odor of honey and is used to produce 

perfume fragrances and in the production of penicillin G and diclofenac [61]. Currently, the 

industrial production of these compounds is done mainly by chemical synthesis. Bacterial 

potential to produce these compounds has already been reported in the literature [61,62].  

In the present work, we show the potential of microbial consortiums derived from the 

bovine rumen for the first time to depolymerize and metabolize lignin degradation products 

anaerobically. Furthermore, we show a different bacterial route to produce these compounds 

using lignin kraft as a carbon source by anaerobic or microaerophilic bacteria. Thus, more 

studies are needed to investigate these routes and therefore make their application viable and 

contribute to the valorization of lignin. 
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4.4. Diversity and taxonomic affiliation of KLY and KL consortia 

 

Lower bacterial richness and diversity found in samples KLY and KL compared to 

CR (Fig. 3) agree with the expected result of sample enrichment related to the desired 

phenotype. Due to the selective pressure of the cultivation atmosphere and lignin, most 

adapted microorganisms become dominant in the biological samples. Other studies that used 

culture enrichment to establish ligninolytic consortia demonstrated the same pattern [2,63].  

ASVs classified as Unknown in each consortium may likely represent a set of 

undescribed bacteria related to lignin degradation [2]. However, further analyzes are needed 

to confirm this hypothesis. The order Enterobacterales, the last taxonomic affiliation of the 

Unknown genus present in KLY and KL consortia, has already been reported as one of the 

most abundant in an anaerobic microbial consortium derived from sediments collected from 

paddy fields  and cultivated with kraft lignin as sole carbon source [29]. Member of this order 

has been already studied and described as able to grow in alkaline lignin as sole carbon 

source, as the facultative anaerobe bacteria Enterobacter lignolyticus SCF1. Genomics 

analysis of this bacterium showed the presence of two genes encoding putative laccases and 

one a putative peroxidase [64].  

In KL consortium, changes in the relative abundance of the Unknown genus 

belonging to the Enterobacterales order in a time course manner, especially on the fourth 

day of growth, may be related to lignin degradation by the most abundant genus after two 

days of growth. These results suggest that consortium members might collaborate to each 

other to degrade and metabolize lignin, acting as a community. 

The genus Dickeya, found in this study, contains several species of facultative 

anaerobic bacteria that are phytopathogenic and produce a wide range of plant cell wall 

degrading enzymes [65]. Genomic analysis of a member of this genus, isolate Dickeya sp. 

WS52, revealed the presence of many genes encoding potentially relevant ligninolytic 

enzymes such as multicopper oxidase and glutathione S-transferase [66].  

Genera members of Proteobacteria phylum seem to play a central role in lignin 

degradation, as they were the most enriched in KLY and KL consortia. A similar result was 
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described by Mendes et al. (2021) [2] in an aerobic microbial consortium using a different 

source of microorganisms, soil,  grown in media containing Kraft lignin as a carbon source. 

4.5. Functional profile of consortia 

 
Some of the metabolic pathways inferred to be present in the KLY and KL consortia 

may be involved in the consumption of aromatics identified by GC-MS in the supernatants 

of the consortia. For example, 4-hydroxybenzoic acid in the KLY consortium could be 

converted into protocatechuate through the enzyme 4-hydroxybenzoate 3-monooxygenase 

and then enter the protocatechuate II degradation pathway [67]. Syringaldehyde in the KLY 

consortium and syringic acid in the KL consortium may have been consumed via the 

methylgallate degradation pathway. However, syringaldehyde would first need to be 

converted into syringic acid, by the action of aldehyde dehydrogenase enzymes [68]. 

The degradation of aromatic compounds through the pathways predicted in this study 

occurs in the presence of oxygen. Although some studies suggest the anaerobic degradation 

of lignin in various natural environments, the metabolic pathways involved in the process are 

still poorly understood [69–72]. 

16S-based functional predictions can provide an initial picture of the potential of 

consortia in lignin degradation, but further studies using metagenomic shotgun analysis are 

needed to improve resolution and clarify our findings on predicted metabolic pathways. 

However, our results provide a basis for future investigations. 

5. Conclusions  
 

Established culture conditions, in the present work, allowed the selection of microbial 

consortia capable of degrade and consume Kraft lignin. Genus Dickeya seems to play a 

central role in lignin degradation, as they were the most enriched in the KLY and KL 

consortia. Furthermore, a significant number of ASVs classified as unknown suggested the 

presence of yet undescribed bacteria related to lignin degradation. GC-MS analysis of the 

culture supernatant demonstrated the potential of the consortia to metabolize lignin 

degradation products probably through the predicted metabolic pathways, such as 
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protocatechuate II degradation and methylgallate degradation pathway. However, further 

studies are needed to understand the occurrence of these pathways under anaerobic 

conditions. Many aromatic compounds produced by the consortia, such as 3-phenylatic and 

4-hydroxyphenylatic acids, have biotechnological potential. Therefore, consortia can 

contribute to the lignin valorization process. 
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Supporting information 

 
 

 

 

 

Figure S1. FTIR spectra of the negative control (KL) and the KL consortium during days 2 

and 4 of cultivation. 
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Table S1. Compounds identified by GC-MS in the supernatant of cultures from the KLY 

consortium and negative control (KLY) collected on days two and four of cultivation. 

No. RT (min) Indentified compounds Molecular formula  Control KLY_2 KLY_4 

1 5.476 Ethylene glycol C2H6O2 + - - 

2 6.745 2,3-Butanediol C4H10O2 - - + 

3 7.015 Phenol C6H6O - + + 

4 7.210 1,3-Propanediol C3H8O2 - + + 

5 7.313 Lactic Acid C3H6O3 + + + 

6 7.599 Acetic acid CH3COOH - - + 

7 7.766 L-Valine C5H11NO2 + - - 

8 8.231 L-Alanine  C3H7NO2 + - - 

9 8.679 2-Furoic acid C5H4O3 - - + 

10 8.728 Oxalic acid C2H2O4 + + + 

11 9.495 Butanoic acid, 2-methyl C5H10O2 - + + 

12 10.624 4-Chlorophenol C6H5ClO - - + 

13 10.683 4-Hydroxybutanoic acid C4H8O3 - - + 

14 10.818 2-Hydroxy-3-methylvaleric acid C6H12O3 - + - 

15 10.872 2-Hydroxyhexanoic acid  C6H12O3 - + - 

16 11.067 L-Serine  C3H7NO3 + - - 

17 11.488 Glycerol C3H8O3 - + + 

18 11.612 Phenylacetic acid C8H8O2 - - + 

19 11.737 L-Isoleucine C6H13NO2 + - + 

20 11.915 Malic acid C4H6O5 + + + 

21 12.196 2,3-Dihydroxy-2-methylpropanoic acid C4H8O4 + - - 

22 12.428 2-Butenedioic acid C4H4O4 + - - 

23 13.109 Lactic acid dimer C6H10O5 - + + 

24 13.152 Syringol C8H10O3 + + + 

26 13.374 Hydrocinnamic acid C9H10O2 - + - 

27 13.665 β-Alanine C3H7NO2 + - + 
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28 14.486 Malic acid  C4H6O5 + - - 

29 14.827 L-5-Oxoproline C5H7NO3 - - + 

30 15.091 DL-Phenylalanine C9H11NO2 + - - 

31 15.540 Pentanedioic acid C5H8O4 - + + 

32 15.653 3-Phenyllactic acid  C9H10O2 / C9H10O3 - - + 

33 16.102 4-Hydroxybenzoic acid C7H6O3 + + - 

34 16.215 4-Hydroxyphenylacetic acid C8H8O3 + - - 

       

35 16.631 Arabinose C5H10O5 + - - 

36 16.917 Syringaldehyde C9H10O4 + - - 

34 17.214 1-(Trimethylsiloxy)-2-methoxy-4-(1-trimethylsiloxyethenyl)-

benzene 
C15H26O3Si2 - + + 

35 17.598 4-Hydroxyhydrocinnamic acid C9H10O2 + + + 

36 17.641 Vanillic Acid C8H8O4 + + + 

37 18.241 Dihydroconiferyl Alcohol C10H14O3 + + - 

38 18.484 Myristic acid C14H28O2 + + + 

40 18.981 Tyrosine C9H11NO3 + - - 

41 19.035 Syringic acid C9H10O5 + + + 

42 19.148 4-Hydroxyphenyllactic acid C9H10O - + + 

43 19.478 Pentadecanoic acid C15H30O2 + - + 

44 20.326 Vanillactic acid C9H10O2 + + + 

45 20.428 Palmitic Acid C16H32O2 + + + 

46 21.271 Myo-Inositol C6H12O6 + - - 

47 21.336 Heptadecanoic acid C17H34O2 + + - 

48 21.746 Octadecanoic acid C18H36O2 + - - 

49 22.206 Stearic acid C18H36O2 + + + 

50 23.843 Arachidic acid C20H40O2 + - - 
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Table S2. Compounds identified by GC-MS in the supernatant of cultures from the KL consortium and negative 

control (KL) collected on days two and four of cultivation. 

 

No. RT (min) Indentified compounds Molecular formula  Control KL_2 KL_4 

1 6.697 2,3-Butanediol C4H10O2 - - + 

2 7.166 1,3-Propanediol C3H8O2 - + + 

3 7.258 Lactic Acid C3H6O3 + - - 

4 7.555  Acetic acid CH₃COOH - + + 

5 8.684 Oxalic acid C2H2O4 - + + 

6 9.451 Butanoic acid, 2-methyl C5H10O2 - + + 

7 10.424 Guaiacol C7H8O2 + + + 

8 11.439 Glycerol C3H8O3 - - + 

9 11.893 Malic acid  C4H6O5 - + + 

10 15.502 Pentanedioic acid C5H8O4 - + + 

11 15.605 Hydrocinnamic acid C9H10O2 - - + 

12 15.977 Acetovanillone C9H10O3 + - - 

13 16.669 2,6-dimethoxybenzene-1,4-bis(trimethylsilyloxy) C14H26O4Si2 - + + 

14 16.885 Syringaldehyde C9H10O4 + + + 

15 17.020 Homovanillyl alcohol C9H12O3 - + + 

18 17.592 Isovanillic acid C8H8O4 + + + 

19 18.203 Dihydroconiferyl Alcohol C10H14O3 + + + 

20 18.343 4'-(Salicylideneamino)acetanilide C15H14N2O2 - - + 

21 18.884 Vanillylmandelic acid C9H10O5 - - + 

22 19.018 Syringic acid C9H10O5 + - - 

23 19.780 3-Vanil-1,2-bis(trimethylsilyloxy)propane C19H38O4Si3 - + + 

24 20.277 Vanillactic acid C10H12O5 + + + 

25 20.407 Palmitic Acid C16H32O2 + + + 

26 21.293 Heptadecanoic acid C17H34O2 - + - 

27 22.162 Stearic acid C18H36O2 + + + 
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28 29.223 2,5-Dimethoxymandelic acid C10H1205 + - + 
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Isolamento de Bactérias a partir de consórcios lignolíticos e 

identificação taxonômica 
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1. Introdução 

 
A lignina kraft, produzida pelas indústrias de polpação, é o subproduto mais 

abundante  mundialmente (~130 milhões de toneladas) e a sua utilização para a produção de 

químicos com alto valor agregado poderia favorecer a sua valorização como matéria-prima 

[87].  

A hidrólise é a primeira etapa e a mais desafiadora no processo de conversão de lignina 

em produtos valiosos [9]. Os fungos de podridão branca, como Phanerochaete 

chrysosporium, tem sido estudado por décadas e são conhecidos como os principais 

degradadores de lignina [88,89]. No entanto, a baixa adaptabilidade a temperatura, pH e 

condições anóxicas, limitam a sua utilização na indústria. As bactérias por outro lado, são 

muito mais tolerantes a condições adversas além de possuírem vias metabólicas que 

transformam a lignina e seus derivados aromáticos em produtos de interesse comercial 

[90,91].   

A capacidade de desconstrução de lignina e seus derivados aromáticos por diferentes 

espécies de bactérias anaeróbicas obrigatórias/facultaivas, como Enterobacter lignolyticus 

SCF1, Tolumonas lignolytica BRL6-1, Klebsiella sp. BRL6-2, Acetoanaerobium sp. WJDL-

Y2 e Desulfobacterium catecholicum, já foi reportada literatura. No entanto, esses estudos 

são limitados e os genes de enzimas e vias metabólicas utilizados durante o processo 

degradação são pouco conhecidos [12,71–73,76].  

 Identificar bactérias  e explorar os mecanismos empregados na degradação de lignina 

poderia auxiliar na compreensão do processo de desconstrução anaeróbica de lignina e assim 

aumentar o repertório de microrganismos e  genes que poderiam ser utilizados em processos 

industriais para transformação de lignina em produtos com alto valor agregado. Dessa forma, 

este estudo tem como objetivo isolar bactérias a partir de consórcios microbianos  lignolíticos 

derivados do rúmen de bovinos e caracterizar o seu potencial na desconstrução de lignina 

kraft. Esses dados servirão como base para futuras análises de sequenciamento e montagem 

de genomas para identificação de genes de enzimas relacionadas com a degradação e 

consumo de lignina. 
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2. Material e Métodos 
 

2.1. Isolamento de bactérias 

 

Para o isolamento de bactérias foram utilizadas amostras do segundo dia de cultivo dos 

consórcios KLY_2 e KL_2 (obtidas conforme descrito no capítulo 2) e o protocolo utilizado 

foi o de Ticona et al. (2020) [92]. Alíquotas de 100 μL dessas culturas foram inoculadas em 

frascos  contendo meio redutor sólido: NH2PO4 (5 g l-1 ), Na2HPO4 (2.5 g l-1 ), NH4Cl (0.5 g 

l-1 ), (NH4)2SO4 (0.5 g l-1 ), NaHCO3 (0.5 g l-1 ), MgCl2 (0.09 g l-1 ), solução mineral (5.0 

mL), solução de vitamina (0.5 mL), NaOH (0.04 g l-1 ), Na2S9H2O (0.125 g l-1 ), cisteína 

(0.05 g l-1 ), fitagel 15 (g l-1) , lignina kraft 0,35% (p/v) como fonte de carbono suplementado 

adicionado ou não com 3g/L de extrato de levedura sob atmosfera anaeróbica. Após 2 dias 

de incubação a 37ºC, as colônias bacterianas que cresceram passaram por avaliação visual  e 

as que apresentaram diferenças morfológicas foram coletadas individualmente e re-

inoculadas em meio sólido redutor, por semeadura, sob atmosfera anaeróbica. Esse 

procedimento foi repetido três vezes. Os isolados obtidos foram armazenados a -80◦C em 

glicerol a 20% (v/v) para futuras análises. 

 

 

2.2. Curva de crescimento e medição de redução de cor 

 

Os isolados bacterianos obtidos como acima descrito foram cultivados individualmente 

em frascos contendo meio líquido redutor: NH2PO4 (5 g l-1 ), Na2HPO4 (2.5 g l-1 ), NH4Cl 

(0.5 g l-1 ), (NH4)2SO4 (0.5 g l-1 ), NaHCO3 (0.5 g l-1 ), MgCl2 (0.09 g l-1 ), solução mineral 

(5.0 mL), solução de vitamina (0.5 mL), NaOH (0.04 g l-1 ), Na2S9H2O (0.125 g l-1 ), cisteína 

(0.05 g l-1 ), extrato de levedura (3g l-1) e lignina kraft 0,35% (p/v) com e sem glicose 0,5% 

(p/v) como fontes de carbono sob atmosfera anaeróbica [92].  Como controle negativo do 

crescimento foi utilizado o meio de cultura sem a adição do inóculo, mas submetido às 

mesmas condições de crescimento dos meios inoculados. O crescimento foi realizado a 37ºC 

em estufa durante quatro dias. O cultivo foi feito em triplicata e a cada 24 horas foram 
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retiradas alíquotas para a medição da densidade óptica (OD a 600 nm) e avaliação de 

descoloração do meio de cultivo (465 nm) conforme descrito no capítulo 2 no item 2.2. 

2.3. Identificação dos isolados bacterianos através do 16S rRNA 
 

O DNA genômico dos isolados foi extraído como descrito no capítulo 2 no item 2.5. A 

amplificação do gene16S rRNA foi realizada utilizando os primers 27F (5’-

AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’) e 1494R (5’- TACGGCTACCTTGTTACGAC-3’). 

Para a reação de amplificação foram utilizados: 20 ng de DNA genômico, 2,0 μL de Tampão 

10X (Cellco, Brasil),  1,5 mM de MgCl2, 1U de Taq DNA polimerase (TaqPol Hot Start 

/Cellco, Brasil), 0,2 mM dDNTPs (Sinapse inc, Brasil), 0,5 μM de cada primer (forward e 

reverse) no volume final de 20 μL. As condições de temperatura e ciclagem da reação de PCR 

foram: desnaturação a 95 °C por 3 minutos, seguido de 27 ciclos de desnaturação a 95°C por 

1 minuto, anelamento a 51°C por 1 minuto, extensão a 72°C por 1 minuto e extensão final a 

72°C por 10 minutos. Em seguida, as amostras foram submetidas a eletroforese em gel de 

agarose 1% (m/v) e as bandas correspondentes à região amplificada (1400 pb) foram cortadas 

do gel. A purificação dos produtos de PCR foi feita utilizando o Kit GeneJET PCR 

Purification Kit (Thermo Fisher Scientific), de acordo com as instruções do fabricante. As 

amostras foram enviadas para sequenciamento, do tipo Sanger, na empresa Omikka  em 

Paulínea , São Paulo. Apenas três das quatro amostras dos isolados foram sequenciadas, pois 

apresentaram concentração de DNA exigida pela empresa ( entre 10 e 50 ng/L) para 

sequenciamento. 

As sequências recebidas foram analisadas no programa Eletropherogram quality analysis 

(http://www.phrap.org/phredphrapconsed.html) e somente as sequencias com ‘Phred score’ 

maior que 30 foram mantidas. Em seguida, as sequências foram comparadas com sequências 

de nucleotídeos do banco de dados do “16S ribosomal RNA Database” do GenBank (National 

Center for Biotecnology Information), usando a ferramenta BLASTn 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi).  

  

 

http://www.phrap.org/phredphrapconsed.html
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
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3. Resultados 
 

3.1. Isolamento de bactérias 
 

O total de 150 colônias com coloração branca, brilhosa, superfície lisa e formato circular 

cresceram a partir do inóculo do consórcio KLY_2 em meio redutor sólido contendo lignina 

kraft e extrato de levedura (Figura 1 A). Entre estas, dez foram coletadas para isolamento e 

destas, três apresentaram crescimento em meio de cultivo líquido contendo lignina kraft 

como fonte de carbono, sendo  denominadas de: IY1_1, IY2_9 e IY2_3. Para o consórcio 

KL_2 cultivado no meio sólido contendo lignina kraft, foi obtido um menor número de 

colônias, 32, com as características morfológicas: transparente, brilhosa e superfície lisa, 

circulares e com bordas levemente irregulares (Figura 1 B). Destas, sete foram selecionadas 

para isolamento e apenas uma, designada como IL2_3, foi capaz de crescer em meio líquido.  

 

 

 

Figura 1. Colônias isoladas em meio contendo lignina Kraft e extrato de levedura como fonte 

de carbono (A); Colônias isoladas em meio contendo lignina Kraft (B). As culturas foram 
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crescidas por dois dias. Os círculos e as e as setas em vermelho indicam as colônias 

bacterianas. 

 

3.2. Análise do crescimento e descoloração do meio de cultivo 

 
Os isolados IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3, obtidos do meio sólido redutor contendo 

lignina kraft como única fonte de carbono, não foram capazes de crescer e descolorir o meio 

de cultura na ausência de glicose (dados não mostrados). A adição de glicose aos meios 

possibilitou o crescimento dos isolados IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3 que atingiram OD 600 

nm máxima no terceiro dia de cultivo (Figura 2A). Não foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas entre as taxas de crescimentos dos isolados (Figura 2A). 

 

Figura 2. Curva de crescimento (A) e análise da descoloração do meio de cultivo (B) dos 

isolados IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3 cultivados em meio cultura líquido contendo lignina 

kraft e glicose como fonte de carbono durante quatro dias de crescimento. C) Análise visual 

da descoloração do meio de cultivo dos IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3 coletados no quarto 
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dia de cultivo. Barras verticais representam o desvio padrão de triplicatas. (*) p <0,05 e (**) 

p >0,05. 

 

Houve diferença na taxa de descoloração do meio de cultivo líquido contendo lignina 

kraft e glicose como fontes de carbono dos isolados obtidos do consórcio KLY_2 com relação 

ao isolado obtido do consórcio KL_2 (Figura 2B). No primeiro dia de crescimento os isolados 

IY1_1, IY2_9 e IY2_3 reduziram a coloração do meio em 45%, 48% e 49% , 

respectivamente, enquanto o isolado IL2_3 descoloriu 20% da lignina, no terceiro dia de 

cultivo (Figura 2C). 

 

 

3.3. Identificação taxonômica 

 

Somente as sequencias foward (~650 pb) do gene 16S rRNA dos isolados IY2_9 e IL2_3 

apresentaram ‘Phred score’ menor do que 30. A comparação das sequencias desses isolados 

com sequências do NCBI do BLAST mostraram identidades (>98%) com o gênero de 

Enterococcus para o isolado IY2_9 e a família Enterobacteriaceae para o isolado IL2_9, 

alguns representantes são mostrados na tabela 1.   

 

Tabela 1. Comparação das sequências parciais de do gene 16S rRNA dos isolados IY2_9 e 

IL2_3  com sequências do banco de dados 16S ribosomal RNA Database do GenBank. usando a 

ferramenta BLASTn. 

Isolado Organismos Identidade 

(%) 

Escore Cobertura 

(%) 

Número de 

aceso 

IY2_9 Enterococcus durans 

Enterococcus faecium 

Enterococcus lactis 

 

 

99,84 

99,53 

99,53 

1179 

1168 

1168 

 

100 

100 

100 

NR_036922.1

NR_114742.1 

NR_117562.1 

IL2_3 Klebsiella pneumoniae 

Klebsiella quasipneumoniae 

Klebsiella africana 

Klebsiella variicola 

99,72 

99,44 

99,44 

    99,44 

1301 

1293 

1290 

1290 

100 

100 

100 

100 

NR_037084.1 

NR_134062.1 

NR_180233.1 

NR_025635.1 



77 
 

 

 

4. Discussão 
 

A relação entre adição de outra fonte de carbono e a desconstrução de lignina já foi 

previamente descrita [93–96]. Como por exemplo, para a bactéria anaeróbia facultativa E. 

lignolyticus SCF1, para a qual a suplementação do meio com xilose foi fundamental para 

aumentar a formação de biomassa celular e proporcionar o consumo de lignina [80].  

A adição de glicose fez com que as taxas de descoloração do meio de cultura redutor, 

mesmo se tratando de bactérias isoladas  (IY1_1 (45%), IY2_9 (48%)  e IY2_3 (49%)), 

fossem maiores do que a do  consórcio enriquecido KLY (40%), utilizado como inóculo para 

o isolamento. Como discutido anteriormente no capítulo 2, a descoloração do meio de cultivo 

pode ser diretamente correlacionada com a biodegradação de lignina [97]. Estudos anteriores 

demonstraram que as enzimas manganês peroxidase e lacase tem um papel importante nesse 

processo [98–100]. Desta forma, este parece ser um dos mecanismos pelo qual estes isolados 

bacterianos degradam a lignina em atmosfera anaeróbica. A menor taxa de descoloração do 

meio de cultura pelo IL 2_3 pode estar relacionada com o seu baixo potencial degradação de 

lignina isoladamente. No entanto, será necessário investigar essa hipótese. 

O par de primers 27F e 1492R amplifica sequencias quase completas de 16S rDNA (1400 

pb) que fornecem uma melhor resolução taxonômica [101]. No entanto, a utilização de 

apenas parte dessa sequência (~650 pb) limitou essa resolução para os isolados IY2_9 e 

IL2_3, permitindo fazer apenas uma identificação preliminar do gênero Enterococcus  para 

o isolado IY2_9 e família Enterobacteriaceae para o isolado IL2_3Alguns representantes da 

família Enterobacteriaceae [80,102] são descritos como capazes de degradar a lignina  e seus 

Klebsiella aerogenes 

Enterobacter bugandensis 

Kosakonia quasisacchari 

Lelliottia aquatilis 

Raoultella terrigena  

Pseudescherichia vulneris 

Yokenella regensburgei 
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    98.03                                                                                                                                                                                                                                                                                               
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1251 
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1245 

1242 

1234                  

100 

100 

100 

100 

100 

100 

100 

100 

NR_102493.2 

NR_148649.1 

NR_169476.1 

NR_179968.1 

NR_114503.1 

NR_114080.1 

NR_114159.1 

NR_104933.1 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?id=2529380
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?id=2080838
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?id=566
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derivados aromáticos na presença do oxigênio como por exemplo, Klebsiella. pneumoniae 

isolada do rúmen de búfalos foi capaz de degradar 11,1% da estrutura da lignina 

(lignossulfonato de sódio) e  apresentou atividades de lacase e lignina peroxidase [103].  Esta 

mesma espécie é capaz de transformar vanilina em álcool vanílico além de degradar 

compostos como o álcool vanílico e o siringaldeído em condições aeróbias [104]. Para o 

gênero dos Enterococcus não foram encontrados representantes relacionados a 

desconstrução de lignina. 

 

5. Conclusão 
 

Os isolados IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3 possuem potencial para a degradação de 

lignina, uma vez que foram capazes de crescer e descolorir o meio de cultura redutor 

contendo lignina kraft e glicose como fontes de carbono. A caracterização taxonômica dos 

isolados IY2_9 e IL2_3 permitiu identificá-los como membros do gênero Enterococcus e 

família Enterobacteriaceae, respectivamente. No entanto, esses dados são resultados 

preliminares e será necessário o uso de técnicas analíticas, como o GC/MS e o FTIR, para 

identificar os produtos de degradação de lignina presentes no sobrenadante das culturas  e 

identificação taxonômica das espécies dos isolados.  

 

 

 

 

 

 

   
 



79 
 

Conclusão geral 
 

As condições de cultivo utilizadas neste trabalho  permitiram estabelecer consórcios 

microbianos capazes de desconstruir e consumir a lignina kraft. O gênero Dickeya parece 

desempenhar um papel central na degradação de lignina, pois foi um dos mais enriquecidos 

nos consórcios KLY e KL. Além disso, a presença de ASVs classificados como 

desconhecidos nos consórcios sugere a presença de bactérias ainda não descritas relacionadas 

à degradação de lignina. A análise de GC-MS dos sobrenadantes das culturas demonstrou o 

potencial dos consórcios para metabolizar os produtos de degradação de lignina, 

possivelmente  através das vias metabólicas previstas, como a via de degradação do 

protocatecuato II e a via de degradação do metilgalato. Muitos compostos aromáticos 

produzidos pelos consórcios, como os ácidos 3-fenilático e 4-hidroxifenilático, possuem 

potencial biotecnológico. Além disso, foram isoladas quatro bactérias   IY1_1, IY2_9, IY2_3 

e IL2_3 a partir desses consórcios que foram capazes de descolorir o meio de cultura redutor 

contendo glicose e lignina kraft como fontes de carbono. A taxa de descoloração do meio de 

cultura dos isolados IY1_1 (45%), IY2_9 (48%)  e IY2_3 (49%) foram  maiores do que a do 

consórcio o consórcio enriquecido KLY (40%), utilizado como inóculo para o isolamento. 

Os isolados IY2_9 e IL2_3 foram identificados como membros do gênero Enterococcus e 

família Enterobacteriaceae, respectivamente. 
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Perspectivas Gerais 
 

 

• Fazer a análise do metagenôma dos consórcios KLY e KL para identificar genes 

e vias metabólicas relacionadas com a degradação de lignina;  

• Montar os genomas das ASVs classificadas como desconhecidas; 

• Avaliar o potencial dos consórcios KLY e KL na desconstrução de outras ligninas 

técnicas, como a organosolv; 

• Utilizar técnicas analíticas, como o GC/MS e o FTIR, para avaliar o potencial de 

degradação de lignina dos isolados IY1_1, IY2_9, IY2_3 e IL2_3; 

• Testar diferentes condições de cultivo para o isolado IL2_3 e analisar o co-cultivo 

com os outros isolados; 

• Identificar as espécies dos isolados; 

• Sequenciar os genomas dos isolados. 
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APÊNDICE II 
  

Sequencias parciais do  gene 16S RNA dos isolados IY2_9 e IL2_3 

 

> IY2_9 16S ribosomal RNA gene 

 

TCGTACGCTTCTTTTTCCACCGGAGCTTGCTCCACCGGAAAAAGAAGAGTGGCG

AACGGGTGAGTAACACGTGGGTAACCTGCCCATCAGAAGGGGATAACACTTGG

AAACAGGTGCTAATACCGTATAACAATCGAAACCGCATGGTTTTGATTTGAAA

GGCGCTTTCGGGTGTCGCTGATGGATGGACCCGCGGTGCATTAGCTAGTTGGTG

AGGTAACGGCTCACCAAGGCCACGATGCATAGCCGACCTGAGAGGGTGATCGG

CCACATTGGGACTGAGACACGGCCCAAACTCCTACGGGAGGCAGCAGTAGGGA

ATCTTCGGCAATGGACGAAAGTCTGACCGAGCAACGCCGCGTGAGTGAAGAAG

GTTTTCGGATCGTAAAACTCTGTTGTTAGAGAAGAACAAGGATGAGAGTAACT

GTTCATCCCTTGACGGTATCTAACCAGAAAGCCACGGCTAACTACGTGCCAGC

AGCCGCGGTAATACGTAGGTGGCAAGCGTTGTCCGGATTTATTGGGCGTAAAG

CGAGCGCAGGCGGTTTCTTAAGTCTGATGTGAAAGCCCCCGGCTCAACCGGGG

AGGGTCATTGGAAACTGGGAGACTTGAGTGCAGAACAGGAGAGTGGAATTCCA

TGT 
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>IL2_3 16S ribosomal RNA gene 

GTCGAGCGGTAGCACAGAGAGCTTGCTCTCGGGTGACGAGCGGCGGACGGGTG

AGTAATGTCTGGGAAACTGCCTGATGGAGGGGGATAACTACTGGAAACGGTAG

CTAATACCGCATAACGTCGCAAGACCAAAGTGGGGGACCTTCGGGCCTCATGC

CATCAGATGTGCCCAGATGGGATTAGCTAGTAGGTGGGGTAACGGCTCACCTA

GGCGACGATCCCTAGCTGGTCTGAGAGGATGACCAGCCACACTGGAACTGAGA

CACGGTCCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAATATTGCACAATGGGCG

CAAGCCTGATGCAGCCATGCCGCGTGTGTGAAGAAGGCCTTCGGGTTGTAAAG

CACTTTCAGCGGGGAGGAAGGCGTTGAGGTTAATAACCTTGTCGATTGACGTT

ACCCGCAGAAGAAGCACCGGCTAACTCCGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGGA

GGGTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGCGTAAAGCGCACGCAGGCGGTCTG

TCAAGTCGGATGTGAAATCCCCGGGCTCAACCTGGGAACTGCATTCGAAACTG

GCAGGCTAGAGTCTTGTAGAGGGGGGTAGAATTCCAGGTGTAGCGGTGAAATG

CGTAGAGATCTGGAGGAATACCGGTGGCGAAGGCGGCCCCCTGGACAA 

 

 

 

 

 


