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RESUMO

A demanda por pigmentos naturais vem crescendo devido a efeitos nocivos de alguns corantes

sintéticos e a busca por formas mais sustentáveis de consumo. Nesse contexto, pigmentos

fúngicos fornecem uma boa alternativa aos sintéticos. As comunidades microbianas antárticas

são de grande importância para a produção de metabólitos secundários, tais como os

pigmentos, pois são compostos importantes para a adaptação desses organismos ao ambiente

extremo em que vivem. Além disso, devido ao seu isolamento, essas comunidades podem ser

uma fonte rica de novos produtos naturais com estruturas químicas únicas. Este trabalho visou

analisar a produção dos pigmentos vermelhos pelo fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I,

isolado de sedimentos marinhos da Antártica, bem como otimizá-la, seguida da purificação e

identificação dos pigmentos produzidos. Para tal, avaliou-se a produção dos pigmentos

vermelhos nas temperaturas de 15 e 25 ºC e nos pHs 3, 5, 7 e 9 em meio líquido Malte 2% por

20 dias de incubação a 150 rpm. Nas condições de 15 ºC e pH 5 se obteve a maior produção

dos pigmentos, avaliada na leitura de absorbância em 500 nm, sendo que a 25 ºC não se

detectou produção de pigmentos vermelhos. O fungo foi cultivado em meio Malte Ágar 1% e

os pigmentos produzidos no meio de cultura foram extraídos com acetona. O extrato bruto foi

submetido a cromatografia de camada reversa C18 para sua purificação, na qual obteve-se três

frações vermelhas eluídas em Metanol 90 %. As frações foram submetidas às análises de

RMN de 1H e FT-IR e obteve-se a confirmação da purificação de duas delas como compostos

muito similares. Os espectros dessas frações indicaram tratarem-se de compostos da classe

das melaninas, da categoria das feomelaninas. A atividade antibacteriana do extrato bruto e

das frações obtidas foi testada contra as bactérias Xanthomonas citri, X. passiflorae,

Escherichia coli, Streptococcus aureus e Bacillus subtilis, através do método de

microdiluição em poços e leitura da D.O600, não sendo observada nenhuma inibição de

crescimento superior a 50%. Também avaliou-se a atividade antioxidante das mesmas

amostras, por meio do método de captura de DPPH, com resultado de IC50 a 1000 µg/mL para

a fração 1 e 1143 µg/mL para a fração 2. Apesar do gênero Pseudogymnoascus sp. ser

bastante comum ao ambiente antártico, até o momento, não há muitos estudos referentes à sua

produção de pigmentos, principalmente de feomelanina. O pigmento vermelho extracelular e

solúvel em água produzido pelo Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I pode então representar um

potencial para aplicações biotecnológicas.

Palavras-chave: Fungo antártico, pigmentos naturais, feomelanina.



ABSTRACT

The demand for natural pigments has been growing due to the harmful effects of some

synthetic dyes and the search for more sustainable forms of consumption. In this context,

fungal pigments provide a good alternative to synthetics ones. Antarctic microbial

communities are of great importance for the production of secondary metabolites, such as

pigments, due to their role in helping these organisms adapt to the extreme environment in

which they live. Furthermore, because of their isolation, these communities can be a rich

source of new products with unique structures. This study aimed to analyze the production of

red pigments by the fungus Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I, isolated from antarctic marine

sediments, as well as optimizing it, followed by purification and identification of the pigments

produced. In order to do that, the production of red pigments was evaluated at temperatures of

15 and 25 ºC and at pHs 3, 5, 7 and 9 in 2% Malt broth for 20 days of incubation at 150 rpm.

The biggest production of pigments obtained, quantified in the absorbance reading at 500 nm,

was at 15 ºC and pH 5. No red pigments production was detected at 25 ºC. The fungus was

cultivated in 1% Malte Agar medium and pigments produced were extracted from the culture

medium with acetone. The crude extract was subjected to C18 reversed-phase

chromatography for its purification, in which three red fractions were eluted in 90 % methanol.

The fractions were submitted to 1H NMR and FT-IR analysis. Two of them were purified and

were similar compounds. According to their spectra, the fractions are melanins, belonging to

the pheomelanin category. The antibacterial activity of the crude extract and fractions was

tested against the bacteria Xanthomonas citri, X. passiflorae, Escherichia coli, Streptococcus

aureus e Bacillus subtilis, using the microdilution in wells method and reading of their O.D600.

No growth inhibition greater than 50% was observed. The antioxidant activity of the samples

was also evaluated, using the DPPH scavenging activity method, with an IC50 result of 1000

µg/mL for fraction 1 and 1143 µg/mL for fraction 2. Although the genus Pseudogymnoascus

sp. is quite common in the Antarctic environment, there are not many studies regarding its

production of pigments so far, specially pheomelanin. The extracellular, water-soluble red

pigment produced by Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I could then represent a potential for

biotechnological applications.

Keywords: Antartic fungus, natural pigments, pheomelanin.
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1. INTRODUÇÃO

Corantes são substâncias químicas capazes de atribuir cor a algum material e são

essenciais na fabricação de bens de consumo em múltiplos setores da indústria, como a de

alimentos, cosméticos, têxtil, de plásticos, entre outras (ALMEIDA et al., 2018). A

necessidade de colorir produtos data de milhares de anos atrás, com registros do uso de

pigmentos como agentes colorantes em comidas, vestuários, cosméticos e utensílios por

povos de diversas localidades do globo (ABEROUMAND, 2011; COOKSEY, 2018;

ARDILA-LEAL et al., 2021 VENIL et al., 2020). Esses pigmentos eram obtidos de produtos

naturais vegetais, animais ou minerais (RAO et al., 2017), até o desenvolvimento da mauveína,

a primeira cor sintética, em 1856, por Sir William Henry Perkin, dando início a uma

revolução na história dos corantes sintéticos, que se propagaram rapidamente (DOWNHAM;

COLLINS, 2000; ZANONI; YAMANAKA, 2016).

O mercado de cores sintéticas se fortaleceu devido às vantagens que estas

apresentaram, como facilidade de produção, baixo custo e maior capacidade de colorir em

relação aos corantes que existiam até então, fazendo com que seu uso fosse disseminado em

diversos setores da indústria (LAGASHETTI et al., 2019 VENIL, et al. 2020). Porém, muitos

desses corantes sintéticos são compostos por substâncias que podem ser nocivas à saúde e

também ao ambiente, por apresentarem uma longa estabilidade, sendo de difícil degradação e,

consequentemente, persistindo por muito tempo no ambiente (MANIKPRABHU;

LINGAPPA, 2013; HASSAN; CARR, 2018). Assim, torna-se prioridade retomar a utilização

de produtos naturais como alternativa aos sintéticos.

Plantas e micro-organismos são as principais fontes de pigmentos naturais (RAO et al.,

2017). Os micro-organismos são produtores mais vantajosos que os vegetais, devido ao seu

crescimento fácil e rápido, o qual independe de condições climáticas e geográficas, por

permitirem um rendimento controlável e previsível, alta produtividade, além da possibilidade

de produção a partir de resíduos industriais (MANIKPRABHU; LINGAPPA, 2013;

PANESAR et al., 2015).

É conhecido que os fungos filamentosos são produtores de uma enorme variedade de

pigmentos. Os pigmentos são produzidos pelos fungos como parte de seu metabolismo

secundário, no qual passam a produzir compostos com funções antibióticas, tóxicas,

inibitórias, entre outras, para auxiliar na sua sobrevivência e que podem trazer vantagens

sobre outros organismos (LOPES, 2011; BRAKHAGE, 2013), possuindo uma função
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ecológica para seus produtores (O'BRIEN; WRIGHT, 2011). Os pigmentos fúngicos podem

então, além de serem utilizados para colorir, trazer potenciais benéficos para a saúde humana.

São inúmeros os gêneros de fungos que são produtores de pigmentos. O gênero mais

popular e antigo no uso de pigmento fúngico é o Monascus, produtor de pigmentos amarelos,

laranjas e roxos (RAO et al., 2017; CHEN et al 2017). Outros gêneros populares pela

produção de pigmentos são Fusarium (FRANDSEN et al., 2016; SHAH et al. 2017; LEBEAU

et al., 2018), Aspergillus (PAL et al., 2013; SARAVANAN et al., 2020), Penicillium

(DUFOSSÉ, 2018; JIN et al., 2018; KHAN et al., 2021), e Talaromyces (CHADNI et al.,

2017; MORALES-OYERVIDES et al., 2020). Busca-se a aplicação desses pigmentos

fúngicos na indústria alimentícia (BABITHA, 2009; DUFOSSE, 2018) e para tingimento de

tecidos, couro e madeira (HERNÁNDEZ et al.,2018; FUCK et al., 2018; YAN et al., 2019;

LIU et al., 2020).

Na busca pela produção de novos compostos naturais como os pigmentos, há um

interesse por organismos que vivem em ambientes extremos, por serem nichos poucos

explorados e apresentarem características ambientais que induzem os micro-organismos a

produzirem substâncias únicas, através de adaptações bioquímicas e fisiológicas e vias

metabólicas diferenciadas, para enfrentar as condições extremas em que vivem (TIAN et al.,

2017; DUFOSSE et al., 2014). Um desses ambientes é a Antártica, caracterizada pela

temperatura extrema e com grandes variações, salinidade, escassez de nutrientes, mudanças

climáticas acentuadas, alta incidência de radiação ultravioleta alternada com longos períodos

de ausência de luz, além dos ciclos de congelamento e degelo (CLARKE, 2003; PIKUTA et

al., 2007; ROSA, 2019). Assim, os organismos que ali habitam possuem um grande potencial

biotecnológico (DUARTE et al, 2019).

Alguns dos relatos de fungos antárticos produtores de pigmentos envolvem aqueles

conhecidos por produzirem melaninas (HASSAN et al., 2016; PACELLI et. al 2017),

carotenoides (SINGH et al, 2014 ARCANGELI, CANNISTRARO et al., 2000), Geomyces

sp.WNF-15A produtor de pigmento vermelho-púrpura (WANG et al., 2013) e o endêmico

Antarctomyces pellizariae de coloração intracelular azul (MENEZES et al. 2017).

O fungo alvo deste estudo pertence ao gênero Pseudogymnoascus, espécies que

estão presentes em abundância na Antártica, sendo relatadas em ambientes de solo (ARENZ;

BLANCHETTE, 2011; GOMES et al., 2018; ROSA et al., 2020), associadas a líquens

(SANTIAGO et al., 2015), musgos (TOSI et al., 2002), em permafrost (solo permanentemente
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congelado) (DA SILVA et al., 2020), associadas a macroalgas endêmicas (FURBINO et al.,

2014), invertebrados marinhos (GODINHO et al., 2019) e isoladas de lagos (GONÇALVES

et al., 2012). Apesar de ser um gênero bastante presente no ambiente antártico, ainda não há

estudos focados na produção de pigmentos por Pseudogymnoascus spp. isolados da Antártica.

Dessa maneira, considerando o potencial dos micro-organismos da Antártica para a

obtenção de pigmentos naturais e outros produtos com usos biotecnológicos, o presente

trabalho buscou purificar e identificar os pigmentos naturais produzidos pelo fungo

Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I, além de otimizar a produção de pigmentos pelo fungo em

diferentes pHs e temperaturas. Buscou-se também avaliar a bioatividade dos pigmentos,

avaliando sua atividade antibacteriana e antioxidante.

2. REVISÃO DE LITERATURA

2.1. Corantes e pigmentos

2.1.1. História e novas tendências

Corantes e pigmentos são substâncias químicas capazes de atribuir cor a algum

material. Estão presentes desde os primórdios da humanidade, existindo registros da utilização

de agentes colorantes desde os tempos pré-históricos, em diversas localidades do globo e por

diferentes povos (RAO et al., 2017).

Os primeiros registros na África e Europa datam desde a Idade da Pedra média, num

período entre 150 mil a 30.000 a.C, onde utilizavam rochas e outros componentes geológicos

para se obter pigmentos (ARDILA-LEAL et al., 2021). Registros arqueológicos trazem

evidências do uso de vestuários e utensílios coloridos datados de 40.000 a 10.000 a.C

(MASCARENHAS, 1998). A utilização de pigmentos foi se tornando cada vez mais

expressiva, tendo seu destaque na Europa durante a Idade do Bronze (3000-1200 a.C), durante

o período do Vale do Indo (2500 a.C) na Índia, há 5000 anos na China, nas civilizações da

Mesopotâmia (3000-2000 a.C), dos Maias (2000 a.C-900 d.C) e por aí vai (RAO et al., 2017;

ARDILA-LEAL et al., 2021).

No Egito, por volta de 4000 a.C, deu-se início a manufatura de corantes, com novas

técnicas para melhorar as qualidades dos seus pigmentos (BARNETT et al., 2006). O

pigmento mais famoso era o Azul Egípcio, uma cor difícil de se conseguir, proveniente de

uma combinação de minerais e sedimentos e seu período de maior utilização coincide com a

época de maior produção artística do Egito Antigo (BARNETT et al., 2006; BERKE, 2002).
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Corantes eram utilizados em alimentos desde 1500 A.C, em cidades egípcias, onde extratos

naturais, como cúrcuma, páprica e açafrão, e vinho eram adicionados por doceiros em seus

produtos com o intuito de melhorar sua aparência (DOWNHAM; COLLINS, 2000); assim

como há registros do uso de corantes em alimentos no Japão durante o século 8

(ABEROUMAND, 2011).

Para o tingimento de tecidos, os povos utilizavam pigmentos azuis extraídos das

plantas Isatis tinctoria e Indigofera anil, e pigmentos vermelhos/púrpura extraídos de

moluscos (VENIL et al., 2020; MASCARENHAS,1998). Esse pigmento roxo obtido dos

moluscos Murex spp. atribuía status de nobreza, devido a grande quantidade de unidades de

molusco necessária para obter poucas gramas do corante (ZANONI; YAMANAKA, 2016).

Gregos também foram famosos por utilizar corantes e muito de seus métodos e

conhecimentos foram adquiridos dos egípcios (ABEL, 2012). Fenícios, chineses e indianos

também realizavam processos de tingimento (ZANONI; YAMANAKA, 2016). Nativos do

México e do Peru (Astecas, Incas e Maias) extraíam pigmentos vermelhos de cochonilhas

(Dactylopius coccus), um inseto de cactos, e, com a invasão espanhola, esses pigmentos

passaram a serem exportados da América e tiveram ampla utilização na Europa (COOKSEY,

2018). O Brasil também despertou interesse na exploração para a produção de corantes, em

especial pela árvore Pau-Brasil (Cesalpinia echinata), uma fonte de corante de cor

avermelhada e que inspirou o nome do país (GUARATINI; ZANONI, 2000). Em relação ao

Brasil, também é possível citar o urucum, pigmento extraído das sementes da planta Bixa

orellana L., como uma das principais fontes de corantes naturais no país, tendo como

principal aplicação seu uso como aditivos e corantes alimentares (DEMCZUK e RIBANI,

2015).

Corantes derivados de produtos naturais, como plantas, animais e minerais eram

utilizados em tecidos, utensílios, cosméticos, em alimentos, na arte, entre outras aplicações, e

seus usos foram sendo aprimorados no decorrer da história. Durante os séculos XVIII e XIX

houve uma intensa busca por substâncias que fossem mais eficientes no tingimento (ZANONI;

YAMANAKA, 2016). Esses estudos culminaram no desenvolvimento da primeira cor

sintética, em 1856, pelo químico Sir William Henry Perkin, que, ao tentar investigar a síntese

da quinina, acabou obtendo uma solução de cor roxa intensa que se provou eficiente para o

tingimento de tecidos (BARNETT et al., 2006). O composto foi nomeado e patenteado como

mauveína e passou a ser comercializado em 1857 (ZANONI; YAMANAKA, 2016).
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Esse desenvolvimento incentivou outros pesquisadores a realizarem experimentos

semelhantes e deu-se início a uma revolução na história dos corantes sintéticos, que se

propagaram e se diversificaram rapidamente (DOWNHAM; COLLINS, 2000; ARDILA-

LEAL et al., 2021). Custos de produção mais baratos, facilidade na produção e propriedades

colorantes superioras aos corantes que existiam até então, foram características essenciais

para o estabelecimento do mercado de cores sintéticas (LAGASHETTI et al., 2019). A intensa

inovação tecnológica ocorrida no século XX, em plena Revolução Industrial, e as vantagens

que apresentavam fez com que a indústria de corantes sintéticos se fortalecesse e eles

passaram a ser amplamente utilizados por vários setores, como o têxtil, de cosméticos,

alimentos, farmacêutico, entre outros (GUARATINI; ZANONI, 2000; VENIL et al., 2020).

Entretanto, muitos dos corantes sintéticos que passaram a ser utilizados podem

apresentar toxicidade ou produzir outros efeitos negativos, trazendo prejuízos à saúde e ao

meio ambiente. Existem corantes sintéticos que eram utilizados em alimentos, produtos

farmacêuticos e cosméticos e foram descobertos como potenciais alergênicos e cancerígenos e

foram retirados de uso (RAO et al., 2017). Corantes da classe Azo e benzidinas, por exemplo,

são bastante estudados e comprovadamente mutagênicos, podendo levar a doenças como o

câncer, mas outras classes de corantes sintéticos, como triarilmetanos e antraquinonas,

apresentam riscos aos seres vivos, além de genotoxicidade (LELLIS et al., 2019; ARDILA-

LEAL et al., 2021).

Ademais, devido às suas estruturas e propriedades químicas, corantes sintéticos não

são biodegradáveis e costumam apresentar longa estabilidade, fazendo com que persistam por

muito tempo no ambiente e, dessa maneira, o descarte de efluentes industriais contendo

corantes sintéticos causam prejuízos significativos ao meio ambiente e diversos ecossistemas

(MANIKPRABHU; LINGAPPA, 2013). Podem contaminar solos, mananciais de água e

proporcionar uma série de doenças em animais e humanos (KHAN;MALIK, 2018). Muitos

apresentam solubilidade em água, tornando-os mais difíceis de serem removidos por meios

convencionais de separação (HASSAN; CARR, 2018). Uma vez nos ambientes aquáticos, os

corantes podem modificar a cor dos efluentes e impedir a entrada de luz, afetando os seres

vivos daquele habitat dependentes de fotossíntese, e alguns corantes ainda liberam metais

pesados tóxicos no ambiente conforme degradam (HASSAN; CARR, 2018). A título de

exemplo, a indústria têxtil é uma das maiores poluidoras globais, descartando toneladas de

águas residuais no ambiente sem qualquer tratamento (KHAN;MALIK, 2018).
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Considerando, então, que os corantes sintéticos podem ser recalcitrantes, bio-

acumulativos, tóxicos, mutagênicos e carcinogênicos (ARDILA-LEAL et al., 2021) e que há

um crescente interesse em utilizar produtos que sejam mais sustentáveis e ecologicamente

corretos, os corantes provenientes de produtos naturais podem ser uma alternativa para os

sintéticos.

Além de serem mais ecológicos, os pigmentos naturais também podem trazer outros

benefícios em sua utilização, pois muitos deles também apresentam propriedades

antioxidantes, antimicrobianas, anti radiação UV, citotóxica e anticâncer (YUSUF et al, 2017).

Essas atividades podem refletir nos produtos em que forem aplicados, servindo para fins que

vão além de apenas atribuir cor a algum material, tornando o escopo de aplicações desses

pigmentos ainda maior.

2.1.2. Pigmentos naturais

Pigmentos naturais podem ser classificados de acordo com sua fonte de obtenção, pela

sua estrutura química ou pela forma de aplicação (YUSUF et al, 2017). A classificação por

estrutura química é preferível, por ser mais fácil de reconhecer ao grupo em que pertencem e

já ter conhecimento das características próprias do determinado grupo (YUSUF et al, 2017).

O Quadro 1 apresenta as principais classes de pigmentos naturais, bem como algumas de suas

características, cores, principais pigmentos e produtores.
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Quadro 1 - Principais classes de pigmentos naturais, com suas características, principais pigmentos e organismos produtores.

Classes Características Principais pigmentos Produtores Referências

Carotenoides
São substâncias tetraterpênicas, lipossolúveis e apresentam moléculas
oxidáveis. Um dos mais comuns pigmentos no mercado, desenvolvem
várias funções ecológicas nos organismos. Cores: vermelho, laranja e

amarelo.

Carotenos, β-carotenos, licopenos,
xantofilas, neurosporaxantinas,

luteínas

Plantas, fungos e
procariotos

Yusuf et al (2017);
Gmoser et al.

(2017)

Flavonoides
São, em sua maioria, pigmentos de plantas, responsáveis por atribuir cor às

partes do vegetal, auxiliando na taxonomia. Exibem funções como
regulagem do crescimento da planta e proteção contra patógenos.

Cores: amarelo claro e escuro, laranja, vermelho, azul e roxo.

Antocianinas, flavonas, flavonois,
isoflavonoides, chalconas, auronas Plantas Havsteen (2002);

Yusuf et al (2017)

Melaninas
São polímeros de alto peso molecular, cujas estruturas moleculares são

variadas e permanecem indefinidas. Exibem diversas funções biólogicas
na natureza (ex: proteção contra radiação UV) e são insolúveis na maioria

dos solventes. Cores: preto, marrom, amarelo, vermelho

Eumelanina, feomelanina,
neuromelanina, alomelanina e

piomelanina

Animais, plantas,
fungos e bactérias

Solano (2014);
Cordero e

Casadevall (2020)

Policetídeos

Principais metabólitos secundários dos micro-organismos, trazem a maior
variedade de pigmentos produzidos, dentre eles as quinonas.

Característicos por serem sintetizados pelas enzimas PKS (policetídeo-
sintases). Suas cores variam entre amarelo, laranja, vermelho, marrom,

rosa e roxo

Antraquinonas,
hidroxiantraquinonas,

naftoquinonas, azafilonas

Fungos, bactérias
e plantas

Mukherjee et al.
(2017); Mapari et
al. (2010); Caro et

al. (2015)

Tetrapirróis Essenciais para processos biológicos como fotossíntese e respiração.
Transportam oxigênio e elétrons. Cor: verde (clorofila) Clorofila, heme (sangue), bile

Plantas, Animais,
Algas,

Cianobactérias
Battersby (2000)

Outros

Indigo - um dos mais antigos pigmentos naturais utilizado; agora é produzido majoritariamente de forma
sintética, em especial na indústria de jeans. Cor: azul Plantas Yusuf et al (2017)

Violaceína - Pigmento bacteriano derivado de indol, com importantes atividades antibacterianas, antiparasitas,
antivirais e antitumorais. Cor: púrpura Bactérias Durán et al (2007)

Fenazina - Pigmentos heterocíclicos nitrogenados produzidos por bactérias, comumente em espécies associadas
a plantas. Cores: azul, verde e roxo Bactérias

Mavrodi et al.
(2010); Turner e

Messenger (1986)
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Plantas e micro-organismos são as principais fontes de pigmentos naturais (RAO et al.,

2017). Micro-organismos, no entanto, apresentam vantagens para sua exploração em relação

às plantas. Eles produzem pigmentos mais rapidamente, conseguem ser mais produtivos

devido aos processos de fermentação e ter um processamento mais simples, independem das

condições ambientais e climáticas e da sazonalidade, além de não possuírem limitações

geográficas e não necessitarem de extensas regiões territoriais para serem cultivados

(KUMAR et al., 2019; LAGASHETTI et al., 2019; SÁNCHES-MUÑOZ et al., 2020).

Permitem controlar as condições de cultivo, garantindo a produção dos metabólitos desejados

e não variam tanto de um indivíduo para o outro (MAPARI et al., 2010). Também é possível

fazer uso de resíduos agro-industriais como substrato para os micro-organismos, podendo

baratear os custos dos procedimentos de obtenção de pigmentos, ser uma solução mais

sustentável e eliminar os problemas que o descarte desses resíduos poderiam causar

(PANESAR et al., 2015). Ademais, possuem um potencial enorme a ser explorado, com

moléculas produzidas exclusivamente por micro-organismo; têm maiores possibilidades de

otimização da produção de pigmentos e correm menos risco da extinção de algum exemplar

devido ao seu uso extensivo, diferentemente das plantas (LAGASHETTI et al., 2019;

SÁNCHES-MUÑOZ et al., 2020).

Existem inúmeras espécies de fungos, bactérias e leveduras capazes de produzir

pigmentos (WANG et al., 2017). Os estudos sobre os pigmentos fúngicos estão mais

avançados em comparação com os de bactérias e eles são produtores de uma vasta gama de

moléculas (SARAVANAN et al., 2020). Fungos são mais preferíveis para a exploração de

metabólitos com intuito de aplicação humana, visto que também são eucariotos e podem

oferecer menos riscos que as bactérias, as quais muitas vezes possuem natureza patogênica

(LAGASHETTI et al., 2019; ARIKAN et al. 2020; ORLANDI et al., 2021). Os pigmentos

podem ser produzidos de forma intracelular ou extracelular, porém estes últimos possuem

métodos de extração mais simples e menos especializados do que os necessários para os

intracelulares, tornando sua produção mais barata (KALRA et al., 2020).

É necessário que cumpram diversos critérios para que os pigmentos de micro-

organismos possam realmente ser utilizados. Critérios como estabilidade, capacidade de

utilizar uma gama variada de fontes de carbono e nitrogênio, ter fácil extração, rendimento

razoável do pigmento, condições moderáveis de crescimento, suportar altas temperaturas e pH

extremos (condições para a produção industrial) além, é claro, de não serem tóxicos ou
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patogênicos e de não produzirem micotoxinas (BABITHA, 2009; RAO et al., 2017; KALRA

et al. 2020).

É importante conhecer o micro-organismo do qual se deseja extrair pigmentos, pois,

sabendo sobre sua toxicididade, formas de cultivo e ter ciência de suas atividades e

mecanismos, permite compreender quais os limites, possibilidades de melhoria e aplicações

seriam possíveis para tal pigmento. Mais estudos referentes à biotecnologia da produção de

pigmentos e também a busca por novos compostos podem tornar a utilização de pigmentos de

micro-organismos na indústria cada vez mais presente e desenvolvida.

2.1.3. Pigmentos produzidos por fungos filamentosos

Os pigmentos são produzidos pelos fungos como parte de seu metabolismo secundário.

Esse metabolismo ocorre na fase estacionária do crescimento microbiano, sendo um momento

em que os micro-organismos deixam de produzir substâncias relacionadas a seu crescimento e

reprodução e passam a produzir compostos com outras funções (LOPES, 2011).

Os metabólitos secundários são moléculas utilizadas pelos micro-organismos para os

auxiliar em sua sobrevivência, trazendo vantagens sobre outros organismos competidores, e

que apresentam propriedades antibióticas, tóxicas, inibitórias, farmacológicas, entre outras

(LOPES, 2011; BRAKHAGE, 2013). São compostos que evoluíram de acordo com a

necessidade de adaptação de seus produtores, por questões fisiológicas, sociais e predatórias,

possuindo uma importante função ecológica para os fungos (O'BRIEN; WRIGHT, 2011).

Carotenoides, por exemplo, servem como proteção contra foto-oxidação; melaninas protegem

contra o estresse ambiental; enquanto flavinas agem como cofatores na catálise enzimática

(BABITHA, 2009; KALRA et al., 2020).

Os fungos filamentosos são produtores de uma enorme variedade de pigmentos e são

inúmeros os gêneros que exibem essa produção, tendo como os mais expressivos os gêneros

Monascus, Fusarium, Penicillium, Talaromyces, Aspergillus e Trichoderma. A Figura 1

ilustra alguns exemplos de fungos filamentosos produtores de pigmentos.
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Figura 1. Exemplos de fungos filamentosos produtores de pigmentos

a) Monascus purpureus, de Babitha (2009); b) Talaromyces verruculosus, de Chadni et al. (2017); c)
Penicillium purpurogenum (atualmente descrito no gênero Talaromyces), de Mapari et al. (2009); d)
Fusarium chlamydosporum, de Soumya et al (2018).

O registro mais antigo da utilização de um pigmento fúngico pertence ao gênero

Monascus, utilizado como ingrediente na preparação do arroz de mofo vermelho, conhecido

como angkak (RAO et al., 2017). São continuamente encontrados em alimentos orientais,

especialmente no Sudeste Asiático, em países como China, Philipinas, Japão, Tailândia e

Indonésia, fazendo parte da cultura alimentar dessa região (CHEN et al., 2017). Também são

utilizados substituindo sais para realçar cor e preservar carnes e embutidos

(VENDRUSCULO et al., 2014). É um gênero produtor de pigmentos amarelos, laranjas,

vermelhos e roxos e já possui mais de 50 moléculas identificadas e estudadas, existindo

muitas patentes emitidas com os pigmentos deste gênero e também estudos buscando

compreender os caminhos biossintéticos de sua produção (RAO et al., 2017; CHEN et al

2017).

Os principais pigmentos de Monascus são compostos azafilonas, moléculas da classe

dos policetídeos e os primeiros a serem identificados foram a monascina e ankaflavina, de cor

amarela; a monascorubina e rubropunctatina, de cor laranja; e os de coloração vermelha,

monascorubramina e rubropunctamina (TOLBORG et al., 2017). As condições de cultivo

como temperatura, pH, tipo de substrato, fonte de nitrogênio e agitação influenciam na

estrutura dos pigmentos a serem formados (SILBIR; GOKSUNGUR, 2019). Seus pigmentos

costumam ser estáveis em calor e em uma grande faixa de variação de pH (WANG et al.,

2017). As espécies mais expressivas quanto à produção de pigmentos desse gênero são

Monascus purpureus (HSU et al., 2011; MUKHERJEE; SINGH, 2011; SILBIR;

GOKSUNGUR, 2019) e Monascus ruber (VENDRUSCOLO et al., 2013; MEINICKE et al.,

2012).
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Vários pigmentos produzidos por Monascus spp. também exibiram atividade

antimicrobiana, antioxidante, anti-inflamatória e anticâncer (HSU et al., 2011; LIN et al.,

2011; VENDRUSCOLO et al., 2014; TAN et al., 2018), indicando o potencial desses

pigmentos fúngicos não somente como colorantes, mas também para a aplicação em fármacos

com benefícios para a saúde humana.

Em relação ao gênero Fusarium, muitas de suas espécies aparecem como produtoras

de pigmentos com diversidade de estruturas e atividades biológicas, com suas colônias

variando entre cores cremes, amarelo, marrom, vermelho, rosa e violeta. (CARO et al., 2015;

ABDEL-AZEEM et al., 2019). Os policetídeos são o grupo mais expressivo e diverso de

metabólitos secundários produzidos por este grupo, juntamente com os carotenoides

(GMOSER et al. 2017).

As naftoquinonas são o principal grupo de policetídeos e suas cores variam entre

amarelo, laranja, vermelho e marrom (DURÁN et al., 2002). Espécies como Fusarium

oxysporum (LEBEAU et al., 2018), F. acuminatum, F. crookwellens, F. culmorum, F.

pseudograminearum, F. sambucinum, F. sporotrichioides, F. tricinctum (FRANDSEN et al.,

2016) F. fujikuroi, F. proliferatum (STUDT et al., 2012; DAME et al. 2015); F. agapanthi

(EDWARDS et al., 2016); F. solani (SHAH et al. 2017), F. verticillioides e F. graminearum

(STEPIEN et al. 2018) produzem uma variedade de pigmentos que incluem as bicaverinas,

aurofusarinas e fusarubinas, as quais são as principais classes de naftoquinonas.

Anthraquinonas, outro grupo de policetídeos, também são bastante produzidas por este gênero,

sendo de coloração amarelo, laranja, vermelho e marrom (GESSLER et al. 2013), e aparecem

em espécies como F. oxysporum (NAGIA; EL-MOHAMEDY, 2007), F. aquaeductuum

(DUAN et al., 2017); F. solani (KHAN et al. 2018a), F. proliferatum (DAME et al. 2015) e F.

equiseti (FOUILLAUD et al., 2017). F. oxysporum, F. fujikuroi e F. aquaeductuum

(AVALOS et al., 2017) também são capazes de produzir carotenoides.

Muitos desses pigmentos de Fusarium spp. apresentam atividade contra bactérias,

leveduras, fungos, protozoários, insetos (LEBEAU et al., 2018) e nemátodos (ZHAN et al.,

2007; KUNDU et al. 2016). Também se destacam por apresentar citotoxicidade e

genotoxicidade contra células carcinogênicas (JAROLIM et al. 2018). Bikaverinas, por

exemplo, são pigmentos vermelhos que são potenciais compostos antitumorais (ZHAN et al.,

2007; HAIDAR et al., 2019) e também aparecem como agentes antioxidantes e anti

neurodegeração (NIRMALADEVI et al., 2014). Fusarubinas já exibiram ação contra
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Mycobacterium tuberculosis demonstrando um potencial para remédios anti-tuberculose

(SHAH et al. 2017), além de ação citotóxica contra células de câncer renal (KHAN et al.

2018a).

Fungos do gênero Aspergillus produzem uma grande variedade de pigmentos.

Espécies como Aspergillus nidulans (GONÇALVES et al., 2011), Aspergillus bridgeri

(KUMAR et al., 2011), Aspergillus niger, Aspergillus flavus, A. tamarii, A. terreus, A.

tubingensis, A. sydowii (PAL et al., 2013) e Aspergillus fumigatus (YOUNGCHIM et al.,

2004) são produtoras de melanina. A. niger também exibe produção de azafilonas (ZABALA

et al., 2012). Antocianinas, pigmentos roxos mais comumente encontrados em plantas, foram

obtidos de Aspergillus sydowii (BU et al., 2020). Aspergillus carneus, A. sclerotiorum, A.

sparsus, A. sydowii e A. terricola provenientes da floresta amazônica produziram pigmentos

que exibiram atividade antimicrobiana (TEIXEIRA et al., 2012). O fungo Aspergillus tamarii,

isolado de frutas romã, produziu pigmentos vermelhos que apresentavam atividade

antibacteriana e antifúngica (SARAVANAN et al., 2020). Aspergillus glaucus já foi reportado

como produtor de anthraquinonas com capacidade antibacteriana e citotóxica contra células

de linhas cancerígenas (FOUILLAID et al., 2017). Também há registro de um pigmento

amarelo identificado como anishidiol produzido por Aspergillus nishimurae que possui

capacidade antifúngica (HOSOE et al., 2010).

O gênero Penicillium se destaca na produção de pigmentos por conter o pigmento

vermelho comercializado Arpink RedTM, produzido por Penicillium oxalicum e da classe das

anthraquinonas (DUFOSSÉ, 2018). Espécies como Penicillium Mallochii (BOUHRI et al.,

2019), Penicillium miczynskii (HEO et al., 2018), Penicillium aculeatum

(KRISHNAMURTHY et al., 2018), P. marneffei (WOO et al., 2014), P. verruculosum

(SHAH et al., 2014), P. purpurogenum (JIN et al., 2018) e P. minioluteum (ZAHAN et al.,

2020) são produtoras de pigmentos laranjas e vermelhos. Penicillium sclerotiorum 2AV2

isolado de solo amazônico produziu um pigmento amarelo-alaranjado que foi identificado

como esclerotiorina, uma azafilona. (CELESTINO et al. 2014). Penicillium mallochi também

aparece como produtor de esclerotina, possuindo atividade antioxidante e anti bactérias (DOS

SANTOS et al., 2019). Outro isolado de P. mallochi apresentou pigmentos com propriedades

antioxidantes, antimicrobianas e anti biofilmes (AYYOLATH et al., 2020). Penicillium

chrysogenum também produz um pigmento amarelo, identificado como chrysogine

(VIGGIANO et al., 2017). Pigmento de coloração rosa amarelada foi extraído de Penicillium
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europium e identificado como uma molécula benzoquinona (KHAN et al., 2021). Em Atalla e

colaboradores (2011), várias espécies de Penicillium são relatadas como produtoras de

pigmentos marrons.

Em Talaromyces spp., há um predomínio da produção de pigmentos nas cores laranja

e vermelho e as moléculas isoladas costumam ser azafilonas e pigmentos semelhantes aos de

Monascus spp (MORALES-OYERVIDES et al., 2020). Espécies como Talaromyces ruber

(YILMAZ et al., 2012), Talaromyces verruculosus (CHADNI et al., 2017), Talaromyces

australis (HERNÁNDEZ et al., 2019) e Talaromyces albobiverticillius

(VENKATACHALAM et al., 2018), um fungo de ambiente marinho, produzem pigmentos

vermelhos e laranja-amarelado. Talaromyces atroroseus produz pigmentos vermelhos em

grande quantidade, identificados como atrorosinas, e não produz micotoxinas (FRISVAD et

al.,2013; ISBRANDT et al., 2020). Talaromyces amestolkiae, proveniente da Amazônia,

também é relatado como produtor de pigmento vermelho, o qual apresentou atividade

antibacteriana, e sem produção de compostos tóxicos (ZACCARIM et al., 2019). O pigmento

vermelhos obtido de Talaromyces purpureogenus por Keekan e colaboradores (2019) possuía

atividade antioxidante promissora, e o de Pandit e colaboradores (2018) além de antioxidante

também se mostrou ser contra bactérias. A ausência de compostos tóxicos e a bioatividade

desses pigmentos produzidos pelas espécies citadas do gênero Talaromyces os torna atraentes

para aplicações alimentícias e farmacêuticas.

Fungos produtores de pigmentos pertencentes a outros gêneros também são relatados.

Um exemplo é o Blakeslea trispora, produtor de licopenos (WANG et al., 2012) e β-

Carotenos (YAN et al., 2013). Há o Trichoderma harzianum, produtor de emodin, um

composto da família das antraquinonas de coloração amarela (LIN et al., 2012). Do gênero

Trichoderma, outras espécies aparecem como produtoras de pigmentos amarelos e laranja-

avermelhados, como Trichoderma aureoviride, T. polysporum, T. viride (CARO et al., 2015)

e T. reesei (DERNTL et al., 2016). De Trypethelium eluteriae foram isolados pigmentos

amarelo e violeta escuro avermelhado, identificados como pertencentes à classe das

naftoquinonas (BASNET et al., 2019). O fungo Gonatophragmium triuniae isolado da planta

Maytenus rothiana produz pigmento laranja com atividade antioxidante e antibacteriana

(LAGASHETTI et al., 2022). Outros exemplos são Scytalidium cuboideum, que produz

pigmento vermelho, e Chlorociboria aeruginosa, fungo com pigmentação azul-esverdeada

(GUTIERREZ et al., 2021).
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Considerando os variáveis tipos de pigmentos produzidos pelos fungos filamentosos, a

Figura 2 representa as estruturas químicas de alguns dos principais pigmentos relatados:

Figura 2 - Exemplo das estruturas químicas de alguns pigmentos produzidos por fungos
filamentosos

A figura foi adaptada de Lagashetti et al. (2019).

Uma forma de aumentar as possibilidades de se obter e utilizar pigmentos fúngicos é

através da otimização da produção por estes organismos. A otimização pode ser feita através

da manipulação do cultivo dos micro-organismos e dos processos de fermentação ou então

por manipulação genética. A manipulação das condições de cultivo e fermentação envolve

variação nos tipos, fontes e concentrações de nutrientes, como carbono e nitrogênio,

alterações de pH, temperatura, agitação, oxigênio dissolvido, luz incidente e co-fatores como

íons e sais presentes (OGBONNA, 2016; GMOSER et al., 2017). Assim, estará sendo

alterado fatores que irão influenciar no metabolismo dos organismos de forma que produzam

pigmentos em maior quantidade e/ou variedade.
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Muitos trabalhos buscam então definir quais são os parâmetros ideais para a maior

obtenção dos pigmentos de interesse. Em Suwannarach e colaboradores (2019), por exemplo,

definiu-se a melhor fonte de carbono, de nitrogênio, melhor pH, temperatura e agitação na

obtenção de pigmento pelo fungo Nigrospora aurantiaca. Penicillium murcianum teve sua

maior produção de pigmentos amarelos em meio alcalino, enquanto Talaromyces australis

teve melhores resultados em pH ácido e ambos se beneficiaram da adição de NaCl ao meio

(HERNÁNDEZ et al., 2019). No caso de Monascus spp., a alteração das condições do meio

influenciam no tipo de pigmento a ser produzido, como, por exemplo, possuindo coloração

amarela em pH ácido e vermelha em pH mais básico (AGBOYIBOR et al., 2018).

Com relação à manipulação genética, é necessário ter o conhecimento das vias

biossintéticas e os genes responsáveis pela produção de pigmentos e, assim, trabalhar nesses

caminhos com a intenção de intensificar a produção pelo fungo. Alguns exemplos a serem

citados incluem a utilização de engenharia genética para induzir a maior produção de

carotenoides em geral (HEIDER et al., 2014), de aurofusarins em Fusarium graminearum

(WESTPHAL et al., 2018) e dos pigmentos de Monascus pilosus (LEE et al., 2013).

A otimização também permite contornar empecilhos que podem ocorrer na obtenção e

aplicação de pigmentos por fungos filamentosos, como a produção de micotoxinas. As

micotoxinas são produzidas como parte do metabolismo secundário de vários fungos, como,

por exemplo, em espécies de Fusarium (CAMBAZA, 2018) e a citrinina, produzida por

espécies de Monascus, Penicillium, entre outros (VENDRUSCOLO et al., 2016). Através dos

procedimentos de otimização, a produção dessas micotoxinas pode ser diminuída ou inibida

(JIA et al., 2010; HAJJAJ et al, 2012; HUANG et al., 2019; GU et al., 2021). Isso é feito

alterando as condições de cultivo de maneira que a produção de micotoxinas seja afetada, ou

então trabalhar de modo que os genes responsáveis pela expressão desses compostos sejam

modificados ou anulados, através de técnicas de manipulação genética, criando mutantes que

não irão produzí-los. Tornando, assim, as biomoléculas desses fungos mais atrativas e com

maiores possibilidades de aplicações.

Alguns dos pigmentos fúngicos que já estão disponíveis no mercado, especialmente

para o uso alimentício, são: riboflavinas, uma pigmentação amarela, de Ashbya gossypi e

Eremothecium ashbyii; os pigmentos de Monascus (M. purpureus e M. ruber), Natural

Red™de Penicillium oxalicum; e licopeno e β-caroteno de Blakeslea trisporai (BABITHA,

2009; DUFOSSE,2018).
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Além de aplicações nas indústrias alimentícia e farmacêutica, também há procura para

a utilização de pigmentos fúngicos em aplicações têxtils e tingimento de outros materiais.

Pigmentos de coloração amarela de espécies de Penicillium, coloração rosa de Isaria spp. e

pigmentos vermelhos de espécies de Fusarium, Emericella (VELMURUGAN et al., 2010) e

de Monascus purpureus (FUCK et al., 2018) obtiveram êxito no tingimento de couro.

Pigmentos de Talaromyces verruculosus foram eficientes no tingimento de tecido de algodão

(CHADNI et al., 2017); pigmentos de Talaromyces australis e Penicillium murcianum se

mostraram com grande potencial para o tingimento de lã (HERNANDÉZ et al., 2018;

HERNANDÉZ et al., 2019), enquanto o pigmento amarelo de Metarhizium anisopliae se

mostrou eficiente no tingimento de lã e seda (YAN et al., 2019). Espécies de Trichoderma e

Aspergillus também podem ser utilizadas para aplicações têxteis (AISHWARYA, 2014).

Pigmentos fúngicos também se provaram potenciais colorantes para madeiras (ROBINSON et

al., 2012; LIU et al., 2020; AGURTO et al., 2020).

Os pigmentos fúngicos além de serem biodegradáveis, podem não possuir citotoxidade,

não sendo tóxico, por exemplo, em contato a pele humana (VENIL et al., 2020). Ademais,

podem trazer benefícios extras como proteção à raios UV (NAMBELA et al., 2020) e

atividade antimicrobiana (GUPTA et al., 2013; POORNIAMMAL et al., 2013), mostrando-se

substitutos promissores aos corantes sintéticos.

2.2. Produção de pigmentos por fungos filamentosos antárticos

Na procura por metabólitos de interesse biotecnológico produzidos por micro-

organismos, há uma crescente busca por organismos de ambientes extremos e nichos

ecológicos pouco explorados, por esses estarem sujeitos às características únicas do seu

habitat, podendo produzir substâncias únicas e diferenciadas (DUFOSSE et al., 2014; TIAN

et al., 2017). Um desses ambientes é a Antártica.

A Antártica é localizada no extremo sul do globo terrestre, com 14 milhões de km2 de

extensão, sendo considerada o continente mais frio (com temperaturas médias abaixo de 0 ºC)

e mais seco do planeta (CIRM). É constituída pela Antártica continental, com ambientes de

gelo, desertos polares e pradarias, e a Antártica Marítima, constituída pelas ilhas e

arquipélagos (CONVEY et al., 2014). Possui uma variedade de ambientes marinhos e

terrestres, com paisagens de gelo, neve e áreas de solo e os organismos que ali habitam

envolvem algumas espécies de animais, musgos, algas e micro-organismos (ROSA, 2019).
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As comunidades microbianas antárticas são temas de grande interesse por estarem

suscetíveis a longos períodos de isolamento e a baixos níveis de perturbação, o que pode

implicar em micro-organismos únicos daquela região, tornando este um ambiente propício

para estudos em taxonomia, diversidade, evolução e biotecnologia (VINCENT, 2000;

MENEZES et al., 2017). Essas comunidades estão sujeitas às condições ambientais da

Artártica, as quais envolvem grandes variações de temperatura, salinidade, escassez de

nutrientes, desidratação, mudanças climáticas acentuadas, ventos fortes, alta incidência de

radiação ultravioleta alternada com longos períodos de ausência de luz, além dos ciclos de

congelamento e degelo (CLARKE,2003; PIKUTA et al., 2007; ROSA, 2019). Para sobreviver

a essas áreas remotas, então, é necessário que esses organismos apresentem adaptações

bioquímicas e fisiológicas, que, geralmente, surgem a partir de modificações genéticas e de

vias metabólicas diferenciadas, as quais aumentam as chances de serem encontrados

metabólitos exclusivos (TIAN et al. 2017).

Os pigmentos se incluem entre esses metabólitos exclusivos produzidos pelos

organismos para auxiliar em sua sobrevivência. Um dos problemas que podem enfrentar é a

exposição à alta incidência de radiação ultravioleta, e esta desencadeia a formação de espécies

reativas de oxigênio (ROS), podendo levar as células dos organismos a um estresse oxidativo,

que pode alterar o metabolismo desses organismos e causar danos ao seu DNA, lipídeos e

proteínas (LLANTEN et al., 2012). Uma forma de proteção contra a radiação UV é através da

produção de melanina, a qual também protege contra dessecação, radiação ionizante, agentes

oxidantes, condições de estresse em geral e também podem possuir papel na patogênese dos

micro-organismos (HASSAN et al., 2016; PACELLI et. al 2017; DUARTE et al., 2019). É

possível citar alguns fungos filamentosos da Antártica que possuem sua cepa melanizada,

como a espécie endêmica Friedmanniomyces endolithicus, que vive em rochas sob constante

seca e é tolerante a raios gama (PACELLI et al., 2018). Outras espécies como Alternaria

alternat, Stachybotrys chartarum, Ulocladium consortiale (HASSAN et al., 2016),

Cryomyces antarcticus (PACELLI et al., 2017) e Cryomyces minteri (ONOFRI et al., 2018)

também são altamente melanizadas e adaptadas às condições extremas em que habitam.

Além da melanina, também há outros registros como a da produção de carotenoides,

outro composto fotoprotetor e que auxilia na tolerância ao frio (DUARTE et al, 2019). O

fungo Thelebolus microsporus aparece como produtor de carotenoides, sendo β-caroteno o

composto predominante (SINGH et al, 2014), e também o fungo Arthrobotrys ferox, cujos
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pigmentos carotenoides servem para sua proteção contra radiação UV-B (ARCANGELI,

CANNISTRARO et al., 2000).

Outro exemplo de fungo antártico produtor de pigmentos é a espécie endêmica

Antarctomyces pellizariae, isolada de neve, psicrofílica e de coloração azul devido a sua

pigmentação intracelular (MENEZES et al., 2017). Também é possível citar o fungo

Geomyces sp.WNF-15A descrito por Wang e colaboradores (2013), secretor de uma

pigmentação vermelho-púrpura solúvel em água com capacidade antioxidante e estabilidade

frente a ácidos, íons metálicos e aditivos alimentares superiores a pigmentos de Monascus spp.

e cochonilha (WANG et al., 2013; JIN et al., 2014; JIE et al. 2017). A principal substância

obtida do pigmento vermelho apresenta similaridade molecular aos pigmentos de Monascus

spp. e foi patenteada como “geomycamine”, podendo ter aplicação como aditivo alimentar

(WANG et al., 2015; HUANG et al., 2020).

Com o crescente interesse por compostos bioativos obtidos de micro-organismos do

ambiente antártico, os pigmentos produzidos pelos seus fungos filamentosos se tornam uma

opção promissora para aplicações em processos biotecnológicos, sendo merecedora de maior

atenção e mais estudos.

2.3. Gênero Pseudogymnoascus

O fungo a ser estudado neste trabalho pertence ao gênero Pseudogymnoascus. Esse

gênero pertence à família Pseudeurotiaceae, ordem Thelebolales e classe Leotiomycetes

(VILLANUEVA et al. 2021). Foi designado por Raillo (1929) para acomodar as espécies P.

roseus e P. vinaceus. Por muito tempo, poucas espécies foram descritas pertencentes a este

gênero, até ocorrer uma reorganização filogenética e algumas espécies consideradas como

sendo do gênero Geomyces passarem a ser reconhecidas como pertencentes a

Pseudogymnoascus (MINNIS e LINDNER, 2013).

Essa reorganização foi decorrente do crescente interesse em estudar o fungo

Pseudogymnoascus destructans (antigo Geomyces destructans), descoberto como causador da

doença do nariz-branco (do inglês, white-nose syndrome ou WNS), condição que estava

elevando a taxa de mortalidade de morcegos na América do Norte (MINNIS e LINDNER,

2013), sendo uma espécie representativa importante deste gênero.

As espécies do gênero Pseudogymnoascus são comumente encontradas nas maiores

latitudes do globo terrestre, estando presentes em ambientes polares e de clima temperado

(LORCH et al., 2013; GARZOLI et al., 2019; ROBICHEAU et al., 2019; GUPTA et al., 2020;
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ZHANG et al., 2021). São, geralmente, psicrófilas, assim conseguem sobreviver nesses

ecossistemas de baixas temperaturas (entre 4-15º C) e também com poucos nutrientes

(HAYES, 2012; OGAKI et al., 2020). Também podem ser tolerantes a altas salinidades e

serem capazes de degradar queratina e celulose (HAYES, 2012; LEUSHKIN et al., 2015).

Na Antártica, as espécies desse gênero costumam ser uma das mais reportadas, estando

extremamente adaptadas a este ambiente. Estão presentes em abundância isoladas de solo

(ARENZ; BLANCHETTE, 2011; GOMES et al., 2018; ROSA et al., 2020), de solo de recuo

de geleira (DOS SANTOS et al., 2020), associadas a líquens (SANTIAGO et al., 2015),

musgos (TOSI et al., 2002, CARVALHO et al., 2020), em permafrost (DA SILVA et al.,

2020), associadas a macroalgas endêmicas (FURBINO et al., 2014), invertebrados marinhos

(GODINHO et al., 2019), isoladas de lagos (GONÇALVES et al., 2012) e de sedimentos

marinhos (WENTZEL et al., 2018; OGAKI et al., 2020). Considerando a ampla distribuição e

alta presença desse gênero, este pode desempenhar papel importante na decomposição e

ciclagem de nutrientes do ambiente antártico (ARENZ et al., 2006).

No trabalho de Villanueva e colaboradores (2021), as primeiras quatro espécies

antárticas do gênero Pseudogymnoascus foram descritas. Esses fungos foram isolados de

esponjas marinhas de diferentes gêneros. As espécies propostas são Pseudogymnoascus

antarcticus Vaca & R. Chávez, sp. nov.; Pseudogymnoascus australis Vaca & R. Chávez, sp.

nov.; Pseudogymnoascus griseus Vaca & R. Chávez, sp. nov. e Pseudogymnoascus

lanuginosus Vaca & R. Chávez sp. nov. Tanto P. antarticus quanto P. lanuginosus

liberaram pigmentos solúveis nas cores amarela e marrom, respectivamente, quando

cultivadas em meio Sabouraud agar. O trabalho também marca a primeira descrição de

espécies desse gênero provenientes do hemisfério Sul do planeta (VILLANUEVA et al. 2021).

Em relação a produção de pigmentos pelos fungos desse gênero, os trabalhos são um

pouco escassos. Um bom exemplo de estudo nessa área é o trabalho de Fujita e colaboradores

(2021). Isolado de amostra de solo de Tóquio, no Japão, foi descoberto o fungo

Pseudogymnoascus sp. PF1464, produtor de um pigmento vermelho. Esse pigmento foi

purificado e fracionado através de cromatografia e HPLC, sendo identificado como amphiol e

teve sua estrutura determinada através de RMN de 1H. O amphiol não apresentou ação

antibacteriana, porém teve ação contra fungos patogênicos, consistindo em um pigmento com

potencial antifúngico (FUJITA et al., 2021). Entretanto, praticamente não há trabalhos que

sejam focados na produção de pigmentos por Pseudogymnoascus spp. isolados da Antártica.
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O presente trabalho, portanto, pretende auxiliar em diminuir a defasagem nessa linha de

estudos.

3. OBJETIVOS

3.1. Objetivos gerais

Este trabalho buscou otimizar a produção, purificar e identificar os pigmentos

vermelhos extracelulares produzidos pelo fungo filamentoso Pseudogymnoascus sp 6DC415-I

isolado de sedimento marinho da Antártica.

3.2. Objetivos específicos

- Avaliar a influência da temperatura e do pH do meio de cultura na produção de

pigmentos pelo fungo Pseudogymnoascus sp 6DC415-I, através do cultivo em meio líquido;

- Produzir e extrair pigmentos do fungo Pseudogymnoascus sp 6DC415-I através do

cultivo em meio sólido;

- Purificar o extrato obtido da extração em coluna cromatográfica, para obter frações

puras dos pigmentos;

- Identificar os pigmentos obtidos pelas frações através das técnicas de: UV, RMN de
1H e 13C;

- Avaliar se o extrato e as frações obtidas possuem compostos bioativos, verificando se

apresentam atividade antibacteriana e antioxidante.

4. MATERIAL E MÉTODOS

4.1. Origem do fungo antártico

O fungo alvo deste estudo é proveniente de sedimentos marinhos coletados pela Profa.

Lara Durães Sette durante a fase IV da OPERANTAR XXXIII (Janeiro de 2015), no âmbito

do projeto PROANTAR/CNPq intitulado "A vida microbiana na criosfera antártica: mudanças

climáticas e bioprospecção - MICROSFERA" sob a coordenação da Profa. Vivian Pellizari

(IO/USP). Os sedimentos foram coletados no Refúgio 2 na zona entre marés, nas coordenadas

62° 04.341′ S 58° 25.233′ W, localizado na região da Baía do Almirantado (Ilha Rei George,

Ilhas Shetlands do Sul, Antártica Marítima). As amostras foram coletadas superficialmente (5

cm de profundidade), com a utilização de uma draga Van Venn e apresentavam temperatura
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de 2,4 ºC (WENTZEL et al., 2019). O sedimento foi classificado como franco arenoso

(composição de 57,50% areia, 27,50% sílica e 15% argila), tendo pH de 6.89, com presença

de alumínio e ferro (WENTZEL et al., 2019). A Figura 3 traz o mapa da região em que o

fungo foi isolado.

Figura 3 - Mapa da Ilha de Rei George, localizada ao norte do continente Antártico (voltado

para a América do Sul). No destaque, uma aproximação do local de coleta do fungo

Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I, com a marcação em vermelho das coordenadas exatas.

O micro-organismo faz parte do acervo de fungos da coleção de pesquisa da Central

de Recursos Microbianos da UNESP (CRM-UNESP), onde se encontra preservado por meio

de ultracongelamento a -80°C e identificado pelo código 6DC415-I. Para a identificação do

micro-organismo, foi realizada taxonomia molecular através da região ITS do DNA

ribossomal e a sequência obtida foi comparada com as bases de dados no GenBank,

identificando o fungo como pertencente ao gênero Pseudogymnoascus. Todo o procedimento

e também uma árvore filogenética com esse isolado pode ser verificada na dissertação de

Inforsato (2017). O código da sequência desse fungo depositada no GenBank é MH128283.

4.2. Avaliação da influência do pH e temperatura na produção de pigmentos

Afim de verificar a influência da temperatura e do pH na produção de pigmentos pelo

fungo, foi utilizado o cultivo em meio líquido em difentes pHs e temperaturas. Do fungo
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cultivado em meio sólido, foram retirados pedaços de meio de cultura com micélio de

aproximadamente 5mm x 5 mm de área e transferidos para Erlenmeyers de 250 mL contendo

150 mL de caldo malte 2% (20 g/L de extrato de malte). Foram transferidos dois plugs de

meio de cultura para cada Erlenmeyer. O pH inicial do meio de cultura foi ajustado sob

agitação constante, utilizando um agitador magnético, com soluções de HCl e NaOH 1.0 M

para os valores de 3, 5, 7 e 9, sendo o pH 5 o valor inicial do meio de extrato de malte. Foi

utilizado um pHmetro de bancada DM-22 Digicrom para as aferições. Dois experimentos

foram conduzidos, um primeiro mantendo os frascos em incubadora de rotação orbital por 20

dias a 15 ºC e 150 rpm e o segundo pelo mesmo período e agitação, porém a 25 ºC. Cada

tratamento foi realizado em seis repetições.

Depois do período de incubação, a biomassa seca foi quantificada através da filtragem

do meio de cultivo com papel qualitativo. Os papéis de filtro foram previamente secos em

estufa a 105 ºC por 24 horas e quantificados em balança analítica. Após este procedimento, o

cultivo foi filtrado com auxílio de uma bomba à vácuo, a biomassa foi transferida para estufa

a 105 ºC por 24 horas e, posteriormente, quantificada em balança analítica. Previamente ao

processo de filtragem, os cultivos foram centrifugados a 7000 rpm a 8 ºC por 12 minutos.

Do meio de cultura filtrado, foram coletadas amostras do extrato para avaliação da

produção dos pigmentos através de espectrometria com detector UV-Vis Biochrom 5504 v 1.0

4. A quantificação foi realizada a partir da leitura de absorbância das amostras a 500 nm, que

é o comprimento de onda de máxima absorção para pigmentos vermelhos (MÉNDEZ et al.,

2011; SOUMYA et al., 2018).

As repetições com resultados de produção de pigmentos visualmente ruins foram

desconsideradas nas análises estatísticas, sendo analisadas apenas triplicatas de cada

tratamento. Foi realizado os testes ANOVA e Tukey através do software BioEstat 5.0.

4.3. Produção e extração dos pigmentos naturais em meio sólido

O meio de cultura e solvente ideais para os procedimentos de produção e extração

foram estabelecidos previamente no Trabalho de Conclusão de Curso de autoria própria. Nele,

testou-se a produção de pigmentos pelo fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I nos meios de

cultura sólido Batata-Dextrose Ágar (BDA - 39 g/L e 15 g/L de ágar), Ágar Malte 2% (MA

2%, 20 g/L de extrato de malte e 15 g/L de ágar) e Czapek (34 g/L e 15 g/L de ágar). O

melhor resultado foi obtido no meio MA 2%. Para extrair os pigmentos do meio de cultura,
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testou-se os solventes água destilada (H2O), metanol (CH3OH), acetona (CH3(CO)CH3),

acetonitrila (CH₃CN), etanol (CH3CH2OH) e acetato de etila (C4H8O2) e a acetona

apresentou o melhor resultado. Como forma de facilitar o processo de purificação dos

pigmentos obtidos, testou-se o cultivo do fungo em meio Ágar Malte 1% (MA 1%, 10 g/L de

extrato de malte e 15 g/L de ágar) e, como o crescimento e a produção de pigmentos foi

semelhante em meio MA 2%, o meio 1% foi preferido.

O fungo encontrava-se preservado pelo método de Castellani (CASTELLANI, 1939)

em acervo pessoal no nosso laboratório e foi reativado em placas de Petri de 90 x 15 mm

contendo meio MA 1% e mantido em B.O.D à 15ºC pelo período de 5 a 7 dias, até ter um

crescimento razoável. Em seguida, para obter os pigmentos a serem extraídos, o fungo

reativado foi repicado em novas placas com o mesmo meio (MA 1%) e mantido em B.O.D à

15ºC pelo período de 15 a 20 dias, para a produção de pigmentos no meio de cultura.

Para realizar a extração dos pigmentos, os micélios foram retirados do ágar por

raspagem e descartados, enquanto os meios de cultivo com a coloração foram cortados em

fragmentos menores e transferidos para Erlenmeyers com 150 mL de acetona. Os fragmentos

de meio de cultura foram mantidos em imersão no solvente por um dia nos Erlenmeyers, que

ficaram armazenados na geladeira. Em seguida, o sobrenadante do extrato obtido foi filtrado

com papel de filtro e descartado. O solvente foi evaporado, inicialmente, em evaporador

rotativo e secado por completo em concentrador de amostra. Os extratos secos obtidos foram

reservados em microtubos, onde tiveram sua massa determinada em balança analítica e foram

mantidos ao abrigo da luz e em geladeira à 10 ºC. Os procedimentos para obtenção dos

pigmentos em meio sólido podem ser observados na Figura 4.
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Figura 4 - Extração dos pigmentos do meio sólido Ágar Malte 1% após 20 dias de incubação

à 15 ºC.

a) Após a raspagem de micélio; b) corte do meio em fragmentos menores; c) extrato obtido em

acetona e d) extrato obtido após secagem. Fonte: A autora.

4.4. Fracionamento do extrato

Cromatografia em camada delgada (CCD) de sílica gel 60 (0,20 mm) foi aplicada para

determinar a melhor opção de fase estacionária e fase móvel na purificação dos pigmentos

produzidos. Foram avaliados os solventes: acetato de etila (C4H8O2), acetato de etila e hexano

(CH3(CH2)4CH3) na proporção de 1:1 e metanol (CH3OH). As placas de CCD foram avaliadas

sob luz ultravioleta a 254 nm e com ajuda do revelador p-anisaldeído. Além disso, a CCD foi

utilizada para o acompanhamento da coluna.

Para a separação em coluna foi utilizada sílica gel de fase reversa C18, poro de 90 Å,

como fase estacionária e a fase móvel consistiu em um gradiente utilizando como solvente

metanol em água a 20, 50, 90 e 100%. A troca de fase móvel ocorreu conforme os pigmentos

eram eluídos da coluna. As frações foram coletadas em tubos de vidro de 10 a 20 mL. Em

seguida, a coluna foi eluída com acetonitrila. As frações obtidas foram analisadas em CCD

com metanol como eluente e concentradas por pressão de ar e através de liofilizador. Essas

frações foram mantidas em microtubos e tiveram suas massas determinadas.

4.5. Identificação dos pigmentos

4.5.1. Análise de Ressonância Magnética Nuclear de Hidrogênio (RMN de 1H)

As amostras foram enviadas para análises no Laboratório de Ressonância Magnética

Nuclear do Departamento de Química da Faculdade de Filosofia, Ciências e Letras de

Ribeirão Preto (FFCLRP USP). A amostra foi preparada em tubos de RMN de 5 mm e

a) b) c) d)
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submetida à experimentos envolvendo 1H RMN no espectrômetro de RMN Bruker Advance

DRX 400 e foi utilizado água deuterada (D2O) como solvente para as análises.

4.5.2. Análise de infravermelho com transformação de Fourier (FT-IR)

A análise de infravermelho com transformação de Fourier (FT-IR) foi realizada

utilizando o equipamento modelo IR Prestige-21 da marca Shimadzu. As amostras foram

pastilhadas em KBr e analisadas por transmitância (%) com uma resolução de 4 cm-1, em uma

faixa de comprimento de onda de 4000-400 cm-1 e 64 scans.

4.6. Avaliação in vitro da bioatividade dos pigmentos extraídos

4.6.1. Atividade antibacteriana

A atividade antibacteriana dos pigmentos extraídos foi avaliada utilizando as seguintes

bactérias: dois isolados fitopagênicos do gênero Xanthomonas, um sendo Xanthomonas citri

subsp. citri (X. citri) linhagem selvagem 306, cedido pelo Prof. Dr. Henrique Ferreira da

Unesp de Rio claro, e o outro X. axonopodis pv. passiflorae (isolado LM4a), isolada de

maracujá azedo em Limeira – SP, cedido pela Prof.ª Drª Maria Lúcia Carneiro Vieira da

ESALQ/USP. Também foram testadas as bactérias de interesse clínico Escherichia coli

(ATCC 25922), Staphylococcus aureus (ATCC 25923) e Bacillus subtilis (ATCC 6633),

cedidas pelo Prof. Dr. Henrique Ferreira da Unesp de Rio claro.

Para determinar a atividade antibacteriana, utilizou-se o método de microdiluição em

caldo para avaliar a capacidade de inibição de crescimento dos isolados bacterianos pelo

extrato bruto e pelas duas frações purificadas (obtidas do fungo Pseudogymnoascus sp.

6DC415-I) e, assim, identificar a Concentração Inibitória Mínima (MIC) desses compostos. A

quantificação do crescimento bacteriano dos inóculos foi realizada pela medição da densidade

óptica a 600 nm (D.O600). O bioensaio foi conduzido através de uma adaptação dos protocolos

de Silva et al. (2013) e La Fuente et al. (2006).

Os testes foram realizados em microplacas de 96 poços (12,5 x 8,5 cm) e a

configuração utilizada pode ser vista na Figura 5:
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Figura 5 - Esquema de uma microplaca de 96 poços utilizada para o teste de atividade

antibacteriana.

A placa contém meio de cultura, o extrato bruto (E), as frações (F1 e F2), o controle positivo
(CP), controle negativo (CN) e controle veicular (CV).

Para a montagem da microplaca, 90 µL de meio de cultivo foi adicionado em todos os

poços da coluna 1, 3, 6-9 e 12. Nas colunas 2, 4 e 5 também foi adicionado 90 µL de meio,

exceto no primeiro poço de cada uma (fileira A). Para preparar as amostras, o extrato bruto e

as frações foram solubilizados em água destilada na concentração de 5 mg/mL e, em seguida,

foram feitas soluções com meio de cultivo nas seguintes concentrações: 3 mg/mL para o

extrato bruto e 0,5 mg/mL para as frações. Foram adicionados 200 µL dessas soluções das

amostras na microplaca no primeiro poço (linha A) das colunas 2 (solução do extrato), 4

(solução da fração 1) e 5 (solução da fração 2). Pipetou-se 100 µL da linha A dessas colunas

para o poço seguinte (linha B) e assim sucessivamente, realizando-se uma diluição seriada das

amostras. Ao fim da diluição, as concentrações para o extrato ficaram: linha A- 3 mg/mL; B-

1,5 mg/mL; C- 0,75 mg/mL; D- 0,375 mg/mL; E- 0,1875 mg/mL; F- 0,09375 mg/mL; G-

0,046875 mg/mL; H- 0,0234375 mg/mL. Para as frações, foram preparadas soluções mais

diluídas com as seguintes concentrações: linha A- 0,5 mg/mL; B- 0,25 mg/mL ; C- 0,125

mg/mL ; D- 0,0625 mg/mL; E- 0,03125 mg/mL; F- 0,015625 mg/mL; G- 0,0078125 mg/mL;

H- 0,00390625 mg/mL.
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O controle veicular (CV - poços das linhas E, F, G e H da coluna 10) foi feito apenas

adicionando-se 90 µL de meio de cultivo, já que o solvente utilizado para as soluções das

amostras foi apenas água destilada. O controle positivo (CP - poços das linhas A, B, C e D da

coluna 10) foi feito com a adição de 100 µL da solução do antibiótico referente à cada

bactéria (informações no Quadro 2). O controle negativo (CN - coluna 11) foi feito

adicionando-se 90 µL do meio de cultivo mais 10 µL do inóculo das bactérias.

Quadro 2 - Informações referentes ao procedimento de cada bactéria utilizada nos testes de

atividade antibacteriana.

Bactéria Meio* D.O600 Diluição Antibiótico

Tempo de
incubação

da
microplaca

Temperatura
de incubação

Xanthomonas
spp. NYG 0,8 1:10 Canamicina

(20 µg/mL) 16h 29 ºC

Bacillus subtillis LB 0,4 1:10 Canamicina
(20 µg/mL) 16h 30 ºC

Staphylococcus
aureus TSA/B 0,2 1:10 Vancomicina

(2 µg/mL) 16h 37 ºC

Escherichia coli TSA/B 0,2 1:100 Ampicilina
(20 µg/mL) 8h 37 ºC

*O meio NYG consiste em 3 g/L de extrato de levedura, 5 g/L de peptona bacteriológica e 20

mL/L de glicerol. O meio LB é composto por 5 g/L de extrato de levedura, 10 g/L de triptona e 10 g/L

de cloreto de sódio. O meio TSA consiste em 30 g/L de tripticaseína de soja. Para solidificar esses

meios foi adicionado 15 g de ágar por litro de água destilada.

As bactérias estavam mantidas sob preservação em ultrafreezer à -80 ºC e foram

reativadas em placas de Petri com meio sólido específico para cada uma (Quadro 2). As

placas com Xanthomonas spp. foram incubadas em estufa B.O.D à 29 ºC por dois dias,

enquanto as outras bactérias foram mantidas em temperatura ambiente, também por dois dias.

À partir das placas, foram feitos inóculos das bactérias em frascos coletores com 10 a 20 mL

de seus respectivos meios líquidos. Os inóculos foram mantidos sob agitação em incubadora

SHAKER a 150 rpm sob temperatura de 29 ºC para as Xanthomonas, 30 ºC para B. subtilis e

37 ºC para E. coli e S. aureus.

Os inóculos permaneceram incubados até atingirem a O.D600 desejada e diluídas em

seu respectivos meios (Quadro 2). Em seguida, foram adicionados 10 µL aos poços da

microplaca, de forma que a concentração de células em cada poço fosse de 105UFC. As
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microplacas então foram fechadas e incubadas na B.O.D pelo tempo e temperatura indicados

no Quadro 2.

Ao fim do tempo de incubação, foi medida a densidade óptica das microplacas a 600

nm em um espectrômetro Biotek Synergy H1MFD. Com os valores obtidos pela leitura foi

definida a porcentagem de inibição de crescimento bacteriano pela seguinte fórmula:

100
  

)   (% x
negativoControleMédia

AmostranegativoControleMédiaI 






 


Em que: I% é a porcentagem de inibição de crescimento; Média controle negativo é o

valor médio da leitura do controle negativo; e Amostra é a leitura para cada concentração das

amostras (extrato, fração 1 e 2). Foi feita uma microplaca sem adição do inóculo bacteriano

como valor em branco, o qual foi subtraído de cada leitura.

Foi obtido a porcentagem de inibição de crescimento média dos testes, os quais foram

realizados em triplicata, para cada amostra referente às bactérias testadas. Buscou-se um

resultado que estivesse entre 50 a 90% de inibição.

4.6.2. Atividade antioxidante

A atividade antioxidante dos pigmentos obtidos foi avaliada através do método de

captura do radical DPPH•. O DPPH (2,2-difenil-1-picril-hidrazil) é uma molécula

caracterizada por ser um radical livre orgânico e estável, o qual pode ser neutralizado ou

eliminado recebendo elétrons ou hidrogênio de algum composto que tenha capacidade

antioxidante (OLIVEIRA, 2015). A reação de captura do radical DPPH• modifica a coloração

da solução do teste, do seu original violeta para violeta mais claro, até uma tonalidade

amarelo claro, dependendo do quanto de radical for capturado (OLIVEIRA, 2015). Essa

modificação da cor pode ser medida em espectrofotômetro UV-vis em comprimento de onda

entre 515-517 nm, permitindo quantificar o quanto de DPPH• foi inibido e, assim, definir a

capacidade antioxidade da amostra testada (OLIVEIRA, 2015).

O ensaio para a avaliação da atividade antioxidante realizado neste estudo seguiu os

protocolos de Rufino et al. (2007) e Tavares et al. (2018), com modificações. Inicialmente, foi

feita uma solução de DPPH a 0,06 mM diluindo 2,4 mg do reagente em 100 mL de metanol.

As amostras (o extrato bruto e as duas frações purificadas obtidas do fungo

Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I), foram diluídas em metanol nas concentrações de 500

µg/mL, 250 µg/mL, 125 µg/mL, 50 µg/mL e 10 µg/mL. Para as frações também foi testada a

concentração de 1000 µg/mL.
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Para os testes, pipetou-se 900 µL da solução de DPPH em microtubos juntamente com

100 µL das amostras em cada uma das concentrações. Foi utilizado como controle positivo

uma solução de ácido ascórbico em metanol nas mesmas concentrações que as amostras e este

foi feito com 900 µL da solução de DPPH com 100 µL da solução de ácido ascórbico. O

controle negativo foi feito adicionando 100 µL de metanol ao invés das amostras. Os

microtubos foram homogeneizados em agitador vórtex de bancada e mantidos abrigados de

luz por durante 3 horas, para que ocorra a reação. Todo o procedimento foi realizado em

ambiente escuro.

Passado as 3 horas de reação, as amostras foram transferidas para cubetas de plástico

para a leitura da absorbância em espectrofotômetro com detector UV-vis Biochrom 5504 v

1.0 4 no comprimento de onda de 517 nm. Metanol foi utilizado para calibrar o

espectrofotômetro. Com os valores de absorbância, a porcentagem de inibição de DPPH foi

calculada através da seguinte fórmula:

IDPPH% = 100 
 

)  ( x
negAbs
amostraAbsnegAbs








 

Em que, IDPPH% é a porcentagem de inibição de DPPH; Abs neg. é o valor de

absorbância do controle negativo e Abs amostra o valor das amostras.

Com as porcentagens de inibição foi possível plotar uma curva padrão e, a partir dela,

encontrar a IC50, que indica a concentração mínima das amostras necessária para reduzir em

50% a concentração inicial de DPPH.

Os testes foram realizados em triplicata e os resultados trazem os valores médios de

inibição, bem como o desvio padrão referente a cada um. Os testes ANOVA e Tukey foram

realizados pelo software BioEstat 5.0.

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO

5.1. Avaliação da influência do pH e temperatura na produção dos pigmentos

5.1.1. Cultivo em diferentes pHs sob temperatura de 15 ºC

Os resultados obtidos após 20 dias de incubação em meio líquido estão apresentados

na Tabela 1 e na Figura 6.
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Tabela 1 - Valores de absorbância na leitura em 500 nm dos pigmentos vermelhos produzidos

e valores da biomassa obtida em diferentes pHs.

pH Absorbância Biomassa (g/L)

3 0,396±0,066 A 3,531±0,534 A

5 2,063±0,058 B 7,555±0,847 B

7 1,281±0,230 C 6,536±0,679 B

9 1,208±0,047 C 8,245±2,317 B

Na tabela estão representados os valores médios (n=3) juntamente com o desvio padrão de cada um. O

teste de ANOVA não indicou diferença significativa entre as repetições. Os valores indicados com

letras diferentes em uma mesma coluna são considerados significativamente diferentes de acordo com

o teste de Tukey (p<0,05)

Figura 6 - Produção de pigmentos após o período de 20 dias de incubação a 15 ºC e agitação

a 150 rpm

a) pH 3; b) pH 5; c) pH 7; d) pH 9. Fonte: A autora.

É possível verificar que ocorreu a produção de pigmentos vermelhos em todos os

níveis de pH. Visualmente (Figura 6), a produção foi menor em pH 3 e o tratamento que

apresentou uma coloração mais intensa foi o do meio de cultura a pH 5. Tais resultados

também foram corroborados pelos valores de absorbância obtidos no produto final de cada

experimento (Tabela 1): em pH 3 foi obtido o menor valor médio de absorbância (0,396),

enquanto pH 5 teve o maior valor de absorbância (2,063), ou seja, em pH 5 foi produzido uma

maior quantidade de pigmentos quando comparado com os experimentos utilizando outros pH.
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Em pH 7 e 9 os valores de absorbância foram bem próximos (1,281 e 1,208, respectivamente)

e também não foi indicada diferença significativa entre eles.

Em um pH muito ácido, não somente a produção de pigmentos vermelhos por essa

espécie foi afetada, como também o crescimento fúngico. O tratamento em pH 3 também

constou a menor produção de biomassa (3,531 g/L). Os outros tratamentos tiveram uma

produção de biomassa bem superior, porém não foram significativamente diferentes entre si,

conforme apontado pelo teste de Tukey (p<0,05). Ademais, a maior produção de biomassa

(8,245 g/L) ocorrida no cultivo a pH 9 não refletiu em uma maior produção de pigmentos.

Assim, percebe-se que não houve uma correlação direta entre o crescimento fúngico e a

produção de pigmentos. Conclusões semelhantes foram obtidas nos trabalhos de Méndez e

colaboradores (2011) e Afshari e colaboradores (2015).

O pH é uma variável de importância na avaliação da produção de pigmentos, por ser

um fator determinante para o metabolismo de micro-organismos e, consequentemente, na

produção de metabólitos (AFSHARI et al., 2015). As mudanças de pH podem alterar a

atividade de enzimas e processos de redução e oxidação das moléculas das células, devido ao

papel que os íons de hidrogênio desempenham na permeabilidade de membranas celulares,

afetando, por exemplo, na produção de ATP, na entrada e saída de nutrientes e outros íons, na

biossíntese e solubilidade de substâncias e na morfologia e estrutura das células (KANE, 2016;

GMOSER et al., 2017).

Dessa maneira, a alteração do pH no ambiente de desenvolvimento do fungo pode

implicar na produção ou não de pigmentos, ou então em quais pigmentos serão produzidos.

Isso ocorre nos pigmentos de Monascus, que variam de coloração amarela em pHs mais

ácidos, a laranjas a vermelhos conforme o aumento do pH (VENDRUSCOLO et al., 2016) e

em naftoquinonas, que também podem variar sua cor de acordo com o pH do meio (CARO et

al., 2015). Outro exemplo são os pigmentos produzidos por Scytallidium cuboideum, que

apresentavam coloração vermelha em condições ácidas, tendo seu valor máximo de produção

em pH 6.5, e em pH básico, com máxima intensidade em pH 8 apresentava pigmentação de

cor azul escura (TUDOR et al., 2013). Outros fungos produtores de pigmentos vermelhos que

também obtiveram maior produção em pH 5 podem ser citados, como o Penicillium

purpurogenum GH2 (atual Talaromyces purpureogenus) (MÉNDEZ et al., 2011), Penicillium

mallochii (BOUHRI et al., 2019) e Nigrospora aurantiaca CMU-ZY2045

(SUWANNARACH et al., 2019).
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Os valores ideais para a produção de pigmentos estão predominantemente entre pH 4 a

7, mas podem variar entre pH 3 até 9 (OGBONNA, 2016). Esses valores irão variar e

depender da espécie do fungo e da classe de pigmentos produzidas pelos micro-organismos.

Neste estudo, a condição ideal de cultivo do Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I para produção

do pigmento vermelho foi em pH 5, mas a produção em pHs mais básicos não pode ser

descartada.

5.1.2. Cultivo em diferentes pHs sob temperatura de 25 ºC

Os resultados obtidos após 20 dias de incubação em meio líquido estão apresentados

na Tabela 2 e na Figura 7.

Tabela 2 - Valores de absorbância na leitura em 500 nm dos pigmentos vermelhos produzidos

e valores da biomassa obtida em diferentes pHs.

pH Absorbância Biomassa (g/L)

3 0,010±0,030 A 5,399±0,629

5 0,120±0,067 B 5,357±0,440

7 0,898±0,041 C 4,655±0,133

9 1,119±0,116 C 4,640±0,103

Na tabela estão representados os valores médios (n=3) juntamente com o desvio padrão de cada um. O

teste de ANOVA não indicou diferença significativa entre as repetições. Os valores indicados com

letras diferentes em uma mesma coluna são considerados significativamente diferentes de acordo com

o teste de Tukey (p<0,05)
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Figura 7 - Produção de pigmentos após o período de 20 dias de incubação a 25 ºC e agitação

a 150 rpm.

a) pH 3; b) pH 5; c) pH 7; d) pH 9. Fonte: A autora.

No experimento conduzido a 25 ºC, visualmente não foi observado a produção de

pigmentos vermelhos em nenhum dos tratamentos de pH. O fungo em si, enquanto crescia

apresentando uma coloração rosada a 15 ºC, a 25 ºC cresceu sem coloração, na forma de

micelas esbranquiçadas. Em pH 3 a média dos valores de absorbância foi próxima a zero,

indicando que quase não houve alteração no meio de cultivo. Foi obtido valores baixos de

absorbância nos outros tratamentos, indicando que provavelmente nesta temperatura ocorreu

produção de alguma substância ou até mesmo dos pigmentos, porém em baixa quantidade.

Entretanto, é possível notar que os meios de cultivos em pHs 7 e 9 adquiriram uma coloração

marrom bem escura, provavelmente devido a presença de alguma substância diferente da

esperada, por ser algo que não esteve presente no experimento posterior a 15 ºC.

Quanto à biomassa, o teste de ANOVA não indicou diferenças significativas entre os

tratamentos quanto à diferentes pHs, não sendo necessário aplicar o teste de Tukey (p>0,05).

Isso evidencia que o crescimento do fungo não foi tão afetado pelas diferenças de pH, por

todos os tratamentos apresentarem um crescimento similar, mas sim pela temperatura,

apresentando produção de biomassa inferior aos tratamentos a 15 ºC.

O efeito da temperatura, então, foi o que mais impactou na produção de pigmentos. A

temperatura desenvolve um papel importante na fisiologia dos seres vivos, influenciando as

propriedades de compostos essenciais para a execução das funções celulares (TAJUDDIN et
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al., 2018). Esta envolvida na regulação de processos enzimáticos e também pode impactar na

fluidez de membranas, afetando a entrada de nutrientes e excreção de produtos pelos micro-

organismos (AFSHARI et al. 2015; OGBONNA, 2016).

Considerando que o fungo deste estudo é proveniente do ambiente antártico, este se

mostrou incapaz de conduzir seu metabolismo normalmente e produzir os pigmentos em

temperaturas maiores, em decorrência da sua adaptação metabólica a baixas temperaturas.

Esses resultados indicam que o pH e a temperatura influenciaram na produção dos

pigmentos vermelhos por esta espécie de Pseudogymnoascus. Essas duas variáveis possuem a

capacidade de alterar as vias metabólicas de micro-organismos e afetar na produção de

compostos metabólicos, por serem responsáveis pela regulagem e alterações nas atividades

enzimáticas dos organismos, sendo fatores importantes em processos biotecnológicos e que

necessitam de monitoramento durante bioprocessos (MÉNDEZ et al., 2011).

Uma forma de otimizar a produção de pigmentos em fungos

psicrofílicos/psicrotolerantes em temperaturas mais elevadas ou mesofílicas, que são

costumamente utilizadas em processos de fermentação em larga escala, é através da

modificação genética. O estudo de Ding e colaboradores (2021), por exemplo, buscou

desenvolver um método de mutação de inserção de transposon no fungo antártico Geomyces

sp. WNF15-A, para obter maior crescimento e produção de pigmentos vermelhos pelo fungo

em temperaturas mais elevadas. Um de seus mutantes conseguiu duplicar a produção de

pigmentos em relação a cepa selvagem em cultivo a 20 ºC e outros dois foram capazes de

sintetizar pigmentos a 25 ºC (DING et al., 2021).

Por fim, nas condições avaliadas neste estudo, a condição ideal para a produção de

pigmentos vermelhos por este fungo foi a 15 ºC e em pH 5.

5.2. Produção e extração dos pigmentos naturais em meio sólido

O fungo Pseudogymnoascus sp 6DC415-I após o período de 20 dias de incubação à 15

ºC e com produção de pigmentos vermelhos extracelulares em meio sólido está representado

na Figura 8.
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Figura 8 - Resultado da produção de pigmentos em meio sólido MA 1%

a) Placa contendo meio de cultivo MA 1%; b) Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I cultivado em
meio MA 1% após 20 dias de incubação à 15 ºC. Fonte: A autora.

Foram realizadas extrações em acetona de cerca de 40 placas para a obtenção de 1 g de

extrato bruto. Buscou-se uma produção alta para o posterior processo de purificação.

5.3. Fracionamento do extrato

5.3.1. Teste em cromatografia de camada delgada

As análises em cromatografia em camada delgada podem ser visualizadas na Figura 9.

Figura 9 - Placas de sílica da cromatografia em camada delgada do extrato obtido do fungo

Pseudogymnoascus sp. 6DC145-I

Fases móveis: a) Hexano 1:1 Acetato de etila; b) Acetato de etila; c) Metanol. Fonte: A autora.

Como é possível observar, nas análises realizadas com os eluentes menos polares

(Figura 9a e Figura 9b) os compostos da amostra ficaram todos retidos na fase estacionária e

nenhum composto foi eluído com a fase móvel. Quando utilizado metanol como fase móvel
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(Figura 9c), que é um solvente com uma polaridade maior, é possível verificar a eluição de

pelo menos um composto, apresentando ainda compostos retidos totalmente na fase

estacionária.

Com os resultados de cromatografia em placas de sílica, foi possível verificar que a

mistura contendo os pigmentos apresenta uma alta polaridade, pois, mesmo utilizando o

metanol, que é um solvente com uma polaridade alta, ainda houve compostos retidos na fase

estacionária (sílica) da placa, a qual é altamente polar. Dessa maneira, ficaria inviável realizar

uma cromatografia em coluna utilizando como fase estacionária a sílica, pois, provavelmente,

alguns compostos iriam ficar retidos na fase estacionária e não seriam possíveis de serem

eluídos com nenhum solvente. Assim, optou-se por realizar a cromatografia em coluna

utilizando uma fase estacionária reversa C18, que é uma fase estacionária apolar.

5.3.2. Cromatografia em coluna de fase reversa C18

A Figura 10 apresenta a eluição dos compostos ao longo do tempo na cromatografia de

fase reversa C18.

Figura 10 - Coluna cromatográfica C18 no decorrer do procedimento de fracionamento do

extrato obtido do fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC145-I.

a) Coluna com fase móvel de 20% metanol; b) Coluna com fase móvel de 50% metanol; c) Coluna

com fase móvel de 90% metanol; d) Ainda em 90% metanol, as setas indicam as frações se separando;

e) Ainda em 90% de metanol, é possível ver a última fração sendo eluída; f) Coluna ao seu fim, após

100% metanol e eluição com 100% de acetonitrila. Fonte: a autora.
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As frações foram sendo coletadas durante toda a cromatografia. A cromatografia foi

realizada com fase móvel gradiente iniciando em 20% de metanol. De 20-50% de metanol

houve a eluição de compostos com coloração amarela (dos tubos 1 ao 9 da Figura 11). Em

seguida, de 90-100% de metanol houve a eluição de compostos com coloração vermelha. A

fase líquida de 100% de acetonitrila não eluiu nenhuma outra amostra diferente. A Figura 11

apresenta a sequência de amostras eluídas da purificação do extrato de Pseudogymnoascus sp

6DC415-1 em coluna C18.

Figura 11 - Amostras eluídas da purificação do extrato de Pseudogymnoascus sp 6DC415 em

coluna C18 e fase móvel gradiente

Fonte: a autora.

A partir do tubo 14 (Figura 11), a amostra eluída foi se tornando mais vermelha e

nesse momento a fase líquida era de 90% metanol. As frações com coloração vermelha, que

são de interesse para este estudo, foram agrupadas, considerando tanto o comportamento

durante a cromatografia em coluna quanto o comportamento na CCD com metanol, resultando

em três frações. A primeira fração vermelha foi coletada nos tubos 17, 18 e 19; a segunda

fração nos tubos 21 ao 25 e os restantes (do 26 ao 33) constituíram a terceira fração. Após a

evaporação completa do solvente das amostras, as frações foram enviadas para análise de
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Ressonância Magnética Nuclear (RMN) e análise de Infravermelho (FT-IR) para a elucidação

de suas estruturas químicas.

5.4. Identificação dos pigmentos

5.4.1. Análise de Ressonância Magnética Nuclear de Hidrogênio (RMN de 1H)

As análises de RMN de 1H das frações 1 e 2 foram as que apresentaram um resultado

melhor em relação a pureza e os espectros obtidos estão apresentadas nas Figuras 12 e 13.

Figura 12 - Espectro da análise de RMN de 1H da fração 1 em D2O.

Figura 13 - Espectro da análise de RMN de 1H da fração 2 em D2O.

Como é possível observar nos espectros de RMN de 1H das frações 1 e 2, as amostras

apresentam, além do sinal do solvente D2O (o maior sinal dos dois espectros em 4,8 ppm),

sinais de hidrogênio em regiões semelhantes (3,65; 7,42 e 8,64 ppm). Isso pode caracterizar

que estas frações provavelmente pertencem à mesma classe de composto, tendo uma diferença
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no sinal na região de 3,65 ppm, em que para a fração 2 há apenas um sinal, enquanto que para

a fração 1 há vários sinais nesta região.

Em uma análise comparativa dos espectros com os dados na literatura (KURIAN,

BHAT, 2017; SAINI, MELO; 2015; ZONG et al. 2017), os deslocamentos químicos obtidos

para as frações são semelhantes aos de compostos da classe de melaninas, mais

especificamente da feomelanina. A Figura 14 traz o exemplo de um espectro de RMN de 1H

de uma melanina, como forma de comparação da semelhança entre a figura e os espectros

obtidos na análise aqui feita.

Figura 14 - Espectro de RMN de 1H da melanina biossintetizada em D2O/amônia aquosa.

Figura retirada de Saini e Melo (2015).

De acordo com a literatura (PRALEA et al., 2019; KURIAN e BHAT; 2017; SAINI e

MELO; 2015; ZONG et al., 2017; LIU et al., 2018), nas regiões aromáticas, os deslocamentos

químicos entre 7-9 ppm são atribuídos aos hidrogênios aromáticos dos anéis indol e/ou outros

hidrogênios aromáticos da cadeia polimérica da melanina. Os picos na região de absorção de

3,7-4,2 ppm podem ser devido aos prótons no carbono ligados a nitrogênio ou oxigênio. A

presença de um grupo NH ligado ao indol foi atribuída aos sinais dentro da faixa de 1,3–2,5

ppm. Além disso, os deslocamentos químicos entre 0,2-2 ppm são geralmente atribuídos à

vibração de estiramento dos fragmentos de alquila (grupos metil ou metileno). A Figura 15

apresenta a estrutura de uma feomelanina.
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Figura 15 - Estrutura de feomelanina

Figura retirada de Pralea et al. (2019).

5.4.2. Análise de Infravermelho com transformação de Fourier (FT-IR)

As duas amostras foram também submetidas a analise de Infravermelho (FT-IR) e seus

espectros estão apresentados na Figura 16.

Figura 16 - Espectros de infravermelho (FT-IR) das frações 1 (F1) e 2 (F2).

Como podemos observar na Figura 16, os espectros de infravermelho das frações 1 e 2

são semelhantes, e em comparação com os dados da literatura (SELVAKUMAR, et al., 2008;

YE et al., 2014; OBEID et al., 2015; KURIAN, BHAT, 2017; , ZONG et al., 2017; LI et al.,
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2018; KHATIB et al., 2018; YE et al. 2019) são característicos de feomelanina. A Figura 17

traz o exemplo de um espectro de FT-IR de uma feomelanina, como forma de comparação da

semelhança entre a figura e os espectros obtidos na análise aqui feita.

Figura 17 - Espectro de infravermelho (FT-IR) da melanina intracelular do micélio de

Lachnum singerianum YM296 (LIM-a)

Figura retirada de YE et al. 2019

Os dois espectros das frações apresentam sinais na região de 3100-3500 cm-1,

indicando a presença de grupos –OH e –NH; os sinais em 2920, 1654 e 1562 cm-1, que

indicam a presença de C-H alifático, carbonila (C=O) e C=C aromático, respectivamente

(OBEID et al., 2015), o sinal em 1462 cm-1 pode ser atribuído a vibração de flexão N-H ou de

alongamento C-N (amina secundária) de um sistema indólico (YE et al., 2019; YE et al., 2014;

LI et al., 2018, ZONG et al., 2017; PRALEA et al., 2019), por fim, o sinal em 632 cm−1,

indica a presença do pico de vibração de estiramento C-S. Geralmente, a presença do sinal na

faixa 700-600 cm−1 é usada para identificar a presença de feomelanina em amostras naturais,

já que a sua estrutura apresenta a ligação C-S (LI et al., 2018; YE et al., 2014; YE et al 2018;

KHATIB et al., 2018).

As feomelaninas são uma categoria de melaninas que apresentam coloração entre

amarelo e vermelho (PRALEA et al., 2019). Quimicamente se diferenciam das eumelaninas

por possuírem mais enxofre em sua estrutura (SOLANO, 2014). Entretanto, as feomelaninas

são mais difíceis de serem encontradas em fungos no geral. É possível citar o fungo de solo

Cladosporium cladosporioides, do qual uma pequena porção de sua melanina produzida era

feomelanina (BUSZMAN et al., 2006). Também há registro do saprófilo Lachnum
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singerianum (YE, et al., 2011) e do fungo endofítico Plenodomus biglobosus (PUKALSKI et

al., 2020), cujos pigmentos foram identificados como do tipo feomelanina. Alguns cogumelos

também aparecem como produtores desse tipo de pigmento, como Pleurotus djamor

(ZHANG et al., 2022), Termitomyces albuminosus (DE SOUZA et al., 2018) e Auricularia

auricula (ZOU et al., 2015a; ZOU et al., 2015b).

A produção de melaninas por fungos da Antártica é bem comum (HASSAN et al.,

2016; PACELLI et al., 2017; PACELLI et al., 2018; ONOFRI et al., 2018). Em relação à

produção de melanina por fungos do gênero Pseudogymnoascus, há relatos de P. destructans

da América do norte com cepa melanizada (KHANKHET et al., 2014) e com presença de

genes para a produção de melanina (PALMER et al., 2018). Quanto aos fungos

Pseudogymnoascus spp. isolados da Antártica, ainda não há relatos referentes à sua produção

de melanina, nem de outros pigmentos, sendo este o primeiro estudo referente a esse tema.

As melaninas são pigmentos importantes para organismos de ambientes extremos,

considerando que estas possuem papel na proteção destes organismos contra radiação UV,

radiação ionizante, dessecação, agentes oxidantes, metais pesados e também contribuem para

a sua patogênese (HASSAN et al., 2016; PACELLI et. al 2017). Melaninas também aparecem

presentes em micro-organismos em ambientes com alta concentração de sal (GESSLER et al.,

2014; PACELLI et al., 2018), podendo ter algum papel em auxiliar os fungos em sua

halotolerância. Devido às suas propriedades, as melaninas podem ter aplicações biomédicas,

em produtos farmacêuticos, cosméticos, alimentícios e também aplicações ambientais,

antimicrobianas, têxtil e tecnológicas (GHATTAVI et al., 2022; SINGH et al., 2021; TRAN-

LY, et al., 2020)

A atividade fotoprotetora da melanina é uma de suas propriedades mais conhecidas,

devido a sua capacidade de absorção da radiação UV e também outros tipos de radiação como

raios gama e raios-x (WONG et al, 2019). Entretanto, a feomelanina pode desempenhar um

papel oposto ao da eumelanina: por ser fotossensível e levar a formação de espécies reativas

de oxigênio (ROS) quando exposta à radiação, ela torna vertebrados, principalmente seres

humanos com fenótipo ruivo, mais suscetíveis ao câncer de melanoma (SOLANO, 2014;

MICILLO et al., 2016).

Como a feomelanina é mais rara em micro-organismos, não se tem muito

conhecimento do papel que esse tipo de melanina poderia exercer nesses organismos. Por ser

extracelular, há a possibilidade dos pigmentos estarem mais relacionados à interação do fungo
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com o ambiente e outros micro-organismos. Seria necessário uma investigação mais

aprofundada da produção, bioatividade e propriedades dos pigmentos para determinar suas

funções no fungo.

As melaninas encontradas na natureza são moléculas comumente não solúveis em

água ou outros solventes orgânicos (SINGH et al., 2021). Os pigmentos produzidos pelo

fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I, entretanto, possuem alta solubilidade em água.

Existem alguns poucos relatos sobre a obtenção de melanina solúvel em água de bactérias

(KIMURA et al., 2015; AGHAJANYAN et al., 2005; AGHAJANYAN et al., 2011;

DREWNOWSKA et al., 2015; ZERRAD et al., 2014) e também no fungo Inonotus obliquus

(LEE, HYUN, 2014). Há também um outro tipo de melanina descrito, a piomelanina,

caracterizada por possuir solubilidade em água (PEREZ-CUESTA et al., 2020; TURICK et al.,

2010; VASANTHAKUMAR et al., 2015).

Tal característica de serem solúveis em água, juntamente com o fato de serem

produzidos em abundância no meio extracelular, tornam os pigmentos deste estudo mais

fáceis de serem obtidos em processos de fermentação e extraídos, aumentando as

possibilidades de suas aplicações biotecnológicas.

5.5. Avaliação in vitro da bioatividade dos pigmentos extraídos

5.5.1. Atividade antibacteriana

O potencial antibacteriano do extrato bruto e das frações obtidos do fungo

Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I contra as bactérias Xanthomonas axonopodis pv.

passiflorae, Xanthomonas citri subsp. citri, Bacillus subtilis, Staphylococcus aureu e

Escherichia coli foi avaliado. Os resultados obtidos mostraram que os extratos e as duas

frações não apresentaram inibição do crescimento bacteriano maior que 50% para as bactérias

testadas, mesmo nas maiores concentrações testadas, que foram de 3 mg/mL para o extrato e

0,5 mg/mL para as frações.

Na literatura, o extrato bruto extracelular do mesmo fungo (Pseudogymnoascus sp.

6DC415-I) apresentou MIC90 na concentração de 2,091 mg/mL e de 3 mg/mL para X. citri

subsp. citri e X. a. passiflorae, respectivamente (VIEIRA et al. 2018; PURIC et al. 2018).

Essa diferença nos resultados deve-se provavelmente a diferença de metodologia utilizada na

obtenção do extrato bruto. Nos trabalhos citados, a obtenção do extrato bruto foi realizada a

partir do crescimento do fungo por 20 dias a 15 ºC sob agitação de 150 rpm em meio líquido
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caldo malte 2% e, em seguida, foi realizada extração líquido-líquido com solvente acetato de

etila. Enquanto isso, neste estudo, realizou-se o crescimento do fungo em meio sólido MA 1%,

sendo uma menor concentração de nutrientes, e a extração desse meio foi feita utilizando

acetona, a qual possui polaridade diferente a do acetato de etila, podendo interferir no

conteúdo extraído. Assim, a que tudo indica os compostos com atividade antibacteriana

produzidos pelo fungo podem não ter sidos produzidos e/ou extraídos na mesma quantidade e,

provavelmente, eles não estão relacionados com os pigmentos em si.

5.5.2. Atividade antioxidante

A capacidade de inibir o radical DPPH pelo extrato bruto e pelas frações purificadas

obtidas do fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC415-I foram avaliadas e os resultados obtidos

estão apresentados na Figura 18 e na Tabela 3.

Figura 18 - Resultado do teste de antividade antioxidante pelo método de captura de DPPH.
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Amostras após o tempo de reação de 3 horas. a) Extrato bruto; b) fração 1; c) fração 2; d) ácido
ascórbico. CN = controle negativo.

Os valores da porcentagem de inibição podem ser vistos na Tabela 3:

Tabela 3 - Tabela com a porcentagem de inibição de DPPH das amostras após 3 horas de

reação.

Concentração
da amostra Extrato Fração 1 Fração 2 Ácido

ascórbico

1000 µg/mL - 46,12±1,89 A 38,19±2,63 A 100 A

500 µg/mL 14,78±2,62 A 33,22±1,88 B 36,05±4,48 A 100 A

250 µg/mL 7,93±0,23 B 21,14±1,81 C 17,87±0,34 B 100 A

125 µg/mL 4,23±2,56 B,C 11,98±0,92 D 7,42±4,44 C 100 A

50 µg/mL 2,30±1,88 C 3,90±0,86 E 4,44±2,01 C 99,46±0,76 A

10 µg/mL 1,34±1,37 C 0,70±0,66 E 1,09±0,51 C 23,54±0,32 B

Na tabela estão representados os valores médios (n=3) juntamente com o desvio padrão de

cada um. O teste de ANOVA não indicou diferença significativa entre as repetições (p>0,05). Os

valores indicados com letras diferentes em uma mesma coluna são considerados significativamente

diferentes de acordo com o teste de Tukey (p<0,05)

A partir dos resultados obtidos foi possível verificar que a inibição de DPPH pelo

extrato foi bem baixa, enquanto que as frações apresentaram uma maior atividade

antioxidante, em torno de 30-50% de inibição nas concentrações de 1000 µg/mL e 500 µg/mL.

De acordo com o teste de Tukey (p<0,05), na fração 1 a diferença das concentrações teve

mais impacto no resultado do que na fração 2.

Foi possível plotar os resultados das porcentagens de inibição dos testes para as

frações e para o ácido ascórbico em um gráfico, representado na Figura 19.
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Figura 19 - Gráfico com os valores da porcentagem de inibição de DPPH x concentração

(μg/mL) das frações e do ácido ascórbico.

Os triângulos verdes são referentes ao ácido ascórbico, os quadrados vermelhos à fração 1 e os

losangos azuis à fração 2. A equação da reta juntamente com o valor de R2 de cada amostra é

apresentada.

Através das equações das retas plotadas é possível encontrar o valor da IC50 para as

frações, substituindo y por 50. O valor de IC50 para a fração 1 deu 1000 µg/mL e para a fração

2 deu 1143 µg/mL, significando que, nessas concentrações, as frações seriam capazes de

inibir metade da concentração de DPPH presente. O valor encontrado pela equação da reta

para a fração 1 é o mesmo do que foi testado, porém nos resultados do experimento ele não

chegou a inibir 50%, apesar de bem próximo. É possível notar que a capacidade de inibição

das frações foi bem inferior a do controle positivo (ácido ascórbico), que foi capaz de inibir

completamente o DPPH nas concentrações de 50 µg/mL em diante.

A produção de compostos antioxidantes por organismos da Antártica é bem comum

(TOSI et al., 2010; LONDOÑE-BAILON et al., 2019), incluindo os pigmentos (DUARTE et

al., 2019). Espécies do gênero Pseudogymnoascus na Antártica também aparecem como

produtores de compostos com atividade antioxidante. Espécies como P. pannorum (antigo

Geomyces pannorum) e outras não identificadas do gênero, isoladas de esponjas antárticas,



55

foram relatadas com atividade antioxidante moderada, obtida pelo método de MTT (brometo

de [3-(4,5-dimetiltiazol-2yl)-2,5-difenil tetrazolium]) (HENRIQUÉZ et al., 2014). Em Maggi

et al. (2013), pelo método de DPPH, P. pannorum (antigo Geomyces pannorum) apresentou

uma forte resposta antioxidante, através da produção de compostos fenólicos, a qual foi mais

intensa quando submetido por um período de 72h mantido a 4 ºC. O estresse causado pelo frio

intenso do ambiente em que esses fungos vivem pode gerar espécies reativas de oxigênio

(ROS), as quais são prejudiciais para seus componentes celulares, portanto a produção de

compostos antioxidantes por esses fungos é uma forma de superar essas condições (MAGGI

et al., 2013).

Há vários relatos de melaninas produzidas por fungos com atividade antioxidante

(SURENDIRAKUMAR et al, 2022; ARUN et al., 2015; WU et al., 2018; KUMAR et al.,

2011) e também de feomelanina (ZOU et al., 2015a; ZOU et al., 2015b).

Os pigmentos produzidos pelo fungo Pseudogymnoascus sp. 6DC145-I deste estudo

apresentaram atividade antioxidante, significando que esses compostos produzidos podem

desempenhar alguma função de auxiliar esse organismo a sobreviver ao estresse ambiental no

ambiente em que vive.

Esses pigmentos podem ter maior valor em suas aplicações devido a sua atividade

antioxidante. Essas aplicações podem envolver utilização em alimentos, cosméticos e

fármacos, trazendo os benefícios de sua atividade antioxidante aos produtos em que seriam

aplicados. Assim, podendo auxiliar na eliminação de radicais livres prejudiciais à saúde e

proteger contra danos oxidativos (VENDRUSCOLO et al., 2016).
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6. CONCLUSÃO E CONSIDERAÇÕES FINAIS

O fungo antártico Pseudogymoascus sp. 6DC415-I produziu pigmentos vermelhos,

liberados em meio extracelular. Na avaliação do efeito da temperatura e pH na produção

desses pigmentos pelo Pseudogymoascus sp. 6DC415- pode-se verificar que a temperatura foi

a variável de maior influência. Na temperatura de 25 ºC, não se obteve produção de

pigmentos vermelhos, devido à natureza psicrotrófica do fungo. O melhor resultado de

produção nas condições testadas foi o cultivo na temperatura de 15ºC e pH 5.

A partir da purificação utilizando cromatografia em coluna de fase reversa C18 do

extrato vermelho produzido pelo Pseudogymoascus sp. 6DC415-I, foi possível obter três

frações de coloração vermelha, das quais duas frações apresentaram alto nível de pureza. A

partir das análises dos espectros de RMN de 1H e de infravermelho (FT-IR) das duas frações,

foi possível sugerir que os compostos são provavelmente melaninas, mais especificamente da

categoria das feomelaninas. Este é seu primeiro registro da produção deste tipo de composto

por um fungo do gênero Pseudogymnoascus isolado da Antártica.

O extrato bruto e as frações obtidas do extrato produzido pelo Pseudogymnoascus sp.

6DC415-I não apresentaram atividade antibacteriana contra as bactérias testadas (X. citri, X.

passiflorae, E. coli, S. aureus e B. subtilis), no intervalo de concentrações de 3 mg/mL para o

extrato e 0,5 mg/mL para as frações.

Na avaliação da atividade antioxidante dos pigmentos produzidos, através do método

da captura do radical DPPH, as frações apresentam atividade antioxidante com IC50 nas

concentrações de 1000 µg/mL e 1143 µg/mL para as frações 1 e 2, respectivamente.

Os pigmentos vermelhos produzidos pelo fungo antártico Pseudogymoascus sp.

6DC415-I possuem o diferencial de serem solúveis em água, não exigindo solventes

orgânicos. Isso os torna mais sustentáveis e menos custosos, podendo ser uma boa alternativa

para substituir corantes sintéticos em aplicações nas indústrias de cosméticos, têxtil,

farmacêutica e de alimentos.
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