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RESUMO 
 

Os fungos filamentosos são microrganismos muito eficientes na produção de 

xilanases, enzimas que apresentam diversas aplicações biotecnológicas, tais como, 

branqueamento do papel, aditivos em rações animais, panificação, extração e 

clarificação de sucos, entre outras. Este trabalho teve como objetivo selecionar e 

otimizar as condições de cultivo do microrganismo de maior potencial para a 

produção de xilanase, caracterizando a mesma bioquímicamente, e purificar 

parcialmente a de interesse. Onze fungos isolados em áreas de Cerrado, no estado 

do Mato do Grosso Sul, com crescimento a 30 ºC, foram reativados para ensaio de 

produção da xilanase. A maioria dos isolados produziram xilanase por cultivo em 

estado sólido, inicialmente, utilizando o farelo de trigo como substrato, se 

destacando três espécies identificadas como IPS8.2, IPS14.3F e IPS 9.3. O fungo 

IPS8.2 foi selecionado para estudo posteriores e identificado como Gongronella 

butleri com base sequenciamento de rDNA por ITSs. Além do cultivo inicial com 

farelo de trigo, esta espécie foi submetida ao efeito de diferentes fontes de carbono 

com outros substratos, tais como: casca de maracujá, serragem, papelão, casca de 

soja, sabugo triturado, bagaço de cana-de-açúcar, braquiária, sabugo de milho e 

xilana, nos cultivos em estado sólido (CES) e submerso (Csm). Os resultados 

obtidos nessa etapa não sobrepuseram à utilização inicial, em farelo de trigo em 

CES. Partindo desses resultados buscou-se verificar o efeito da concentração de 

sais, umidade e tempo no cultivo em estado sólido. Entre as condições testadas, 

Gongronella butleri IPS8.2 obteve sua melhor produção de xilanase em 72 horas de 

cultivo, com água destilada e 70% de umidade. A solução enzimática bruta, foi 

submetida à purificação parcial por troca iônica em Hitrap Q-Sepharose FF. As 

atividades da xilanase bruta e parcialmente purificada foram favorecidas à 45 ºC e 

pH 5,5. A enzima parcialmente purificada apresentou uma estabilidade de 

temperatura e uma faixa de estabilidade de pH inferiores à amostra bruta. A maioria 

dos íons utilizados não inibiu a xilanase bruta e à parcialmente purificada. Para 

ambas as condições testadas, o íon Ag+ foi o que proporcionou maior diminuição na 

atividade da enzima em estudo. 

 

Palavras-chave: Fungos, resíduos agroindustriais, xilanases, caracterização e 

purificação enzimática. 



 
 

ABSTRACT 
 

Filamentous fungi are very efficient microorganisms in the production of xylanases, 

enzymes that present several biotechnological technologies, such as paper 

bleaching, additives in animal feed, breads,  extraction and clarification of juices, 

among others. The goal of this work was to select and optimize the culture conditions 

of the microorganism with the greatest potential for the production of xylanase, 

characterizing the same biochemically, and to partially purify the one of interest. 

Eleven fungi, with growth at 30ºC, isolated in Cerrado areas, in the state of Mato 

Grosso do Sul, were reactivated for the production of the xylanase. The majority of 

isolates produced xylanase by solid-state cultivation, initially using wheat bran as 

substrate, highlighting three species identified as IPS8.2, IPS14.3F and IPS 9.3. The 

fungus IPS8.2 was selected for further study and identified as Gongronella butleri, 

based on rDNA sequencing by ITSs. In addition to the initial cultivation with wheat 

bran, this species was submitted to the effect of different sources of carbon with other 

subtracts, such as passion fruit peel, sawdust, cardboard, soybean hull, crushed cob, 

sugar cane bagasse, corn cob and xylan, in the solid state cultivation (SSC) and 

submerged culivation (SC). The obtained results at this stage did not overlap with the 

initial use of wheat bran at SSC. Based on these results, was tried to verify the effect 

of the concentration of salts, humidity and time in the solid state cultivation. Among 

the tested conditions, Gongronella butleri IPS8.2 obtained its best xylanase 

production at 72 hours of culture with distilled water and 70% of humidity. The crude 

enzymatic solution, was subjected to partial purification by ion exchange in Hitrap 

Q-Sepharose FF. The activities of crude and partially purified xylanase were favored 

at 45 °C and pH 5.5. The partially purified enzyme had a temperature stability and pH 

stability range lower than the crude sample. The majority of the ions used didn’t 

inhibit the crude and partially purified xylanase. For both conditions tested, the Ag+ 

ion provided the greatest decrease in the activity of the enzyme under study. 

 

Keywords: Fungi, agroindustrial residues, xylanases, enzymatic characterization and 

purification.  
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1 INTRODUÇÃO   

 
 Um dos principais desafios na conservação do Cerrado é demonstrar a 

importância que a biodiversidade desempenha no funcionamento dos ecossistemas 

(KLINK; MACHADO, 2005). Dentro dessa diversidade encontram-se os 

microrganismos, responsáveis pela ciclagem de nutrientes no solo. O monitoramento 

da quantidade e atividade dos microrganismos permite compreensão das mudanças 

nos fluxos de carbono, de energia e de gases de efeito estufa em áreas que foram 

modificadas por atividades agrícolas (MENDES et al., 2012). Além disso, a biomassa 

dos microrganismos do solo (BMS) é considerada indicador ecológico sensível da 

degradação do solo, por ser a principal responsável pela transformação da matéria 

orgânica e pelo fluxo de energia no solo. O carbono presente na BMS representa a 

quantidade desse elemento que a biomassa microbiana do solo imobiliza em suas 

células, por meio de sua avaliação é possível realizar comparações entre solos e 

mudanças de manejo, avaliando possíveis impactos ambientais (ALVES et al., 2011; 

MENDES et al., 2012). 

 Dentre os microrganismos presentes no solo com potencial para aplicações 

biotecnológicas os fungos têm despertado grande interesse, devido à vasta 

diversidade de enzimas que secretam no ambiente. A secreção extracelular de 

enzimas reduz custos nos sistemas de produção, como dispensar etapas de 

rompimento celular, que poderiam ocorrer em fungos leveduriformes e bactérias 

(GUIMARÃES et al., 2006; ANDRADE-LINARES et al., 2015). O cultivo de fungos 

filamentosos em substratos lignocelulósicos, nos quais se incluem os resíduos 

agroindústriais, tais como palhas de milho, arroz e trigo, bem como, o bagaço de 

cana-de-açúcar, fornecem elementos à nutrição fúngica, semelhante ao que ocorre 

em habitats naturais. Além disso, esses resíduos vêm sendo utilizados como 

substratos e/ou fontes de carbono para induzir a produção de diversas enzimas 

como celulases, amilases, proteases e xilanases (SINGH; KAPOOR; KUMAR, 2012). 

 As xilanases são enzimas responsáveis pela hidrólise da xilana, importante 

componente da hemicelulose contida na parede celular vegetal. A sua hidrólise é 

realizada pela ação de várias enzimas, principalmente endo-β-1,4 xilanase 

(EC 3.2.1.8), que hidrolisam as ligações β-1,4 na cadeia principal do polissacarídeo 

(CARVALHO et al., 2017).  
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 As enzimas xilanolíticas apresentam uma gama de aplicações, tais como: a 

hidrólise de materiais lignocelulósicos para produção de etanol, na ração animal, no 

processo de branqueamento da polpa de papel Kraft, nas indústrias de alimentos, 

como aditivo para melhorar a qualidade de pães, na clarificação de sucos, entre 

outras (POLIZELI et al., 2005; PAL; KHANUM, 2011). 

 O uso de resíduos agroindustriais no cultivo de microrganismos, além de 

economicamente viável, pode ajudar a resolver problemas ambientais decorrentes 

do seu acúmulo na natureza (ALVIRA et al., 2010; STROPARO et al., 2012; 

CARVALHO et al., 2017). Estes resíduos podem ser utilizados no cultivo de fungos 

em estado sólido assim como no submerso, para bactérias ou fungos, tais como, 

Achromobacter xylosoxidans (MAHALAKSHMI; JAYALAKSHMI, 2016) Aspergillus 

niger e Aspergillus Flavus (GUIMARÃES et al., 2013), Ceriporiopsis subvermispora 

(CHMELOVÁ; ONDREJOVIC, 2012), Bacillus pumilus SV-85S MTCC 9861 

(NAGAR et al., 2014), Aspergillus foetidus MTCC 4898 (CHAPLA et al., 2010) 

Holomonas meridiana (PALAVESAM, 2015).  

 O conhecimento do conjunto de enzimas que um microrganismo produz, em 

um determinado substrato, permite avaliar seu potencial enzimático. A 

caracterização das enzimas é um passo importante para que se conheçam suas 

propriedades de atividade ótima de atuação e de estabilidade em diferentes valores 

de pH e temperatura. O conhecimento dessas propriedades permite avaliar o seu 

potencial de aplicação em diferentes processos industriais. O custo da enzima é um 

dos principais fatores que influenciam na onerosidade dos processos. A redução no 

custo, pode ser alcançado pela otimização dos processos de produção (SHAH; 

MADAMWAR, 2005). 

 O processo de purificação enzimática pode ser total ou parcial, em 

comparação com o extrato bruto, este processo potencializa a eficiência de sua ação 

e rendimento. Após cada etapa de purificação o grau de pureza de proteína deve ser 

verificado. Nem sempre é necessário purificação total, uma vez que a purificação da 

enzima é um processo caro e demorado. Portanto, é necessário ter conhecimento da 

aplicabilidade da enzima alvo (DUTRA-MOLINO et al., 2014). 

 Nesse contexto, o presente trabalho visa contribuir para o descobrimento de 

uma espécie com potencial para produção de xilanase. Na primeira etapa, os 

isolados fúngicos foram reativados e cultivados sob estado sólido, utilizando farelo 
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de trigo como substrato, a seguir foi realizada a seleção do isolado de maior 

potencial de xilanase. Na segunda etapa, com o microrganismo selecionado, 

avaliou-se a produção em diferentes substratos lignocelulósicos como fonte de 

carbono, através dos cultivos em estado sólido e submerso. Na terceira etapa, foram 

avaliadas as melhores condições para a umidade, o tempo de cultivo e a solução 

salina, a fim de serem utilizadas para produção de xilanase pelo fungo Gongronella 

butleri IPS8.2 no cultivo em estado sólido. Por fim, foram estudadas as 

características dessa enzima, pH e temperatura ótima, e a mesma foi submetida a 

purificação parcial, visando a caracterização e um maior detalhamento da enzima 

para futuras aplicações biotecnológicas. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
2.1 PAREDE CELULAR VEGETAL  

 

 Uma das principais características da célula vegetal é a presença de uma 

fina, porém muito resistente, parede celular. Durante a vida da planta, a parede 

celular vegetal apresenta funções fisiológicas, como comunicação intercelular, 

defesa contra patógenos, resistência mecânica e interação com o meio ambiente, 

além de ser a maior reserva fixa de carbono na natureza. Morfologicamente, a 

parede celular vegetal varia em espessura, dependendo do papel que determinadas 

células desempenham na estrutura da planta (RAVEN et al., 2001). A organização 

mais comum da fibra vegetal está representada na Figura 1. 

 

Figura 1 - Estrutura da fibra vegetal. 

 
Fonte: Silva et al. (2009). 

 

 A primeira camada da parede celular a ser formada constitui a parede 

primária, a qual possui um elevado teor de água, depositada antes e durante o 

crescimento da célula vegetal. É formada, basicamente, de celulose, hemicelulose, 

pectina e proteínas. Esta parede define o modo de crescimento das células vegetais, 
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assim como o tamanho e a forma da célula (RAVEN et al., 2001; SIQUEIRA; FILHO, 

2010). 

  As regiões de união das paredes primárias de células adjacentes 

constituem a lamela média. Muitas células, subsequentemente, depositam camadas 

celulares adicionais internamente, formando a parede secundária. A parede 

secundária é mais espessa, pode apresentar até três camadas, S1, S2 e S3, 

podendo ser densa devido a presença da lignina. A formação da parede secundária 

ocorre, principalmente, após a célula ter cessado seu crescimento e a parede 

primária não aumentar mais em superfície. Possui um teor de água inferior quando 

comparado com a parede primária. As paredes secundárias limitam o espaço e 

conferem maior rigidez, são formadas, basicamente, de celulose, hemicelulose, 

pectina e lignina (RAVEN et al., 2001; TAIZ; ZIEGER, 2002). 

  

2.1.1 Biomassa lignocelulósica  
 
 A biomassa vegetal é uma importante fonte de energia e sua utilização 

como material de partida para vários produtos químicos e para a produção de 

combustíveis tem recebido um interesse considerável nos últimos anos 

(HASUNUMA et al., 2012). Basicamente, a biomassa celulósica é composta de 

cadeias de celulose (polissacarídeo formado por moléculas de glicose ligadas 

através de ligações glicosídicas β-1,4) unidas entre si por ligações de hidrogênio. 

Essas longas fibras celulósicas são, por sua vez, recobertas por hemiceluloses 

(polissacarídeos ramificados formados principalmente por D-xilose com pequenas 

quantidades de L-arabinose, D-glicose, D-manose, D-galactose, e ácidos 

glucurônico, metilglucurônico e galacturônico) e ligninas (redes poliméricas 

tridimensionais formadas por unidades fenilpropano interligadas), Figura 2 (OGEDA; 

PETRI et al., 2010).  

 



21 
 

Figura 2 - Estrutura dos principais componentes da biomassa lignocelulósica. 

 

Fonte: Rubin (2008). 

 

 Tipicamente, a maior parte da biomassa lignocelulósica agrícola é 

constituída por cerca de 10-25% de lignina, 20-30% de hemicelulose e 40-50% de 

celulose. As porções celulósicas e hemicelulósicas da biomassa vegetal são 

polissacarídeos que podem ser hidrolisados a açúcares fermentescíveis. As ligninas, 

quando degradadas em frações de massas molares menores, podem ser utilizadas 

na fabricação de espumas de poliuretanas, resinas fenólicas, como fontes de fenol e 

etileno, e podem ser convertidas em fibras de carbono (OGEDA; PETRI et al., 2010). 

Na Tabela 1 apresentam-se as porcentagens típicas de todos os três componentes, 

em diversos materiais lignocelulósicos e que diferem em composição devido à 

variabilidade genética entre diferentes fontes (ANWAR et al., 2014), espécies de 

plantas e mesmo tecidos da própria planta (UDAY et al., 2016). 
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Tabela 1 - Composição percentual de celulose, hemicelulose e lignina de diferentes 
materias lignocelulósicos. 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

2.1.2 Celulose 
  

 A celulose é o principal polímero estrutural de plantas, este 

homopolissacarídeo linear é composto por unidades de D-glicose, unidas por 

ligações glicosídicas do tipo β-1,4 e apresenta a fórmula comum (C6H10O5)n. Cada 

resíduo de glicose tem orientação de 180° em relação ao resíduo adjacente, 

formando, assim, a celobiose subunidade básica e repetitiva da celulose (Figura 3). 

A extremidade da cadeia de celulose, em que se encontra um carbono anomérico 

livre, é chamada de extremidade redutora, e a extremidade em que o carbono 

anomérico não está disponível é chamada de não redutora 

(FESTUCCI-BUSELLI et al., 2007; GUPTA et al., 2012).  

 O tamanho ou extensão da cadeia de celulose é medido através de seu 

grau de polimerização (GP) que representa o número de unidades de glicose que 

formam cada cadeia polimérica. O GP da celulose varia de acordo com a fonte 

vegetal, o grau de maturação da parede celular, parte da planta e, também, com o 

processamento a que as fibras foram submetidas. De acordo Siqueira, Bras e 

Dufresne (2010), as cadeias de celulose em parede celular primária de plantas têm 

GP que varia na faixa de 5.000 à 7.500. O GP da celulose de madeiras é em 

torno 10.000, enquanto a celulose do algodão apresenta uma faixa de 15.000. 

 

Material 
lignocelulósico 

Celulose 
(%) 

Hemicelulose 
(%) 

Lignina 
(%) Referência 

Farelo de trigo 18,5 51,8 10,8 Meralli et al. 
(2015) 

Bagaço de 
cana-açúcar 42 25 20 Kim e Day 

(2011) 

Palha de Milho 44,44 30,70 19,80 Santos et al. 
(2014) 

Sabugo de Milho 38,8 44,4 11,9 Pointner et al. 
(2014) 

Casca de soja 47,78 20,42 5,26 Retore et al. 
(2010) 
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Figura 3 - Representação da estrutura de celulose ilustrando a extremidade redutora 
e não redutora da celulose e a celobiose formada pela união de duas moléculas de 
glicose. 

 
Fonte: Adaptado de Zhang e Lynd (2004). 

 

 A celulose apresenta regiões altamente ordenadas, correspondendo a 

regiões cristalinas, sendo estabilizadas por numerosas ligações de hidrogênio intra e 

intermoleculares, e áreas menos ordenadas ou regiões amorfas (Figura 4) 

(CHEN et al., 2017). 

 A configuração β permite que a celulose forme cadeias muito longas e retas. 

As fibrilas são formadas por cadeias paralelas que interagem entre si através de 

ligações de hidrogênio, formando as microfibrilas (Figura 5). A cadeia linear formada 

por ligações β confere a essa molécula uma elevada resistência a hidrólise ácida ou 

enzimática (SÁNCHEZ, 2009). Sete formas cristalinas foram identificadas para 

celulose, e são designadas como Iα, Iβ, II, IIII, IIIII, IVI e IVII. Na natureza, a celulose 

Iα e Iβ são as formas cristalinas mais abundantes (OGEDA; PETRI, 2010). 

 

Figura 4 - Diferentes visões do modo de distribuição da celulose cristalina e amorfa 
na microfibrila. A: celulose cristalina está no centro da microfibrila e é envolta pelo 
substrato amorfo. B: As regiões cristalinas e amorfas são repetidas ao longo da 
dimensão horizontal 

 
 Fonte: Andersen (2007).   
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Figura 5 - Estrutura representativa da miofibrila de celulose. 

 

Fonte: Ramires (2010). 

 

A degradação da celulose se dá através ação de enzimas conhecidas como 

celulases. Estas enzimas são biocatalisadores altamente específicos que atuam em 

sinergia para a liberação de açúcares, dos quais glicose é o que desperta maior 

interesse industrial, devido à possibilidade de sua conversão em etanol 

(LYND et al., 2002; CASTRO; PEREIRA, 2010). 

 

2.1.3 Lignina 
 

 A lignina é um biopolímero amorfo de natureza aromática com alta massa 

molecular, cuja a biossíntese geralmente é proveniente da polimeração de três tipos 

de unidades de fenilpropano (monolignóis): álcoois cumarílico, coniferílico e 

sinapílico, no entanto, outros lignóis podem estar presentes em quantidades 

menores (THAKUR; THAKUR, 2015). As subestruturas fenólicas que originam estes 

monolignóis são chamadas de hidroxifenila (H, do álcool cumarílico), guaiacila (G, de 

álcool coniferílico) e siringila (S, de álcool sinapílico), apresentadas na figura 6 (PU 

et al., 2011; LAURICHESSE; AVÉROUS, 2014). 

 Durante o processo de lignificação biológica, as unidades dos monolignóis 

ligam-se entre si por meio de reações de acoplamento dos radicais, formando uma 

complexa estrutura molecular tridimensional (Figura 7). Os produtos de acoplamento 

dos radicais fenilpropanóide apresentam ligações do tipo éter, mais fracas, e 
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ligações carbono-carbono, que são as mais fortes. Nas madeiras folhosas, 

aproximadamente, 50% das ligações são do tipo éter β-O-4 (ZANUNCIO; 

COLODETTE, 2011; LAURICHESSE; AVÉROUS, 2014). 

 A composição e a proporção de diferentes monômeros na lignina variam 

consideravelmente de acordo com o tipo de material vegetal, sendo influenciados 

pelo ambiente (BOERJAN et al., 2003; RAGAUSKAS et al., 2014). Embora existam 

exceções, as ligninas de angispermas são constituídas, principalmente, por unidades 

G e S e vestígios de unidades H, enquanto as ligninas de gimnospemas 

compreendem, principalmente, unidades G e baixos níveis de unidades H. Ligninas 

de gramíneas (monocotiledôneas) incorporaram as unidades G e S em níveis 

comparáveis, além disso, possuem mais unidades H que as dicotiledôneas 

(BOERJAN et al., 2003). 

 

Figura 6 - Os três principais precursores de lignina (monolignóis) e suas estruturas 
correspondentes em polímeros de lignina. 

 
Fonte: Laurichesse e Avérous (2014). 
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Figura 7 - Fragmento de Lignina, mostrando importantes ligações intramoleculares. 

 
Fonte: Norgren e Edlund (2014). 

 

2.1.4 Hemicelulose 
 

 Hemiceluloses são heteropolissacarídeos que representam de 15 a 35% da 

biomassa vegetal e que podem ser compostos por pentoses (β-D-xilose, 

α-L-arabinose), e hexoses (β-D-manose, β-D-glucose, β-D-galactose) e/ou ácidos 

urónicos (α-D-glucurônico, α-D-4-O-metilgalacturônico e α-D-galacturônicos). Outros 

açúcares como α-L-ramnose e α-L-fucose também podem estar presentes (Figura 

8). Estes heteropolissacarídeos são nomeados de acordo com o principal resíduo de 

açúcar da cadeia polimérica (GIRIO et al., 2010). 

 Geralmente esses açúcares formam cadeias curtas, sendo essas 

ramificadas, com um grau de polimerização em torno de 80-200. O conteúdo e a 

estrutura química das hemiceluloses podem ser variados em diferentes plantas 

(SUN et al., 2016). Homopolímeros de xilose, os chamados homoxilanos só ocorrem 

em algas marinhas vermelhas (Porphyra e Bangia) e verdes (Caulerupa, Bryopsis e 

Udotea) (ARAKI et al., 2000; OKAZAKI et al., 2011).  

 As hemiceluloses encontram-se intercaladas às microfibrilas de celulose, 

impedindo que elas se toquem, dando elasticidade e consistência a parede celular. 

A extração da hemicelulose das paredes celulares ocorre por soluções alcalinas 

fortes devido à existência de pontes de hidrogênio entre a hemicelulose e as 
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microfibrilas de celulose. Uma vez extraída da parede celular a hemicelulose passa a 

ser solúvel em água (TAVERNARI et al., 2008; SCHELLER; ULVSKOV, 2010).  

 Dependendo da unidade da cadeia principal, as hemiceluloses podem ser 

divididas em quatro grandes grupos: as xilanas, mananas, glucanas e as galactanas 

(SCHELLER; ULVSKOV, 2010). 

 

Figura 8 - Estrutura molecular dos carboidratos constituintes da hemicelulose. 

 
Fonte: Fengel e Wegener (1989) citado por Rabelo (2010). 

   

2.1.4.1 Estrutura da xilana e substituintes 

 

 O mais importante polissacarídeo da hemicelulose é a xilana, a qual é 

composto por resíduos de xilose ligados por ligações glicosídicas β-1,4 na cadeia 

principal, que podem ser parcialmente substituídos por grupos O-acetil nas posições 

O-2 e/ou O-3, sendo que as ramificações podem ser compostas por α-L-arabinose, 

ácidos D-glucurônico ou 4-O-metil-D-glucurônico, e ainda ácidos ferúlico e 

ρ-cumárico podem estar ligados aos resíduos de L-arabinose (SILVIA et al., 1998; 

BEG et al., 2001; COLLINS et al., 2005; DEUTSCHMANN; DEKKER, 2012).  

 A composição e a ligação das cadeias secundárias determinam o tipo 

específico de variação da xilana sendo nomeadas como homoxilana, arabinoxilana, 
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glucuronoxilana e arabinoglucuronoxilanas (LI et al., 2017). Removendo ramificações 

geralmente se eleva a taxa de degradação por enzimas endoxilanolíticas. Os grupos 

laterais de xilana tem um papel importante na ligação das hemiceluloses com a 

ligninas (OGEDA; PETRI, 2010). 

 A homoxilana contêm apenas resíduos de xilose, cujo biopolímero pode ser 

linear ou ramificado (CHAKDAR et al., 2016). 

 A glucuronoxilana (O-acetil-4-O-metilglucuronoxilano) é a principal 

hemicelulose encontrada na madeira dura, que também pode conter pequenas 

quantidades de glucomananas (hexosanas que por hidrólise libertam 

simultaneamente glucose e manose). Em madeira dura, a glucuronoxilana 

representa de 15 à 30% de sua massa seca (LINARES-PASTÉN; ARONSSON; 

KARLSSON, 2018). Neste polissacarídeo, algumas unidades de xilose são 

acetiladas na posição C2 e C3 e, além disso, uma a cada dez moléculas possuem 

um grupo de ácido urônico (ácido-4-O-metilglucurônico) unidos por ligações α-1,2. A 

porcentagem de grupos acetil varia entre 8% à 17% do total de xilana, 

correspondendo, em média de 3,5 à 7 grupos acetilados a cada 10 unidades de 

xilose (GIRIO et al., 2010). 

 Na glucuronoxilana as ligações xilosídicas entre as unidades de xilose são 

facilmente hidrolisadas por ácidos, entretanto, as ligações entre os grupos de ácido 

urônico e a xilose são muito resistentes (PENG et al., 2012). O grau médio de 

polimerização (DP) da glucuronoxilana está na faixa de 100-200 (PEREIRA et al 

2003; GIRIO, 2010). Além dessas unidades, β-D-xilanopiranosil e 

ácido-4-O-metilglucurônico, a glucuronoxilana também pode conter pequenas 

quantidades de L-ramnose e ácido galacturônico. O que aumenta a resistência do 

polímero a agentes alcalinos (GIRIO, 2010). 

 A arabinoxilana é a maior fração de hemicelulose encontrada em grãos de 

cereais, tais como: trigo, cevada, aveia, arroz, sorgo (IZYDORCZYK; BILIADERIS, 

1995; NAIDU et al., 2018). A arabinose é o principal grupo lateral da arabinoxilana, 

este composto está ligado à posição de carbono 2 ou 3 da unidade xilose que 

formam a espinha dorsal do xilana (EBRINGEROVÁ, 2005; NAIDU et al., 2018). As 

unidades de xilose também podem ser substituídas nas posições de carbono 2 e 3 

por grupos acetil. Um fator importante das propriedades da arabinoxilana é a 

proporção de arabinose e xilose, pois afeta o grau de ramificação. O grau de 



29 
 

polimerização das arabinoxilanas varia de 50 a 185 unidades de monómero (ZHOU 

et al., 2016). 

 Nas paredes celulares das gramíneas, a arabinoglucuronoxilana ou 

glucuronoarabinoxilana corresponde a maior componente da hemicelulose, de 40% 

à 50%, enquanto em madeiras estes componentes são encontrados em menores 

quantidades, de 5% à 15% (SOREK et al., 2014). A arabinoglu-curonoxilana possui 

um ácido 4-O-metil-glucurônico e um α-L-arabinofuranosil, ligados, respectivamente, 

nas posições O-2 e O-3 da cadeia de xilose, através de ligações glicosídicas do tipo 

β-1,4 (PENG et al., 2012). Essas substituições são aproximadamente 1 unidade de 

ácido glucurônico para cada 5-6 unidades de xilose e 1 de arabinofuranose para 

cada 5-12 de xilose (SHIMIZU, 2001). Não foram relatados casos de arabinose e 

ácido glucurônico sendo substituídos na mesma unidade de xilose (KOZLOVA; 

MIKSHINA; GORSHKOVA, 2012).  

 Em cada categoria de xilana existe uma heterogeneidade em relação a 

natureza e ao grau de ramificação. 

 

2.1.4.2 Hidrólise da xilana e o sistema xilanolítico 

 

Devido à heterogeneidade e a natureza química complexa da xilana, sua 

despolimerização completa requer a ação de várias enzimas hidrolíticas do 

complexo xinalolítico, com diversas especificidades e modos de ação. O sistema 

enzimático xilanolítico é composto pelas enzimas endoxilanases (1,4-β-D-xilana 

xilanoidrolase EC 3.2.1.8), β-D-xilosidases (1,4-β-D-xilana xiloidrolase; EC 3.2.1.37), 

α-glucosiduronase (E.C.3.2.1.139), acetilxilana esterase (E.C.3.1.1.72), arabinases e 

ácido ferúlico esterase (E.C.3.1.1) (SAINZ-POLO et al., 2014), como ilustrado na 

Figura 9. Entre essas enzimas conhecidas como xilanases, as endoxilanases e 

β-D-xilosidases, são as mais estudadas (TERRASAN; GUISAN; CARMONA, 2016). 
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Figura 9 - Estrutura da xilana, mostrando os diferentes grupos substituintes e o ponto 
de clivagem das xilanases microbianas. 

 
Fonte: Chavez et al. (2006). 

 

 As endo-1,4-β-D-xilanase clivam as ligações glicosídicas β-1,4 internas das 

moléculas de xilana, liberando xilooligossacarídeos (XOXs) e a β-D-xilosidase 

hidrolisa estes XOXs para liberar xilose (HALTRICH et al., 1996). A clivagem da 

xilana pela enzima não é aleatória, ela é dependente do comprimento da cadeia, do 

grau de ramificação e da presença de substituintes na molécula do substrato. 

Algumas xilanases clivam facilmente regiões sem substituições, enquanto outras 

dependem da presença de substituintes para excer sua função (LI et al., 2000).  

 As β-D-xilosidases (1,4-β-D-xilana xilohidrolase; EC 3.2.1.37) liberam xilose 

a partir de xilooligossacarídeos curtos e xilobiose. Normalmente, não são capazes 

de hidrolisar xilana, e seu melhor substrato é xilobiose, mas estas enzimas são 

capazes de clivar substratos artificiais como p-nitrofenil e 

nitrofenil β-D-xilopiranosídeo (POLIZELI et al., 2005; KNOB;TERRASAN; 

CARMONA, 2010). 

 Um importante papel das enzimas β-D-xilosidases é diminuir a inibição 

causada pela concentração de xilooligossacarídeos, pois as xilanases são inibidas 

por altas concentrações de seus produtos (POLIZELI et al., 2005; 

KNOB;TERRASAN; CARMONA, 2010). 

 A acetilxilana esterase (EC 3.1.1.72) cliva a ligação éster com o ácido 

acético das hemiceluloses acetiladas. Vários tipos de xilanas e outras hemiceluloses 

são frequentemente acetiladas (KOMIYA et al., 2017). A ácido ferúlico esterase 

(EC 3.1.1.-) e a ácido ρ-cumaroil esterase (E.C.3.1.1) também clivam as ligações 
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ésteres da xilana, sendo que a primeiro hidrolisa a ligação entre a arabinose e o 

ácido ferúlico e a segunda entre a arabinose e o ácido-ρ-cumárico (WONG et al., 

1988). 

 As arabinases removem resíduos de L-arabinose na posição do C2 e C3 do 

β-D-xilopiranosil e podem apresentar dois modos de ação: As 

endo-1,5-α-L-arabinase (E.C. 3.2.1.99) clivam arabinanas lineares de forma 

aleatória, liberando arabino-oligossacarídeos, estas enzimas também são ativas em 

ρ-nitrofenil-α-L-arabinofuranosideo; Já as exo-α-L-arabinofuranosidase 

(EC 3.2.1.55), degradam arabinanas ramificadas liberando arabino-oligossacarídeos 

curtos, e são inativas ao ρ-nitrofenil-α-L-arabinofuranosideo. A 

exo-α-L-arabinofuranosidase é específica na hidrólise da arabinoxilana (WONG; 

CHAN; BATT, 2008).  

 A α-glucuronidase (EC 3.2.1.-) hidrolisa as ligações α-1,2 entre o 

ácido-4-O-metilglucurônico e a unidades de β-D-xilopiranosil, da cadeia de 

glucoranoxilana (WONG et al.,1988). A α-glucuronidase de origem fúngica se difere 

da bacteriana no tamanho e na estrutura quartenária da proteína, porém, ambas 

apresentam sítios ativos altamente conservados. As α-glucuronidases bacterianas 

apresentam massa molecular de 70 kDa, enquanto as α-glucuronidases fúngicas 

possuem massa molecular de cerca de 90 kDa. A diferença na massa molecular das 

α-glucuronidases isoladas destes microrganismos se deve à glicosilação das 

enzimas fúngicas. A enzima em ambas as origens utiliza o mecanismo inversor para 

catálise (YEOMAN et al., 2010). 

 

2.2 CLASSIFICAÇÃO DAS XILANASES  

 

 As xilanases são glicosidases (hidrolases O-glicosídicas, EC 3.2.1.x) 

produzidas por fungos, bactérias, algas marinhas, protozoários, crustáceos, insetos 

e sementes. Contudo, comercialmente, sua principal fonte é a produção através de 

fungos filamentosos (COLLINS;GERDAY;FELLER 2005; BAJPAI, 2014). 

 As xilanases foram relatadas pela primeira vez em 1955, sendo 

originalmente denominadas pentosanases. Posteriormente, foram reconhecidas pela 

União Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular (IUBMB) em 1961, quando 

foram classificadas como EC 3.2.1.8 (COLLINS; GERDAY;FELLER 2005) 
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 A IUBMB determina a nomenclatura das glicosil hidrolases (GH) 

baseando-se na especificidade ao substrato e, ocasionalmente, em seu mecanismo 

molecular. Essa classificação é feita com base na similaridade da sequência dos 

aminoácidos, levando à definição de 149 famílias diferentes, disponível no site do 

CAZy (http://www.cazy.org). 

 A hidrólise de ligações glicosídicas é realizada por meio de catálise ácida e 

requer dois resíduos de aminoácidos: um doador de prótons e um nucleófilo (base). 

Essa hidrólise pode ocorrer por meio de dois mecanismos que são diferenciados 

pela retenção ou pela inversão da configuração do carbono anomérico. Em ambos 

os mecanismos a posição do doador de prótons é idêntica, perto o suficiente para 

formar uma ligação de hidrogênio com o oxigênio glicosídico. Em enzimas que retém 

a configuração, a base nucleofílica da catálise é “vizinha” do carbono anomérico do 

açúcar. As enzimas que invertem a configuração diferem justamente na distância 

dessa base, que é mais distante do alvo no substrato. Nesse caso, uma molécula de 

água pode se acomodar no espaço entre o nucleófilo e o açúcar (DAVIES; 

HENRISSAT, 1995). As famílias GH 10 e 11 possuem dois resíduos de glutamato 

como doador de prótons e nucleófilo atuando, geralmente, pelo mecanismo de 

retenção (figura 10) (COLLINS;GERDAY;FELLER 2005). 

 Sendo assim no mecanismo de retenção a primeira etapa da reação um dos 

resíduos de glutamato, inicialmente protonado, age como catalisador ácido-base, 

doando prótons H+ para o substrato, enquanto o outro atua como nucleófilo, 

atacando o carbono anomérico e levando à clivagem da ligação glicosídica, com 

saída do grupo de partida e formação do intermediário covalente. No segundo 

passo, a cadeia lateral do primeiro resíduo de glutamato, que se encontra 

desprotonada, atua como aceptor de prótons H+, abstraindo um próton de uma 

molécula de água que ataca o carbono anomérico, liberando o produto final e 

regenerando a enzima livre (WAN et al., 2015, PAES; BERRIN; BEAUGRAND, 

2012). 
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Figura 10 - Mecanismo de retenção para hidrólise de uma ligação covalente 
O-glicosídica por uma xilanase. 

 
Nota: O mecanismo de retenção, em que o oxigênio da ligação glicosídica é protonado por um 

catalisador ácido (A/B) e o ataque nucleofílico é promovido por uma base (Nuc). A glicosil-enzima 

resultante (Intermediário) é hidrolisada por uma molécula de água e a segunda substituição no 

carbono anomérico gera um produto com estereoquímica idêntica àquela do substrato. 

Fonte: Adaptado de Paës;Berrin; Beaugrand (2012). 

  

 As xilanases são classificadas em diversas famílias das GH 5, 8, 10, 11, 16, 

26, 30, 43, 51, 62 e 98, porém as que possuem ação hidrolítica para a β-1,4, são 

encontradas restritamente nas famílias GH 5, 8, 10, 11, 30, 51 e 98 (PAES; BERRIN; 

BEAUGRAND, 2012; LINARES-PASTÉN; ARONSSON; KARLSSON, 2018).  

 As xilanases mais descritas em literatura são as das famílias GH 10 (antes 

conhecidas como F) e 11(antes conhecidas como G) (BIELY et al., 1997; JUTURU; 

WU, 2012). As da família GH 10 são produzidas por plantas, bactérias e fungos. 

Essas enzimas são altamente ativas sobre pequenos xilooligossacarídeos, o que 

indica pequenos sítios de ligação ao substrato (POLLET et al., 2010). Apresentam 

massa molecular acima de 30 kDa, baixo ponto isoelétrico (pI), os sítios catalíticos 
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formam uma estrutura de barril (α/β)8 TIM (Figura 11) com loops estendidos, 

localizados em uma fenda que contêm, pelo menos, de quatro a cinco sub-sítios de 

ligação para substrato (COLLINS, GERDAY E FELLER, 2005; ZHANG et al., 2016). 

Existem relatos de enzimas dessa família que apresentam uma massa molecular 

menor podendo, em alguns casos, serem altamente glicosiladas 

(ÁLVAREZ-CERVANTES et al., 2016). 

 

Figura 11 - À esquerda, vista lateral e à direita, vista superior da representação 
esquemática da proteína tridimensional (3D) da xilanase GH 10 produzida por 
Streptomyces halstedii, PDB 1NQ6. As hélices α e as cadeias β da estrutura de barril 
(α/β)8, são coloridas em laranja e verde, respectivamente. 

 
Fonte: Linares-Pastén, Aronsson e Karlsson (2018) adaptado de Canals et al. 

(2003). 

 

  A maioria dos sub-sítios de ligação do substrato da xilanase pertencentes à 

família GH 10 são altamente conservados, mas as diferenças de afinidade entre 

estes sítios podem afetar seu modo de ação, bem como o substrato de preferências 

(ZHANG et al., 2016). Essas enzimas têm grande versatilidade catalítica, podendo 

catalisar a hidrólise de aril β-D-cellobiosídeos (COLLINS, GERDAY E FELLER, 

2005; CHAKDAR et al., 2016).  

 Foram descritos muitos trabalhos relatando a produção de xilanases de 

GH 10 por várias espécies de fungos, tais como: Penicillium citrinum (BAGEWADI; 

MULLA; NINNEKAR; 2016), Penicillium canescens (DENISENKO et al., 2017), 

Aspergillus niger (TAKAHASHI; KAWABATA; MURAKAMI, 2013), Malbranchea 

pulchella (RIBEIRO et al., 2014) e Penicillium funiculosum (LAFOND et al., 2011). 

  As xilanases da família GH 11 são produzidas, apenas, por bactérias e 

fungos, apresentam baixa massa molecular (20 kDa) e pIs ácidos e alcalinos. Estas 

enzimas apresentam domínios para catálise de 180 a 200 aminoácidos, na 
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conformação folha β, curvada para si, conhecida como "β-jelly roll', que geralmente é 

comparada a uma mão direita parcialmente fechada como apresentada na Figura 12 

(WAN et al., 2015).   

 

Figura 12 - Representação esquemática da proteína tridimensional (3D) da xilanase 
GH 11 produzida Thermomyces lanuginosus, PDB1YNA. 

 
 Fonte: Linares-Pastén, Aronsson e Karlsson (2018) adaptado de Gruber et al. 

(1998). 

 

 Estas enzimas atuam exclusivamente em substratos que contêm resíduo 

D-xilose (BIELY et al., 1997). As xilanases de GH 11 são produzidas por vários 

microrganismos a exemplo, podem-se citar Humicola insolens (YANG et al 2014), 

Fusarium oxysporum (MOUKOULI; TOPAKAS; CHRISTAKOPOULOS 2011), 

Penicillium occitanis (DRISS et al., 2012), Aspergillus tamarii (HEINEN et al., 2018) e 

Orpinomyces sp (VENTORIM et al., 2018). 

 As famílias GH 16, 43 e 62 contêm enzimas bifuncionais que possuem dois 

domínios, com propriedades catalíticas distintas. Na família 26, as xilanases agem 

em ligações β-1,3 em vez de β-1,4 (PAES; BERRIN; BEAUGRAND, 2012). 

 Na família GH 30, as xilanases demonstram serem dependentes das 

substituições de ácido metilglucurônico para atividade, sendo consideradas 

glucuronoxilanases (SAINZ-POLO et al., 2014). Entretanto, a xilanase de GH 5 

(Xyl5A), produzida por Clostridium thermocellum, possui especificidade para 

hidrolisar substituições de arabinose (CORREIA et al., 2011). Um pequeno número 

de xilanases caracterizadas estão incluídas na família GH 8. Esta família, de forma 

semelhante às xilanases GH 10 e 11, não requer substituições na cadeia de xilana, 

mas difere das mesmas pelo mecanismo de reação inversa de deslocamento único 

(VALENZUELA et al., 2016). Este mecanismo também foi descrito para xilanases, 

pertencentes às famílias GH 43 e 98, que difere das xilanases com mecanismo de 
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retenção com deslocamento duplo, pertences as famílias GH 5, 10, 11, 26, 30 e 51 

(LINARES-PASTÉN; ARONSSON; KARLSSON 2018). 

 

2.3 PRODUÇÃO DE ENZIMAS  

2.3.1 Fungos filamentosos  
 

 Os fungos são seres eucarióticos altamente eficientes na degradação de 

uma ampla gama de substratos para sua nutrição. Estes microrganismos são hábeis 

em degradar o material lignocelulósico dos resíduos agrícolas. Inicialmente, os 

fungos secretam enzimas extracelulares ao meio que podem degradar as 

macromoléculas em moléculas pequenas que serão incorporadas e utilizadas 

nutricionalmente. Entre as enzimas produzidas pelos fungos destacam-se as 

celulases, lacases, xilanases, pectinases e amilases (ESPOSITO; AZEVEDO, 2010). 

Esses microrganismos se apresentam sob a forma unicelular, as leveduras e a forma 

multicelular, filamentosa. A forma filamentosa é constituída de um conjunto de 

estruturas tubulares, denominadas de hifas, que quando agrupadas, formam o 

micélio (TORTORA; CASE; FUNKE, 2012). 

 Os fungos da ordem Mucolares são principalmente saprófitas, capazes de 

crescer em condições limitadas nutrientes e assimilar diferentes tipos de açúcares. 

Eles já são bem conhecidos em países como a China e Sudeste Asiático, sendo 

utilizados na produção de alimentos fermentados como tempe e o tofu. Nos últimos 

tempos, também têm sido investigado e utilizado para a produção de uma ampla 

gama de produtos metabólicos, tais como ácidos orgânicos, enzimas e 

biocombustíveis, como bioetanol e biodiesel. Além disso, a biomassa dos 

Mucoromycota, contém quantidades benéficas de proteínas, lipídios, aminoácidos, 

quitosana e quitina. Esses microrganismos são conhecidos como amilolíticos, sendo 

capazes de realizar sacarificações simultâneas e fermentações de materiais de 

amido (FERREIRA et al., 2013; MILLATI et al., 2014). 

 Gongronella spp. estão entre os membros mais comuns e economicamente 

importantes da Ordem Mucorales. Entre os vários fungos pertencentes a esta 

Ordem, Gongronella butleri é um fungo mesofílico, importante na produção de 

quitosana (TAN et al., 1996; BABU et al., 2015). Com relação a produção enzimática 

para a espécie, em literatura foram encontrados alguns trabalhos com β-glicosidase 
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(FANG et al., 2014, SANTOS et al., 2016) e amilase (CAVALHEIRO et al., 2017). 

Reforçando a importância desse estudo, quanto a produção de xilanases por 

Gongronella butleri. 

 

2.4 PRODUÇÃO DE XILANASE POR CULTIVO EM ESTADO SÓLIDO E CULTIVO 

SUBMERSO 

 

O processo de cultivo dos microrganismos para a produção de enzimas 

podem ser conduzidos utilizando o cultivo em estado sólido (CES) ou cultivo 

submerso (CSm) (VITCOSQUE et al., 2016). 

O CES emprega a utilização de um substrato sólido, apresenta pouca água 

livre, ou seja, a umidade é suficiente apenas para manter o crescimento e 

metabolismo do microrganismo (SINGHANIAA et al., 2009). Já no CSm, o meio 

consiste essencialmente de água, contendo os nutrientes dissolvidos. A técnica de 

cultivo submerso possui inúmeras vantagens como controle do pH, oxigênio 

dissolvido, temperatura, concentração de água e moléculas solúveis (FARINAS et 

al., 2015). Descobriu-se que CSm é normalmente mais indicada para processos que 

exigem enzimas mais purificadas (GARCIA-KIRCHNER et al., 2002). Essa técnica 

de cultivo é mais indicada para bactérias, ou leveduras, que requerem elevada 

umidade (SUBRAMANIYAM; VIMALA, 2012). 

 O CES mostrou ser uma técnica vantajosa para cultivo de fungos 

filamentosos, pois simula seu habitat natural, sendo adequada como método de 

cultivo para tais microrganismos por permitir a penetração das hifas nos poros entre 

as partículas de substratos, o que auxilia as trocas gasosas e a manutenção 

metabólica. Além disso, as enzimas produzidas por CES são menos susceptíveis a 

problemas de inibição pelo substrato e são mais estáveis em termos dos efeitos da 

temperatura e do pH (BARRIOS-GONZALEZ, 2012).  

 Do ponto de vista ambiental, a vantagem do CES é a possibilidade de utilizar 

resíduos agroindustriais como substratos sólidos, que servem como fonte de 

carbono para o crescimento e produção de enzimas (ERGUN; UREK, 2017). 

 A eficiência dos CES e CSm estão diretamente relacionadas com a fonte de 

carbono e microrganismo utilizado. O CES apresenta algumas limitações, como o 

controle de parâmetros como temperatura, pH, teor de umidade, aeração e a 
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concentração de nutrientes, principalmente quando utilizado em grandes escalas, 

influenciando diretamente o processo fermentativo (FARINAS et al., 2015).  

 Foram encontrados vários trabalhos, utilizando o CES e Csm para produção 

de xilanase fúngica. A tabela 2 traz alguns exemplos relacionados às xilanases. 

 

Tabela 2 - Produção de enzimas xilanolíticas por fungos sob cultivo em estado sólido 
e submerso. 

Fungo Temperatura de 
crescimento Substrato Tipo Tempo 

(horas) Referências 

Aspergillus foetidus 
MTCC 4898 30 ºC Sabugo de milho CES 168 Chapla, Pandit 

e Shah (2012) 

Tuber Maculatum 22 ºC Xilana 
beechwood CSm 240 Bedade et al. 

(2017) 

Apergillus awamori 30 ºC Coco babaçu CES 72-120 Castro, Castilho 
e Freire (2015) 

Thermoascus 
aurantiacus ATCC 

204492 
45 ºC Palha de trigo CSm 168 

Brienzo, 
Carvalho e 

Milagres (2010) 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

2.4.1 Otimização das condições de cultivo  
 

 Recentemente, a pesquisa científica tem trazido grandes avanços em todas 

as áreas da ciência, gerando um elevado número de informações. No Brasil, a 

aplicação de ferramentas estatísticas é de extrema importância, pois os recursos 

financeiros e laboratoriais encontram-se escassos, em decorrência das restrições de 

verbas para a aquisição de equipamentos e materiais de consumo. Uma reflexão 

deve ser realizada no início de cada pesquisa científica, para a definição das 

condições experimentais que permitam a aquisição de resultados confiáveis, já que 

a otimização de parâmetros experimentais de relevância é considerada como uma 

das etapas mais críticas do trabalho científico, principalmente daqueles que têm por 

objetivo o desenvolvimento de processos tecnológicos aplicáveis em grande escala 

(CUNICO et al., 2008; WALIA et al., 2017) 
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 A otimização visa melhorar o desempenho de um sistema, de um processo 

ou de um produto, de forma a obter deles o máximo de benefícios possíveis, 

minimizando quaisquer prejuízos (UDAY et al 2016). 

  Foram encontrados vários trabalhos que relataram a otimização satisfatória 

de xilanase e outras enzimas, produzidas a partir de bactérias e fungos usando uma 

abordagem estatística (GULERIA et al. 2015; WALIA et al. 2015a; GULERIA et al. 

2013). 

 Tradicionalmente, os processos de otimização são realizados pelo 

monitoramento de um fator por vez e observação de sua influência sobre uma 

resposta experimental. Neste tipo de abordagem, chamado de otimização 

univariada, enquanto o nível de um fator é alterado, os níveis dos demais são 

mantidos em um valor constante. Em anos recentes, tem aumentado a utilização de 

ferramentas quimiométricas multivariadas para a otimização de métodos analíticos. 

Considerando suas vantagens, como a redução do número de experimentos, 

resulta-se em um menor gasto de reagentes e de tempo. Estas ferramentas 

baseiam-se no desenvolvimento de modelos matemáticos que permitem estabelecer 

a relevância e a significância estatística dos efeitos dos fatores estudados, bem 

como avaliar os efeitos de interação entre os mesmos (NOVAES et al., 2017). 

 Planejamentos fatoriais completos, ou fracionários, são planejamentos 

multivariados que se baseiam na variação de fatores simultaneamente a um limitado 

número de níveis (normalmente dois), para cada variável. Esses tipos de 

planejamento são especialmente importantes no início de um estudo experimental, 

pois permitem realizar uma triagem de variáveis, evidenciando as mais significativas 

e quantificando suas interações (NOVAES et al., 2017). 

  O presente trabalho propõe um planejamento fatorial completo 24, seguindo 

de um "steepest ascent" e análise de variância da atividade xilanolítica da espécie 

selecionada em estudo, cultivada em estado sólido, utilizando o farelo de trigo como 

substrato. 

 

2.5 Purificação de Enzimas 

 

 O setor da Biotecnologia exige etapas rápidas e econômicas para 

purificação de proteínas. Neste contexto, diferentes técnicas de purificação são 
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utilizadas, ofertando à indústria alta recuperação e pureza ao produto final 

(DUTRA-MOLINO et al., 2014). A purificação é uma etapa importante variadas 

técnicas de purificação, ou combinação de mais de uma delas, são utilizadas tais 

como filtração em gel, troca iônica, interação hidrofóbica e etc., como apresentado 

na Tabela 3. Tais procedimentos são essenciais para a obtenção de enzimas puras 

e/ou sem perdas de atividade enzimática (SANTOS; ISHII, 2011). 

  

Tabela 3 - Exemplos de técnicas de purificação de xilanases fúngicas. 

Microrganismo Substrato 
utilizado Técnica de purificação Referência 

Trichoderma 
inhamatum Xilana de aveia Troca Iônica (DEAE Sephadex) e 

Filtração em gel (G 75) 

Silva, Terrasan 
e Carmona 

(2015) 

Thermoascus 
aurantiacus 

Bagaço de 
cana-de-açúcar 
e farelo de arroz 

Precipitação Salina (NH ) SO  
20%; Exclusão molecular 

(Sephadex G-100) e Troca iônica 
(DEAE-cellulose C545) 

Chanwicha  
et al. (2015) 

Humicola 
Grisea Farelo de trigo Troca iônica (DEAE-Sepharose) 

e Interação Hidrofóbica 

Lucena-Neto e 
Ferreira-Filho 

(2004) 
 

Malbranchea 
cinnamomea 

 
 

 
Precipitação Salina (NH ) SO  

60-80%; Troca iônica (Q 
Sepharose) e Exclusão molecular 

(Sephadex G75) 

Fan et al. 
(2014) 

 
Myceliophthora 

thermophila 
 

Palha de arroz, 
farinha de milho 

 

Precipitação Salina (NH ) SO  
20–80% de sal (NH ) SO , 

filtração em gel G100 e troca 
iônica (DEAE-Cellulose) 

Boonrung 
et al. (2016) 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 A purificação enzimática também pode ser baseada na alteração da 

solubilidade. Em concentrações mais elevadas de sal, a solubilidade protéica, 

geralmente, diminui, ocasionando à precipitação das proteínas. Este mecanismo é 

denominado salting out. Estes sais tendem reduzir a solubilidade das proteínas e 

aumentar a estabilidade da conformação nativa, no entanto, os íons presentes nos 

sais são geralmente desnaturantes (GREEN; HUGHES, 1955; WINGFIELD, 2016). 

 As técnicas utilizadas neste estudo são a troca iônica e a filtração em gel. 

No método da troca iônica têm-se fixação de substâncias carregadas a um suporte 

que contém uma carga oposta. A separação ocorre, pois as interações eletrostáticas 

entre os grupos são reversíveis e dependentes da afinidade de cada substância pelo 
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trocador. Esta afinidade é função do pH do meio, da temperatura, da força iônica, do 

tampão e etc. Na purificação por filtração em gel as moléculas são separadas de 

acordo com seu tamanho efetivo quando em solução, utilizando matrizes (ou géis) 

com porosidade definida. Geralmente, essa técnica é utilizada após a realização de 

uma separação baseada na carga da proteína (BERG et al., 2002). 

 

2.6 APLICAÇÃO DE XILANASES  

 

 As xilanases despertaram um grande interesse recentemente, devido ao 

seu potencial para aplicação em muitos processos industriais. Nos últimos anos, o 

uso biotecnológico de xilanos e xilanases cresceu notavelmente (YEGIN, 2017). 

 As xilanases começaram a ser utilizadas na década de 1980, inicialmente 

na preparação de alimentos para animais e mais tarde nas indústrias de alimentos, 

têxteis e papelaria (HO, 2016). Atualmente, xilanases e celulases, juntamente com 

pectinases, correspondem a 20% do mercado mundial de enzimas (HO, 2017).  

 A maioria das xilanases comerciais são produzidas por Trichoderma, 

Bacillus, Aspergillus, Penicillium, Aureobasidium e Talaromyces sp (ADDELA et al., 

2015). A revisão será focada na aplicação da xilanase nas indústrias de alimentos, 

ração animal, biocombustível, papel e celulose. 

 

2.6.1 Aplicação de xilanase na fabricação de pão, alimentos e bebidas 
 

 As xilanases são amplamente utilizadas como aditivo na indústria de 

panificação, em conjunto com as amilases. Estas enzimas melhoram 

significativamente a textura, o tamanho e a vida útil do pão (BUTT et al., 2008).  

 Os arabinoxilanos podem ser classificados como arabinoxilanos extraíveis 

em água (AEA) e arabinoxilanos não estraíveis em água (ANEA). Embora eles 

sejam encontrados em pequenas quantidades na farinha de trigo, os arabinoxilanos 

afetam diretamente as características da massa (BUTARDO;SREENIVASULU, 

2016). O AEA é relatado como benéfico, enquanto ANEA tem efeitos negativos em 

produtos de panificação, pois afetam as propriedades visco-elásticas da massa. A 

exemplo, pode-se citar a hidratação insuficiente do glúten e a restrição da 

capacidade de retenção de gás, consequentemente a massa não se desenvolve, 
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acarretando a produção de pães duros, com textura desagradável. As xilanases 

atuam sobre o arabinoxilano e minimiza esses efeitos indesejáveis (JIANG et al., 

2005; GAAVILIGHI et al., 2006; GHOSHAL; SHIVARE; BANERJEE, 2016).  

 Uma outra questão a ser observada no processo de fabricação de pães foi 

descrita por Ahmad et al (2014), nesse estudo foram analisados vários tratamentos 

com xilanase, produzida por Aspergillus niger. Essa xilanase foi aplicada durante o 

preparo de grãos de trigo, assim como no momento da mistura da farinha na 

preparação da massa. Pôde-se concluir que a aplicação da xilanase em ambos 

tratamentos do processo de panificação, apresentando melhoria nas características 

da qualidade da massa, aumentando os atributos de qualidade do pão e a 

aceitabilidade do consumidor. No entanto, para obter os benefícios máximos dessa 

enzima, deve-se utilizá-la durante o preparo dos grãos de trigo, onde há tempo 

suficiente para desempenhar seu papel potencial, melhorando a qualidade da massa 

e do pão, em comparação com sua aplicação durante a mistura da farinha. 

 A xilanase também tem sido recomendada para fabricação de biscoitos do 

tipo cream cracker melhorando a textura, palatabilidade e a uniformidade dos 

mesmo (POLIZELI et al., 2005).  

 As xilanases, juntamente com as celulases e pectinases, podem ser 

utilizadas na extração e clarificação de sucos de frutas e vegetais. Após o 

prensamento, centrifugação e filtração das frutas, essas enzimas são utilizadas para 

clarear o suco e aumentar a liquefação através da degradação da fase sólida que é 

gerada. O processamento enzimático aumenta o rendimento do suco, reduz o tempo 

de processamento e melhora a qualidade do produto (SHARMA; PATEL; SHARMA, 

2014).  

 Em sucos de abacaxi e maçã, a xilanase produzida por 

Bacillus licheniformis P11(C) reduziu a turbidez em 70,1% e 78,8% respectivamente 

(BAJAJ; MANHAS, 2012). A eficiência da xilanase produzida por Thermomyces 

lanuginosus também foi verificada na clarificação de sucos de maçã e abacaxi. Além 

dessas frutas, foi também testado em suco de laranja, demonstrando que o 

tratamento com xilanase no suco de abacaxi foi mais eficaz, em comparação a 

utilização da enzima nos sucos de maçã e de laranja, este fato provavelmente pode 

estar relacionado com o baixo teor de pectina do suco de abacaxi (0,06 mg/100 mL), 

quando comparado ao teor hemicelulósico (1,15 mg/100 mL), enquanto que os 
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demais sucos, de maçã e de laranja, contêm teores mais elevados de pectina. 

(SHAHRESTANI et al., 2016).  

  Além dessa aplicação, as xilanases têm sido utilizadas para hidrólise 

enzimática, da xilana de várias fontes, como cascas de cevada, grãos de malte, 

espigas de milho, palha de milho, casca de arroz, farelo de trigo, palha de trigo e 

entre outros, liberando os xilooligocassarideos (XOS). Os XOS têm um potencial 

notável de serem novos prebióticos, seus benefícios excepcionais incluem melhora 

na função intestinal, aumentando a disponibilidade biológica de cálcio, melhorando 

sua absorção, e reduzindo o risco de câncer de cólon (JAIN; KUMAR; 

SATYANARAYANA, 2015). 

 Nos cereais como a cevada, a arabinoxilana é o principal polissacarídeo 

após o amido. Neste cereal a arabinoxilana é parcialmente solúvel em água, este 

polímero na forma hidratada resulta em uma solução aquosa altamente viscosa, o 

que prejudica o processo de filtração e leva ao escurecimento da cerveja, assim, o 

pré-tratamento com xilanases degrada a arabinoxilana e facilita o processo, 

reduzindo a viscosidade e resultando em clarificação (KAPILAN; ARASARATNAM, 

2017).  

 Segundo Polizeli et al. (2005), a xilose produzida pela ação das xilanases 

pode ser convertida a xilitol, um poliálcool que apresenta característica adoçante, 

semelhante à sacarose, de baixo teor calórico e não cariogênico, aspectos que 

conferem ao xilitol a capacidade de ser utilizado como adoçante de baixa caloria nas 

indústrias alimentícias.  

 

2.6.2 Aplicação xilanase na ração animal 
 

 O uso de enzimas em dietas de animais começou nos anos 80 e avançou 

nos anos 90. As xilanases têm sido utilizadas na ração animal, juntamente com 

glucanases, pectinases, celulases, proteases, amilases, fitase, galactosidases e 

lipases (SINGH et al., 2016).  

 As xilanases são de grande importância na alimentação animal pois cereais 

incluindo trigo e soja, são ricos em biomassa lignocelulosicas. As xilanases atuam 

reduzindo a viscosidade do produto, facilitando a liberação dos nutrientes e acesso 

dos mesmos para enzimas digestivas, com isso tem-se melhor absorção dos 
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mesmos. Desta forma, o valor nutricional da dieta é aumentado. O tratamento 

enzimático com xilanases em forragens pode atuar na melhora de qualidade da 

silagem, resultanto em uma taxa melhorada de digestão da parede celular da planta 

pelos ruminantes (KALIM; BÖHRINGER; ALI, 2015). 

 A utilização combinada das enzimas, fitase e a xilanase, pode tornar o 

farelo de arroz uma excelente alternativa de alimentação para as aves, inclusive 

como ótima fonte de fósforo, já que os principais fatores antinutritivos presentes no 

farelo de arroz são o alto teor de fibra e fitato (CONTE et al., 2003). 

 
2.6.3 Aplicação da xilanase no biobranqueamento 
 

 A indústria de celulose e papel tem cada vez mais investidos em novos 

métodos de biotecnologia, visando a substituição de uma parte dos produtos 

químicos utilizados no processo de fabricação de papel (WALIA et al., 2017). 

 A polpa de celulose, geralmente, é composta por celulose (90-99%), 

hemicelulose (2-4%) e traços residuais de lignina e minerais. As hemiceluloses são 

consideradas impurezas para o processo de branqueamento da polpa, por afetarem 

a capacidade de filtração no processo de produção da fibra, alterando as 

propriedades dos produtos finais de celulose, como a força da fibra (IBARRA et al., 

2010). 

 Os métodos mais utilizados para o processamento da polpa de celulose são 

os processos Kraft e o ácido sulfito (IBARRA et al., 2010). No método Kraft, a 

celulose passa por um cozimento contínuo, nesta etapa são empregados o hidróxido 

de sódio (NaOH) e o sulfeto de sódio (Na2S), como agentes ativos na reação. A 

polpa marrom retirada do digestor, após a etapa de cozimento, passa por uma série 

de lavagens. A mesma é branqueada pela remoção da lignina e hemiceluloses, 

através de uma série de processos químicos que utilizam oxigênio, peróxido de 

hidrogênio, soda cáustica e dióxido de cloro, entre outros agentes de 

branqueamento (ALVES et al., 2015). Esse procedimento, citado acima, leva a 

produção de efluentes ricos em organoclorados e com elevada toxicidade (GUPTA 

et al., 2015).  

  As xilanases facilitam as etapas de biobranqueamento da polpa de celulose, 

o objetivo principal da utilização destas enzimas é a remoção das hemiceluloses 
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sem degradar a celulose. O tratamento com xilanases torna a polpa mais acessível 

para a ação dos reagentes químicos, facilitando a remoção da lignina (redução do 

número de Kappa) e diminuindo a utilização dos produtos organoclorados 

(GANGWAR; PRAKASH; PRAKASH, 2014). 

  A inovação também aumenta a qualidade do papel, a espessura da massa 

e pode diminuir a liberação de compostos orgânicos voláteis. Dessa forma, as 

xilanases, utilizadas como parte do biobranqueamento do papel, podem ser uma 

opção mais segura para a substituição dos perigosos compostos clorados (WALIA et 

al., 2015b).  

 Segundo Sharma et al. (2015), o uso de xilanases em biobranqueamento 

diminuiu a utilização de 10 a 20% do cloro, aumentando os níveis de brilho em 5,8%. 

Também foi encontrada uma economia de 25% de compostos organoclorados, 

através da utilização xilanases, nas etapas de pré-branqueamento (LÓPEZ; SILVA; 

SANTOS, 2017). As xilanases também têm sido utilizadas no processo de 

reciclagem de papel, como por exemplo, em jornais (CHUTANI; SHARMA, 2015). 

 Vários trabalhos descrevem sobre a produção e aplicação de xilanases no 

processo de biobranqueamento da polpa de celulose para diferentes espécies de 

fungos, tais como Penicillim crustosum (SILVA et al., 2016), Aspergillus oryzae 

(CHUTANI; SHARMA, 2015), Aspergillus niger (SRIDEVI et al., 2016) e Tricoderma 

longibrachiatum (MEDEIROS et al., 2007). A xilanase utilizada, com o objetivo final 

de biobranqueamento, deve ser, preferencialmente, resistente a altas temperaturas, 

termoestável e livre de atividade celulolítica (WALIA et al., 2015b). 

 

2.6.4 Aplicação de xilanase na produção de Bioetanol 
 

 Atualmente, a conversão de materiais lignocelulósicos em etanol e produtos 

químicos de valor agregado ainda é uma proposta desafiadora (BOONCHUAY et al., 

2018). Os materiais lignocelulósicos têm sido um atraente substrato para a produção 

de bioetanol, pois utilizam um substrato de baixo custo, geram uma pequena 

quantidade de gás de efeito estufa, empregando um processo de produção 

ambientalmente amigável e reduzindo o uso da terra (SOCCOL et al., 2017). A 

biomassa lignocelulósica consiste na complexa rede de celulose, hemiceluloses e 

lignina (SINDHU; BINOD; PANDEY, 2016). O primeiro passo na produção de etanol 
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lignocelulósico é o pré-tratamento da biomassa, que envolve deslignificação do 

complexo lignocelulose para liberar celulose e hemicelulose. O segundo passo são 

as sacarificações dos açúcares complexos para açúcares fermentecíveis ao 

microrganismos, por métodos ácidos ou enzimático (BEG et al., 2001). 

 A sacarificação ácida gera vários compostos indesejados, inibidores de 

fermentação, tais como furfural, hidroximetilfurfural (HMF), compostos fenólicos e 

ácidos orgânicos, portanto, a sacarificação enzimática é o método mais preferido 

sobre o ácido (PANDEY; EDGARD; NEGI, 2016). O método enzimático requer ação 

de dois grupos de enzimas específicas, como as celulases e as xilanases, para a 

sacarificação da celulose e hemicelulose respectivamente, em hexoses e pentoses 

fermentecíveis (HORN et al., 2012). 
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3 OBJETIVOS 
 

O presente trabalho teve como objetivo selecionar fungos filamentosos, 

provenientes de uma coleção de isolados do bioma Cerrado e investigá-los quanto a 

sua produção de xilanases, utilizando resíduos agroindustriais. 

 

3.1 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

 Selecionar o microrganismo melhor produtor de xilanase e identificá-lo 

baseado no sequenciamento de rDNA por ITSs; 

 Comparar a produção da enzima através de cultivo em estado sólido e cultivo 

submerso, utilizando como substratos resíduos agroindústrias; 

 Estabelecer as melhores condições de produção dessas enzimas, utilizando o 

substrato mais promissor; 

 Avaliar, o uso do inóculo em discos para otimização da xilanase, por meio de 

análises estatísticas; 

 Avaliar a influência da umidade e do tempo de cultivo na produção da 

xilanase; 

 Purificar parcialmente a xilanase secretada pelo microrganismo selecionado, 

quando cultivado nas melhores condições estabelecidas; 

 Caracterizar bioquimicamente a xilanase bruta e a xilanase parcialmente 

purificada quanto aos seguintes parâmetros: pH e temperatura otima; 

estabilidade frente ao pH e a temperatura; efeito de íons e reagentes. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 
4.1 MICRORGANISMOS 

 

 Os fungos filamentosos utilizados nesse trabalho foram isolados em projeto 

anterior de mestrado desenvolvido por Senna 2014. Estão disponíveis, na coleção 

de microrganismos do Laboratório de Microbiologia e Processos Biotecnológicos da 

Universidade Estadual Paulista "Júlio de Mesquita Filho"- UNESP, Câmpus de Ilha 

Solteira.  

 

4.2 PRODUÇÃO ENZIMÁTICA  

4.2.1 Preparo dos substratos agrícolas e agroindustrias 
 

Os substratos utilizados como fontes de carbono, e seus respectivos locais de 

origem estão apresentado na Tabela 4. 

 

Tabela 4 - Origem dos substratos utilizados para o cultivo microrganismo 
selecionado. 

Fonte de carbono Sigla Origem Dimensões 
Bagaço de cana-de-açúcar BC Usina Santa Délia ¬ 30 mm  

Casca de maracujá CM FEPE-UNESP < 7 mm 
Palha de milho PM FEPE-UNESP ¬ 20 mm 

Braquiária B FEPE-UNESP < 2mm 
Sabugo de milho SM FEPE-UNESP ¬ 10 mm 

Casca de soja CS FEPE-UNESP < 2mm 
Farelo de trigo FT Comércio local < 5 mm 

Serragem S FEPE-UNESP < 2mm 
Papelão P Comércio local < 4mm 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Os substratos farelo de trigo (FT), palha de milho (PM), sabugo de milho (SM) 

e bagaço de cana-de-açúcar (BC), antes da utilização, foram submetidos a diversas 

lavagens para retirada de açúcares, amido e possíveis detritos presentes. A seguir 

foram colocados em bandejas cobertas com jornal e secos ao sol em ar livre por 8 

horas a cada 1 hora o material era homogeneizado, a fim de proporcionar uma 

secagem completa do material todo. 
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4.2.2 Cultivo em estado sólido (CES)  
 

O CES foi realizado em frascos Erlenmeyers de 250 mL contendo 5,0 g de 

substrato, o qual foi umedecido inicialmente com 10 mL de solução de sais contendo 

0,14 gL-1 de (NH4)2SO4, 0,2 gL-1 de K2HPO4, 0,02 gL-1 de MgSO4, 0,03 gL-1 de CaCl2 

para pH 5,0. O substrato utilizado como fonte de carbono nos ensaios iniciais foi o 

farelo de trigo (FT). A esterilização dos frascos com FT e com a solução de sais foi 

realizada separadamente em autoclave, posteriormente, o material sólido foi 

umedecido com solução salina e inoculado com a cultura fúngica. O inóculo foi 

preparado a partir do cultivo em placa de Petri contendo meio Agar Dextrose 

Sabouraud. Após 48 horas de crescimento, cinco discos de 0,5 cm de diâmetro 

foram utilizados como inóculo e transferidos para os Erlenmeyers contendo o 

substrato. Foi utilizado um bastão de vidro esterelizado para homogenizar o inóculo 

no substrato. Os frascos de Erlenmeyers foram incubados em estufa a 30 °C, por 72 

horas, e o crescimento fúngico foi avaliado através da visualização do crescimento 

micelial típico. Após o tempo de fermentação, foram adicionados 50 mL de água 

destilada autoclavada aos Erlenmeyers contendo crescimento fúngico. Estas 

amostras foram colocadas sob agitação orbital em Shaker, por 1 hora. Após a 

centrifugação a 10.000 rcf, por 10 minutos a 5 ºC, a solução enzimática bruta foi 

utilizada para as análises enzimáticas.  

 

4.2.3 Cultivo submerso (CSm) 
 

 No CSm, dois discos de 0,5 cm de diâmetro do isolado selecionado, foram 

inoculados em Erlenmeyers de 125 mL, contendo 20 mL de meio líquido com a 

seguinte composição: 0,12 gL-1 de MgSO4, 0,15 gL-1 de kH2PO4, 5,0 gL-1 de 

NH4H2PO4, 2 gL-1 de peptona, 0,45% de extrato de levedura e 10 gL-1 de xilana 

beechwood entre outros substratos (Tabela 4). Os frascos foram incubados sob 

agitação orbital de 125 ciclos por minutos, a 30 °C, durante 72 horas. O crescimento 

fúngico foi subsequente filtrado com gase e centrifugado à 10.000 rcf, por 10 

minutos a 5 ºC. A solução enzimática bruta foi utilizada para as análises enzimáticas. 
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4.2.4 Efeito da fonte de carbono  
  

O isolado que mais se destacou na produção de xilanase foi submetido ao 

ensaio em diferentes substratos. 

 Este fungo foi cultivado em estado sólido, com nove diferentes tipos de 

substratos (Tabela 4), como no Item 4.2.2. O sabugo de milho foi testado com duas 

granulometrias diferentes, selecionando as frações retidas em peneira de 10 (2 mm) 

e 20 mesh (0,84 mm). O cultivo e extração seguiu os mesmos parâmetros decritos 

no Item 4.2.2. 

 No cultivo submerso, foram utilizados seis substratos: farelo de trigo (FT), 

casca de maracujá (CM), palha de milho (PM), braquiária (B), sabugo de milho 

triturado (SMT), bagaço de cana-de-açúcar (BC). Todas fontes de carbono foram 

utilizadas à 10 g.L-1 juntamente com o meio, seguindo os parâmetros descritos no 

Item 4.2.3. 

 

4.3 IDENTIFICAÇÃO DO MICRORGANISMO 

4.3.1 Cultivo do isolado para extração do DNA  
 

O isolado selecionado para identificação molecular foi cultivado em tubo 

Falcon 50 mL, contendo 15 mL de meio líquido BD (batata-dextrose, Himedia, 

Mumbai, MA, Índia), com 50 μg.mL-1 de cloranfenicol e estreptomicina, por sete dias 

a 25 ºC sob agitação a 75 rpm. O inóculo foi constituído de um disco de 0,5 cm de 

diâmetro, crescido em placa de petri com meio Sabouraud. Após o crescimento, os 

micélios foram filtrados em gaze de algodão e transferidos para freezer por 48 horas, 

e em seguida, submetidos à liofilização por 24 horas. 

 

4.3.2 Extração de DNA 
 

O DNA dos fungo foi extraído de micélio liofilizado, usando-se o GenElute 

Plant Genomic DNA Miniprep Kit (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, EUA), seguindo as 

instruções do fabricante. A visualização do DNA quantificado foi realizada em gel de 

agarose 1%, em tampão TBE 0,5 X, em corrida de 1 hora à 110 V. Os géis foram 
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corados com Nancy 520, visualizados sob luz ultravioleta e fotografados pelo 

sistema de foto-documentação Carestream (Gel Logic). 

 

4.3.3 Reação de PCR 
 

A amostra de DNA genômico foi submetida a PCR para a amplificação do 

DNA. Os iniciadores ITS1 (TCCGTAGGTGAACCTGCGG) e ITS4 

(TCCTCCGCTTATTGATATGC) foram utilizados para amplificação da região ITS do 

rDNA, conforme descrito por White et al. (1990). A reação em cadeia da polimerase 

(PCR) foi realizada em um volume final de 25 μL, contendo 2 μL de DNA, 0,5 μmol/L 

de cada iniciador ITS1 e ITS4, 2 mmol L-1  de MgCl2, 0,08 mmol L-1  de cada dNTP, e 

1 unidade de Taq DNA polimerase (Sigma-Aldrich, EUA). As amplificações foram 

realizadas em termociclador ProFlex (Applied Biosystems, EUA), com as seguintes 

condições de ciclagem: desnaturação inicial a 95 ºC por 5 minutos, seguido por 35 

ciclos de 1 minuto de desnaturação a 95 ºC, 1 minuto de anelamento a 57,5 ºC e 1 

minuto de extensão a 72 ºC, e uma extensão final por 5 minutos a 72 ºC. Os 

produtos de PCR foram analisados por eletroforese em gel de agarose 1%, em 

tampão TBE 0,5 X, em corrida de 1 hora à 110 V. Os géis foram corados com Nancy 

520, visualizados sob luz ultravioleta e fotografados pelo sistema de foto-

documentação Carestream (Gel Logic). Os produtos da PCR foram sequênciados 

pela Macrogen Inc. (Seoul, Coréia do Sul). 

 

4.3.4 Análise computacional das sequências  
 

As sequências foram visualizadas, alinhadas, com o programa Genenious R6 

(Biomatters Limited, Nova Zelândia) e analisadas utilizando-se o programa BLASTn 

(Basic Local Alignment Serch Tool - versão 2.215 do BLAST 2.0) disponível no portal 

NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast/) desenvolvido pelo National Center For 

Biothecnology. 
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4.4 OTIMIZAÇÃO DAS CONDIÇÕES DE PRODUÇÃO DE XILANASE 

 

A partir dos resultados obtidos no estudo da fonte de carbono e no tipo de 

cultivo, propôs-se analisar a concentração da solução de sais utilizadas na 

umidificação do substrato no cultivo em estado sólido. Para tais estudos adotou-se 

um planejamento experimental. 

 

4.4.1 Planejamento experimental 
 
 O delineamento experimental adotado para verificar a influência das 

concentrações de sais na produção da xilanase, foi o planejamento fatorial 24 com 

dois ensaios no ponto central. 

 Os fatores analisados foram as concentrações de sulfato de amônio, de 

fosfato de potássio monobásico, de cloreto de cálcio e de sulfato de magnésio. Os 

níveis dos fatores e concentração real utilizadas no planejamento fatorial 24, estão 

dispostos na Tabela 5. Os níveis -1, 0 e +1 correspondem aos valores mínimos, 

centrais e máximos, para cada um dos fatores em estudo. A Tabela 6 apresenta a 

matriz do planejamento fatorial 24 com dois ensaios no ponto central, onde foi 

realizado um sorteio para determinar a ordem dos ensaios e, desta forma, manter 

uma condição de aleatoriedade. O CES foi realizado com farelo de trigo seguindo o 

protocolo descrito no Item 4.2.2. 

 

Tabela 5 - Fatores e valores dos níveis analisados no planejamento fatorial 24 com 
quatro ensaios no ponto central. 

  Níveis  
Componentes - (mínimo) 0 (central) + máximo 

1 - (NH4)2SO4 (X1,%) 0,10 0,15 0,20 
2 - KH2PO4 (X2,%) 0,05 0,10 0,15 
3 - CaCl2 (X3,%) 0 0,015 0,03 
4 - MgSO4.7H2O (X4,%) 0 0,01 0,02 

Fonte: Dados do próprio autor. 
 

O planejamento fatorial com dezoito ensaios no ponto central teve o intuito de 

determinar, quantitativamente, quais fatores tiveram os maiores efeitos na produção 

da enzima xilanase, e as possíveis interações entre eles, encontra-se apresentado 
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na Tabela 6. Partindo-se desses resultados, foi realizado mais um experimento na 

direção de máxima inclinação ascendente (“steepest ascent”), que é a direção de 

maior crescimento de resposta. 

 

Tabela 6 - Matriz planejamento fatorial 24 completo com dois pontos centrais. 
 Níveis Codificados Níveis Não-Codificados 
 X1 X2 X3 X4 (NH4)2SO4 KH2PO4 CaCl2 MgSO4.7H2O 

1 - - - - 0,1 0,05 0 0 
2 + - - - 0,2 0,05 0 0 
3 - + - - 0,1 0,15 0 0 
4 + + - - 0,2 0,15 0 0 
5 - - + - 0,1 0,05 0,03 0 
6 + - + - 0,2 0,05 0,03 0 
7 - + + - 0,1 0,15 0,03 0 
8 + + + - 0,2 0,15 0,03 0 
9 - - - + 0,1 0,05 0 0,02 
10 + - - + 0,2 0,05 0 0,02 
11 - + - + 0,1 0,15 0 0,02 
12 + + - + 0,2 0,15 0 0,02 
13 - - + + 0,1 0,05 0,03 0,02 
14 + - + + 0,2 0,05 0,03 0,02 
15 - + + + 0,1 0,15 0,03 0,02 
16 + + + + 0,2 0,15 0,03 0,02 
17 0 0 0 0 0,15 0,1 0,015 0,01 
18 0 0 0 0 0,15 0,1 0,015 0,01 
Fonte: Dados do próprio autor. 
 

4.4.2 Análises estatísticas 
 
 Os dados experimentais foram analisados estatísticamente, de acordo com os 

Planejamentos preestabelecidos, para verificar o nível dos efeitos dos fatores e de 

suas interações. As análises estatísticas dos dados foram realizadas pelo software 

"STATISTICA® for Windows" versão 5.0, utilizando a função “Experimental Desing”. 

 A análise de variância da atividade xilanolítica, após o "steepest ascent", foi 

realizada pelo programa Sisvar. 
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4.5 TEOR DE UMIDADE DO SUBSTRATO E ANÁLISE DA PRODUÇÃO 

XILANOLÍTICA 

  

 Para a determinação da umidade foi realizada pesagem das cápsulas de 

alumínio utilizadas e o valor obtido foi designado peso da cápsula. Em seguida, 

cinco gramas de farelo de trigo foram adicionados nas cápsulas de alumínio, assim 

como diferentes volumes de água destilada (2,5; 5,0 e 10 mL), as amostras foram 

pesadas novamente e o valor encontrado foi denominado peso úmido. O substrato 

foi umedecido com auxílio de pipeta e homogeneizado com bastão de vidro. As 

cápsulas de alumínio com farelo de trigo foram submetidas ao aquecimento em 

estufa de circulação forçada de ar à 105 ºC por 24 horas. Após esse período, as 

amostras foram deixadas em dessecador por 3 horas e esse material foi novamente 

pesado e denominado peso seco. O cálculo para determinação da umidade 

percentual foi realizado como apresentado em (1). 

 

((Peso úmido – Peso seco) / (Peso úmido – Peso da cápsula)) * 100 (1) 

 

 Prosseguindo com a análise em triplicata, foram realizados o cultivo em 

estado sólido do fungo selecionado, com farelo de trigo nas diferentes umidades 

encontradas, a fim de verificar a influência da mesma na produção da xilanase. 

 

4.6 ESTUDO DO PERFIL DE PRODUÇÃO DE XILANASE 

 

 Após a determinação das melhores condições de cultivo para o fungo 

selecionado, foi avaliado o perfil de produção de xilanase ao longo do tempo de 

cultivo. Foi adotado o cultivo em estado sólido, com o farelo de trigo como substrato, 

umidificado com 10 mL de água destilada estéril. O ensaio seguiu o descrito no item 

4.2.2, com análises a cada intervalo de 24 horas por até 120 horas de crescimento 

fúngico. O experimento foi realizado com três repetições. 
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4.7 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE CMCASE, AVICELASE E XILANASE 

 

 Para a determinação das atividades CMCase, avicelase e xilanase 

primeiramente foi preparado os substratos carboximetilcelulose (CMC) a 4%, avicel 

(Sigma) a 1% e xilana beechwood (Sigma) a 1% em tampão acetato de sódio 

0,1 mol L-1 e pH 5,5. Numa segunda etapa a mistura reacional constituída de 

0,025 mL da solução enzimática bruta em 0,225 mL do substrato específico foi 

incubada a 50 °C, por 10 minutos, e posteriormente, foi interrompida pela adição de 

0,250 mL do reagente DNS (ácido 3,5 dinitrosalicílico) para a quantificação dos 

açúcares redutores liberados, como proposto por Miller (1959). Na sequência os 

tubos eram colocados por 10 minutos em banho fervente realizando em seguida o 

resfriamento em bacia de gelo. Após o resfriamento eram adicionados 2,5 mL de 

água destilada.  

 Os controles foram preparados na seguinte ordem primeiro a amostra 

enzimática, posteriormente o reagente DNS e por fim o tampão com substrato, 

sendo submetidos a banho fervente por 10 minutos, resfriados em banho de gelo e 

completado o volume de 2,5 mL de água destilada.  

 No tubo branco o volume da solução de substrato reacional + volume da 

enzima (250 μL) foram substituídos por água destilada e em seguida foi adicionado o 

reagente DNS. Em todas atividades as leituras espectrofotométricas foram 

realizadas a 540 nm.  

 Uma unidade (IU) de atividade de CMCase e avicelase foi definida como a 

quantidade de enzima necessária para libertar 1 μmol de glicose por minuto sob as 

condições de reação acima, utilizando uma curva analítica de glicose. Uma unidade 

(IU) de atividade de xilanase foi definida como a quantidade de enzima necessária 

para libertar 1 μmol de xilose por minuto sob as condições de reação acima, 

utilizando uma curva analítica de xilose. Quando necessário, diluições das amostras 

foram preparadas, para que a absorbância resultante estivesse contida no intervalo 

da curva analítica. 
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4.8 ATIVIDADE DE AMILASE 

 
 A atividade amiolítica foi analisada pelo método dextrinizante, descrito por 

Fuwa (1954), Ponsawasdi e Yagisawa (1987), com algumas modificações. Nesse 

método observa-se a capacidade da enzima em quebrar a molécula de amido, 

demonstrando a presença de mais de um tipo de amilase. A mistura da reação foi 

composta por 0,3 mL de solução de amido solúvel a 0,5%, em tampão acetato 

0,1 mol L-1 e pH 5,5 e 0,1 mL da solução enzimática bruta, a qual foi incubada a 

50 °C, por 10 minutos. A reação foi paralisada pela adição de 4,0 mL de solução de 

HCl 0,2 mol L-1. Em seguida, a reação recebeu 0,5 mL de reativo de Iodo (0,30% de 

KI e 0,03% de I2). A mistura de reação foi diluída com 10 mL de água destilada. O 

controle foi preparado conforme o processo descrito, substituindo-se a enzima pelo 

volume equivalente de enzima inativa. A absorbância foi determinada a 700 nm em 

espectrofotômetro. Uma unidade de atividade foi definida como sendo a quantidade 

de enzima necessária para reduzir em 10% a intensidade da cor azul do complexo 

Iodo-Amido por minuto. 

 

4.9 ATIVIDADE DE Β-GLICOSIDASE 

 
 A determinação da atividade β-glicolítica foi realizada utilizando o substrato 

cromogênico p-nitrofenil-β-D-glicopiranosídeo (pNPβG). A reação consistiu de 

250 μL de tampão acetato (0,1 mol L-1 e pH 5), 250 μL de solução pNPβG 

(4 mmol L-1) e 50 μL de solução enzimática bruta. Após a incubação desta mistura a 

50 °C por 10 minutos, a reação foi interrompida com a adição de 2 mL de tampão 

carbonato de sódio (2 mmol L-1). Na reação controle o carbonato foi adicionado 

primeiro, seguido da enzima e demais reagentes utlizados. No tubo branco o volume 

da enzima foi substituída por água, em seguida foram adicionados o tampão acetato 

(0,1 mol L-1 e pH 5), 250 μL de solução pNPβG (4 mmol L-1) e 2 mL de tampão 

carbonato de sódio (2 mmol L-1) em temperatura ambiente. A estimativa da atividade 

enzimática foi realizada em espectrofotômetro, através da leitura da absorbância 

(410 nm) do p-nitrofenol. Uma unidade (UI) de atividade enzimática foi definida como 

a quantidade de enzima necessária para liberar 1,0 μmol de nitrofenol por minuto de 

reação, utilizando a curva analítica do p-nitrofenil em variadas concentrações. 
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4.10 DETERMINAÇÃO DE PROTEÍNA 

 

 A determinação do teor total de proteína foi realizada pelo método de 

Hartree-Lowry (HARTREE, 1972), no qual a mistura da reação foi composta de 

0,5 mL de solução de proteína (extratos bruto e o parcialmente purificado) 

convenientemente diluída, onde foi adicionado 0,450 mL do reagente A (2 g L-1 de 

KNaC4H4O6, 100 g L-1 de Na2CO3, 0,5 ml L-1 de solução NaOH a 1N) e incubado em 

banho Maria a 50 °C por 10 minutos. Após, a reação foi resfriada em temperatura 

ambiente e adicionado o reagente B (2% de KNaC4H4O6, 1% de CuSO4, 10% de 

solução NaOH, a 1N) e incubada em temperatura ambiente por 10 minutos. Na 

sequência foi adicionado 1,5 mL do reagente C (1 volume de Folin Ciocalteau 

(Sigma) com 15 volumes de água) e incubado em banho Maria a 50 °C por 10 

minutos. A absorbância da mistura de reação foi determinada a 650 nm e a 

concentração de proteína nas amostras foi determinada por uma curva analítica de 

soro albumina bovina (0-300 μg mL-1). Para o branco da amostra, a proteína foi 

substituída por igual volume de água. A determinação da atividade específica foi 

obtida pela divisão da atividade enzimática (U mL-1) pelo teor de proteína total 

(mg/mL-1). 

 

4.11 EFEITO DE COMPOSTOS FENÓLICOS SOBRE A ATIVIDADE XILANOLÍTICA 

 

O efeito foi avaliado pela determinação da atividade xilanolítica na presença 

de 10 mmol L-1 dos seguintes compostos: ácido tânico, ácido p-cumárico, ácido 

siríngico, ácido gálico, ácido ferúlico, ácido 4-hidroxibenzóico, vanilina, ácido 

vanílico, siringaldeído. Para isso, a enzima bruta foi submetida à presença dos 

compostos fenólicos por três diferentes tempos (10 minutos, 24 horas e 48 horas) 

em temperatura ambiente, para, posteriormente, dosagem da atividade xilanolítica à 

45 ºC, como descrita no item 4.7. Os reagentes utilizados nesta etapa foram cedidos 

pelo Laboratório de Bioquímica e Microbiologia Aplicada da UNESP, Câmpus de São 

de José do Rio Preto, sob responsabilidade do professor Dr. Roberto da Silva e 

professora Drª Eleni Gomes. 
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4.12 PURIFICAÇÃO 

 

 A purificação parcial, da enzima de interesse, seguiu protocolos de 

concentração enzimática e processos cromatográficos em colunas com matriz para 

troca iônica e filtração em gel. As etapas adotadas seguem os Itens 4.12.1 à 4.12.5. 

O extrato enzimático obtido, conforme descrito no Item 4.2.2, nas condições 

ótimas para produção da xilanase, foi concentrado por liofilização, e fracionado por 

cromatografias em sistema Äkta Purifier (GE Healthcare Life Science). As colunas de 

massa molecular ("Sephacryl S-100™" e Sepharose G-50) e troca iônica aniônica 

"Q-Sepharose Fast Flow” e catiônica “HiTrap SP Fast Flow” foram utilizadas. As 

frações foram coletadas em sistema fracionado seguidas de análise de proteína e 

atividade xilanolítica. O perfil protéico das bandas foi analisado em SDS-PAGE. 

 

4.12.1 Etapa da Concentração 
 

Após a obtenção da solução enzimática bruta, foram realizados testes para 

concentração da xilanase com sulfato de amônio, liofilização e speed vacuum. A 

técnica adotada foi a liofilização, com um volume aproximadamente de 25 mL da 

solução enzimática bruta, foi concentrado em vários tubos falcons de 50 mL. O 

liofilizado foi ressuspenso posteriormente em diferentes tampões e utilizados nas 

cromotografias.  

 

4.12.2 Protocolo para cromotografia de filtração em gel (Sephacryl S-100) 
 

 A solução enzimática foi concentrada por liofilização e ressuspendida em 

2,5 mL de tampão acetato 20 mmol L-1 pH 5,0. Em seguida foi submetida à 

cromatografia de filtração em gel, utilizando uma coluna "Sephacryl S-100" 

conectada em Sistema Akta Purific, previamente equilibrada com tampão acetato 

20 mmol L-1 e pH 5,0; 0,2 mol L-1 de NaCl. Foi aplicada na coluna 2 mL de amostra 

filtrada e esta foi eluída a uma vazão de 0,7 mL min-1, utilizando como aluente o 

tampão de equilíbrio. Foram coletadas frações de 1,5 mL, à partir do V0 da coluna 

(150 mL). Nos picos de proteínas, identificados por absorbância λ 280 nn, a 

atividade xilanolítica foi determinada à 45 ºC, como descrito no Item 4.7. As frações 
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com atividade foram unidas e concentradas por liofilização e aplicadas em gel de 

poliacrilamida SDS-PAGE. 

 

4.12.2.1 Determinação do ponto isoelétrico da amostra do extrato bruto 

 

O ponto isoelétrico das xilanases presentes no extrato foi estimado por 

focalização isoelétrica em gel de agarose, em um sistema de eletroforese horizontal 

BIO-RAD. Para preparo do gel, no suporte de eletroforese de 10 x 6,25 cm, 0,22 g 

de agarose, foram dissolvidos em 13,2 mL de água destilada e a solução foi 

aquecida em banho Maria a 50 ºC até completa diluição do ágar. Na sequência, 

acrescentou-se 1,6 mL de anfólitos (Fluka BioChemika®) (faixa de pH de 3 a 10), e 

verteu-se a solução no suporte para solidificação do gel. A corrida ocorreu com as 

soluções de H3PO4 à 1 mol L-1 (solução anódica) e NaOH à 1 mol L-1 (solução 

catódica), em contato com as extremidades do gel através de dois pedaços de papel 

filtro, um para cada polo. Foi feita uma pré-focalização para a organização dos 

anfólitos e criação do gradiente de pH no gel, a qual ocorreu por 15 minutos a 5 mA. 

Posteriormente, a amostra de extrato enzimático bruto foi aplicada em uma única 

canaleta longa feita no centro do gel. Após a aplicação da amostra ajustou-se a 

corrente para 8 mA e a corrida decorreu por 40 minutos. Ao fim da corrida, o gel foi 

recortado em tiras de aproximadamente 1 cm e cada tira foi misturada com 2 mL de 

água destilada em tubos Falcon de 15 mL, sendo submetidas a dosagem da 

atividade enzimática. Para o tubo, no qual foi encontrada atividade enzimática, foi 

medido o pH, sendo este estimado como o pI das xilanases presentes no extrato 

enzimático bruto. 

 

4.12.3 Protocolo para cromatografia de troca iônica HiTrap SP XL 
 

A etapa de purificação foi processada em sistema Äkta Purifier (GE 

Healthcare Life Science), sendo realizada por cromotografia de troca catiônica, em 

coluna HiTrap SP XL (Fast Flow) de 1 mL. Cerca de 2 mL de solução enzimática 

bruta liofilizada, ressuspendida em tampão citrato a 20 mmol L-1, pH de 3,5 e filtrada, 

foi injetada na coluna com auxílio de uma seringa, através do "loop" 1 mL. O tampão 

de equilíbrio, e carregamento utilizado, foi citrato à 20 mmol L-1 e pH de 3,5, definido 
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após a estimativa do ponto isoelétrico. Após o carregamento, a proteína foi eluída 

com gradiente de cloreto de sódio à 0,5 mol L-1 no mesmo tampão, com fluxo de 

1 mL/minuto. As amostras eluídas foram coletadas em volume final de 1,5 mL, 

usando detector de UV a 280 nm. Nos picos de proteínas, identificados por 

absorbância λ 280 nn, a atividade xilanolítica foi determinada à 45 ºC, como descrita 

no Item 4.7. As frações com atividade xilanolítica, foram unidas e concentradas com 

ácido tricloroacético (TCA) e submetidas à eletroforese em SDS-PAGE à 10%. 

 

4.12.3.1 Precipitação por Ácido tricloroacético 

 

 A precipitação da xilanase parcialmente purificada por ácido tricloroacético 

(TCA) a 10%, seguiu o seguinte protocolo: em "eppendorf", foram acondicionados 

750 μl da amostra mais 250 μl de TCA (10%), que permaneceram em banho de gelo 

por 10 minutos, após esse período, o eppendorf foi centrifugado a 13.500 rpm em 

4 ºC por 5 minutos. O sobrenadante foi descartado, no precipitado foi adicionado 

400 μl de acetona gelada e, posteriormente, o eppendorf com precipitado foi agitado 

e novamente centrifugado a 13.500 rpm a 4 ºC por 5 minutos. A etapa de retirada do 

TCA pela acetona foi repetido por 3 vezes, para a total evaporação da acetona, o 

precipitado foi deixado por 5 minutos em banho fervente. 

 

4.12.4 Protocolo cromatografia de filtração em gel (Sepharose G-50) 
 

A solução enzimática bruta, concentrada por liofilização, foi ressuspendida em 

2,5 mL de tampão de corrida citrato à 20 mmol L-1, pH de 3,5 contendo 0,5 mol L-1 

de NaCl, e aplicada em coluna de exclusão molecular "Sepharose G-50", acoplada 

em sistema Äkta Purifier (GE Healthcare Life Science). Após o equilíbrio, com 3 

volumes de coluna de tampão corrida, aproximadamente, 2 mL de amostra foram 

injetados na coluna e eluída num fluxo 1,0 mL.min-1. Foram coletadas frações de 

1 mL, a partir do volume morto (V0) da coluna de 32 mL. Nos picos de proteínas, 

identificados por absorbância λ=280 nn, a atividade xilanolítica foi determinada à 

45 ºC, como descrita no Item 4.7. As frações com atividade foram unidas e 

concentradas com ácido tricloroacético (TCA) e o grau de pureza analisado em 

eletroforese SDS-PAGE 10%. 
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4.12.5 Protocolo para cromatografia de troca iônica Q-sepharose® Fast Flow 
  

A etapa de purificação foi processada em sistema Äkta Purifier (GE 

Healthcare Life Science). Essa etapa foi realizada por cromotografia de troca 

aniônica, contendo 1 mL resina Q-sepharose® Fast Flow (Sigma-Aldrich). 

Aproximadamente, 2 mL de amostra ressuspendida em tampão de corrida Tris HCl à 

20 mmol L-1, pH de 8,5 e filtrada, foram injetados na coluna. Após equilibrar a coluna 

com 10 mL do tampão de corrida Tris, a amostra foi aplicada na cromatografia. 

Passado o carregamento da amostra, foi iniciado o gradiente linear de 0 até 100% 

de 0,3 mol L-1 de NaCl no mesmo tampão, em um fluxo de 0,5 mL por minuto. As 

amostras eluídas foram coletadas em volume de 1 mL, usando detector de UV 

λ=280 nm. Nas frações correspondentes aos picos de proteína, visualizados no 

cromatograma, foi avaliada a atividade xilanolítica à 45 ºC, como descrita Item 4.7. 

As alíquotas com atividade foram liofilizadas e o grau de pureza analisado em 

eletroforese SDS-PAGE 10%.  

 

4.13 ANÁLISES ELETROFORÉTICAS  

4.13.1 Gel poliacrilamida SDS-PAGE 
 

O perfil de proteínas foi analisado por eletroforese desnaturante, em gel de 

poliacrilamida, na presença de dodecil sulfato de sódio (SDS-PAGE), como descrito 

por Laemmli (1970). O gel de corrida foi preparado em concentrações de 10% e o 

gel de empilhamento à 5%. O tampão de corrida utilizado foi Tris-Glicina com pH de 

8,3. Na preparação da amostra, utilizou-se a proporção de 2:1 (v/v) de solução 

enzimática mais tampão de amostra contendo azul de bromofenol à 0,1%, glicerol à 

20% e SDS à 10%, para serem aplicadas nos poços do gel. Como método de 

coloração do gel adotou-se nitrato de prata. Utilizou-se 3 μL da mistura dos 

marcadores de massa molecular Low range 6,5- 200,0 kDa (Sigma-Aldrich). 

 

4.13.2 Zimograma 
 

Para o zimograma, utilizou-se o protocolo estabelecido por Polizeli et al. 

(2012), porém, foram adicionadas algumas modificações de acordo com Liao et al. 
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(2012). Após a corrida, o gel permaneceu por 30 minutos em 1% (v/v) de Triton 

X-100 para remoção do SDS e eventual renaturação protéica, sendo, 

posteriormente, incubado em tampão acetato a 0,1 mol L-1 e pH de 5,5. Depois de 

15 minutos, trocou-se a solução por um tampão acetato à 0,1 mol L-1 e pH de 5,5 

enriquecido com 1% do substrato xilana "Beechwood", permanecendo a 50 ºC por 

mais 30 minutos. A coloração foi feita em temperatura ambiente, com 0,1% de 

vermelho Congo durante 1 hora e a descoloração foi feita com NaCl a 1 mol L-1, até 

o surgimento de bandas claras. Para dar o efeito de contraste ao gel, e possibilitar 

melhor visualização, acrescentaram-se gotas de HCl a 0,1 mol L-1. 

 

4.14 CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DA XILANASE BRUTA E DA 

PARCIALMENTE PURIFICADA  

 

 A xilanase bruta produzida nas melhores condições de cultivo e a mesma 

purificada parcialmente pela cromotografia de troca aniônica com Q-Sepharose FF, 

foram utilizadas para caracterização físico-quimíca.  

 
4.14.1 Efeito da temperatura na atividade enzimática da xilanase bruta e 

parcialmente purificada 

 

O efeito da temperatura, sobre a atividade das xilanases, foi analisado nas 

mesmas condições descritas no item 4.7, variando a temperatura de 30 ºC à 75 ºC. 

Todos os ensaios enzimáticos foram realizados em triplicata. A maior atividade de 

xilanase encontrada, nas diferentes temperaturas testadas foi utilizada como 

controle e sua atividade relativa foi medida como 100%. 

 

4.14.2 Efeito do pH na atividade enzimática da xilanase bruta e parcialmente 
purificada 
 

A determinação do pH ótimo, para as xilanases, seguiu as mesmas condições 

descritas no item 4.7, em diferentes valores de pH. A reação foi realizada na 

temperatura ótima previamente encontrada por 10 minutos, descrita no item 4.14.1. 

Tampões a 0,1 mol L-1 foram utilizados para a xilanase bruta e parcialmente 
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purificado, sendo eles: Mcllvaine (pH 3,0-8,0) e tampão glicina-NaOH (pH 8,0-11). A 

maior atividade obtida no pH ótimo foi utilizada como controle e sua atividade relativa 

foi medida como 100%. 

 

Mcllvaine (pH 3,0-8,0) e tampão glicina-NaOH (pH 8,0-11). 

 

4.14.3 Estabilidade térmica da xilanase bruta e parcialmente purificada 
 

A xilanase bruta e a parcialmente purificada foram incubadas, variando a 

temperatura de 30 ºC a 75 ºC, por 60 minutos, na ausência de substrato, em banho 

maria. Posteriormente, as amostras foram colocadas em banho de gelo, para 

determinação da atividade da xilanase, nas mesmas condições descritas no item 

4.7, mantendo as condições ótimas de temperatura e pH descritos nos Itens 4.14.1 e 

4.14.2. A maior atividade obtida na análise de estabilidade de temperatura foi 

utilizada como controle e sua atividade relativa foi medida como 100%. 

 

4.14.4 Estabilidade em relação ao pH das xilanases brutas e parcialmente 
purificada 
 

Para determinar a estabilidade da xilanase em relação ao pH, a xilanase bruta 

e a parcialmente purificada foram diluídas, incubando as amostras em tampões com 

diferentes valores de pH, na proporção de 1:1 (v/v) na ausência de substrato. O 

tratamento foi realizado por 24 horas à temperatura ambiente. A atividade enzimática 

residual, após o tratamento, foi medida como descrito no item 4.7, mantendo-se as 

condições ótimas de temperatura e pH. A maior atividade obtida no estabilidade de 

pH foi utilizada como controle e sua atividade relativa foi medida como 100%. 

 

4.15 EFEITO DE SAIS E REAGENTES SOBRE A ATIVIDADE XILANOLÍTICA 

BRUTA E PARCIALMENTE PURIFICADA PELA CROMATOGRAFIA DE TROCA 

IÔNICA Q-SEPHAROSE FAST FLOW. 

 

 Para realização de uma análise confiável do efeito de íons e outras 

substâncias químicas na atividade enzimática (inibidores e ativadores) é necessário 
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efetuar a retirada de contaminantes e sais do extrato bruto e no parcialmente 

purificado. Assim sendo, as amostras foram submetidas a uma resina de troca iônica 

mista (Mixed Bed Resin), que retém cátions e ânions. A seguir em "eppendorfs" a 

amostra bruta e parcialmente purificada, foram incubadas por uma hora em 

temperatura ambiente com diferentes soluções contendo sais e reagentes nas 

concentrações finais de 5 mmol L-1 e 10 mmol L-1. Posteriormente, as amostras 

foram testadas quanto à sua atividade xilanolı́tica. Os sais utilizados foram: CuSO4, 

NaCl, FeSO4, CoCl2, CaCl2, HgCl2, CuCl2 , ZnCl2, MnSO4, NH4Cl, MgSO4, ZnSO4, 

AgNO3, (NH4)2SO4. Os reagentes eram: EDTA, DTT, Triton e SDS. Para 

determinação da atividade enzimática à 45 ºC e pH de 5,5, seguiu-se o protocolo 

descrito no Item 4.7. Alguns dos reagentes utilizados nesta análise foram cedidos 

pelo Laboratório de Bioquímica de proteínas, coordenado pelo professor Drº 

Gustavo Orlando Bonilla Rodriguez. 

 

 



65 
 

5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
5.1 PRODUÇÃO DE XILANASES POR CULTIVO EM ESTADO SÓLIDO 

 

 Em estudo anterior foram isolados 20 fungos filamentosos, com crescimento 

à 30 ºC, a partir de amostras de solo e serrapilheira (SENNA, 2014). Desses, onze 

foram reativados, e testados quanto ao potencial de produção de xilanases. Os 

isolados foram cultivados inicialmente em farelo de trigo. Este substrato tem sido 

excelente meio para o crescimento de fungos e para a produção de xilanases, em 

função do seu elevado teor de nutrientes e polissacarídeos, que fornecem suporte 

para o crescimento fúngico e possuem uma grande área de superfície, resultando 

num aumento da transferência de oxigênio ao fungo (HAQUE et al., 2002; BETINI et 

al., 2009; GUIMARÃES et al., 2013; MERALI et al., 2015). 

  A Figura 13 apresenta os diferentes isolados fúngicos em estudo, e suas 

diferenças quanto ao potencial de produção de xilanases.  

 

Figura 13 - Atividades xilanase de fungos isolados em áreas de Cerrado, no 
município de Inocência MS. Cultivo em estado sólido em 72 horas, à 30 °C. 

 
 Fonte: Dados do próprio autor. 

  

 Quantitativamente, os diferentes valores para atividade de xilanase 

encontrados podem não refletir as diferenças reais entre o nível de enzima 

produzido, pois a preferência do substrato é um fator relevante (BEDFORD, 1997; 

KNOB et al., 2014). Nas condições testadas, as melhores atividades foram obtidas 
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pelos isolados IPS8.2, IPS9.1 e IPS14.3F, com atividade respectivamente de 

427,3 U.g-1 (42,7 U mL-1), 347,6 U.g-1 (34,76 U mL-1) e 305 U.g-1 (30,5 U mL-1).  

A Figura 14 mostra o crescimento característico de cada um dos isolados que 

obtiveram elevada produção de xilanase em meio Ágar Dextrose Sabouraud. 

   

Figura 14 - Isolados fúngicos a partir de solo de Cerrado. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

5.2 IDENTIFICAÇÃO DO FUNGO 

 
Com o intuito de obter mais informações sobre o isolado de maior interesse, 

foi realizada identificação molecular desse fungo. Para tanto, o DNA total do isolado 

foi extraído a partir do micélio, cultivado em meio líquido BD (batata-dextrose, 

Himedia, Mumbai, MA, Índia), e analisado, quanto à sua integridade, em gel de 

agarose 1%, corado com Nancy 520 (Figura 15). As linhas 03 e 17 correspondem ao 

DNA da espécie selecionada IPS8.2, diluído e puro, respectivamente. 
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Figura 15 - Análise eletroforética em gel de agarose 1% do DNA total extraído de 
alguns isolados, as linhas 03 e 17 correspondem ao DNA do isolado IPS 8.2. 

  
Fonte: Dados do próprio autor. 

  

Tendo o ácido Desoxirribonucleico (DNA) total como molde, foi realizada uma 

reação de PCR para a amplificação das regiões ITS (Internal Transcribed Spacer) do 

DNA ribossomal da espécie selecionada, utilizando os iniciadores 

ITS1(TCCGTAGGTGAACCTGCGG) e ITS4 (TCCTCCGCTTATTGATATGC).  

O sequenciamento da região ITS separa os genes 18S e 28S do rDNA, os 

quais podem ser amplificados com primers específicos ancorados nessas duas 

regiões. Essa região é altamente conservada, intraespecificamente, mas variável 

entre diferentes espécies, o que possibilita a distinção ao nível específico 

(FUNGARO, 2000). 

Para o isolado IPS8.2 foi obtida uma sequência de 655 nucleotídeos, a qual 

foi analisada pela ferramenta Blast, disponível no GenBank, a qual apresentou 

identidade de 99% com Gongronella butleri, isolado CFR-VS04 com número de 

acesso KM083049.1. A Figura 16 ilustra o alinhamento entre as sequências 

disponíveis no Genbank e a do isolado IPS8.2. A sequência parcial do isolado 

IPS8.2 foi submetida ao banco de dados com número de acesso KU686888. 

 Com a análise dos produtos de amplificação, por meio de sequenciamento do 

DNA e posterior análise das sequências obtidas, foi possível fazer uma classificação 

para o isolado IPS8.2, que passou a ser denominado Gongronella butleri IPS8.2. 
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Figura 16 - Alinhamento entre as sequências disponíveis no GenBank e a sequência 
do isolado IPS8.2. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

  

5.3 EFEITO DA FONTE DE CARBONO SOBRE A PRODUÇÃO DA ENZIMA: 

CULTIVO EM ESTADO SÓLIDO E SUBMERSO 

 
Os resultados apresentados na Figura 13, demonstraram que Gongronella 

butleri IPS8.2 se destacou na produção da xilanase, quando comparado demais 

espécies. A mesma foi selecionada para o cultivo em diferentes fontes de carbono, 

através do cultivo em estado sólido (CES) e submerso (CSm). A Figura 17 apresenta 

o perfil da influência da fonte de carbono na produção da xilanase em cultivo em 

estado sólido. 
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Figura 17 - Efeito da fonte de carbono na produção de xilanase por Gongronella 
butleri IPS8.2 sob cultivo em estado sólido em 72 horas, à 30ºC. 

 
Nota: S:Serragem, CM:Casca de Maracujá, PM:Palha de Milho, P:Papelão, CS:Casca de soja, 

SMT:Sabugo de Milho triturado, BC:Bagaço de cana-de-açúcar, B:Braquiaria, FT:Farelo de trigo, 

SM:Sabugo de Milho. 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Foi possível observar que os melhores substratos para produção desta 

enzima foram, respectivamente, farelo de trigo (489,6 U.g-1 ou 48,9 U mL-1) e sabugo 

de milho triturado (71,05 U.g-1 ou 7,16 U mL-1). A produção foi muito baixa com a 

serragem (16,25 U.g-1 ou 1,62 U mL-1) e inexistente para a casca de maracujá e 

braquiária. Já no cultivo submerso, os resultados foram inferiores aos obtidos em 

cultivo em estado sólido, sendo as maiores atividades obtidas quando cultivado em 

farelo de trigo (0,29 U mL-1) e sabugo de milho triturado (0,28 U mL-1), 

respectivamente (Figura 18). Pode-se verificar que não houve produção de xilanases 

utilizando casca de maracujá, braquiária e bagaço de cana-de-açúcar. 
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Figura 18 - Efeito da fonte de carbono na produção de xilanase para Gongronella 
butleri IPS8.2 sob cultivo em estado submerso à 30 ºC em 72 horas de cultivo. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 A utilização de resíduos agroindustriais como fonte de carbono na produção 

de xilanase, foi relatada para vários fungos (MORETTI et al., 2012; KAUSHIK; 

MISHRA; MALIK, 2014; IZIDORO; KNOB, 2014; IRFAN; NADEEM; SYED, 2014; 

ELEGBEDE; LATEEF, 2017; SILVA et al., 2018; TERRONE et al., 2018). No 

presente estudo, o isolado Gongronella butleri IPS8.2 apresentou uma maior 

produção de xilanase em farelo de trigo. O mesmo substrato foi um bom indutor para 

a produção de xilanase para outros microrganismos tais como Aspergillus 

brasiliensis (HO; LAU, 2014), Colletotrichum graminicola (ZIMBARDI et al., 2013), 

Tricoderma reesei (KAR et al., 2013), Fusarium heterosporum (HEINEN et al., 2014), 

Aspergillus niger (SULEMAN et al., 2016). ROY et al (2013) relatou um menor nível 

de atividade de xilanase (3,93 U mL-1) para Simplicillium obclavatum MTCC 9604, 

após 168 horas de cultivo em estado sólido com farelo de trigo, e neste mesmo 

substrato Suleman et al. (2016) verificaram a maior atividade de xilanase por 

Aspergillus niger (80,04 U mL-1). Trichoderma viride produziu uma maior quantidade  

de xilanase ao ser cultivado sob estado submerso em farelo de trigo (29,39 U mL-1) e 

casca de maracujá (11,08 U mL-1) (FORTKAMP; KNOB, 2014). Com este mesmo 

tipo de cultivo, Guimarães et al. (2013) verificaram uma melhor produção de xilanase 

para Aspergillus niger em farelo de trigo (8,42 U mL-1), xilana (7,27 U mL-1), sabugo 
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de milho (8,00 U mL-1) e bagaço de cana-de-açúcar (5,49 U mL-1). Gongronella 

butleri IPS8.2, sob cultivo submerso, revelou uma menor de atividade de xilanase 

quando comparado ao cultivo em estado sólido, estes resultados estão de acordo 

com os encontrados por Nair et al. (2008), Amaro-Reyes et al. (2011) e Menezes, 

Rossi e Ayub (2017). 

 O cultivo em estado sólido é frequentemente indicado para fungos 

filamentosos, pois permite a eles uma colonização eficiente dos substratos e das 

regiões porosas entre as partículas (MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017).  

Visto que, o farelo de trigo foi o melhor substrato indutor para xilanases, o 

mesmo foi adotado para todos os experimentos seguintes, com o cultivo em estado 

sólido. Numa segunda etapa do projeto, foi realizada a otimização da solução salina, 

para produção da xilanase.  

 

5.4 OTIMIZAÇÃO DA SOLUÇÃO SALINA DO MEIO CULTIVO SÓLIDO 
 

 Nesse trabalho, inicialmente, foi proposto um planejamento experimental da 

solução salina utilizada no meio de cultivo como descrito no item 4.4.1. Os 

resultados completos das análises do planejamento fatorial 24 com dois ensaios no 

ponto central são apresentados a seguir. 

 Cada um dos ensaios do planejamento fatorial foi realizado em triplicata e 

dessa forma, consideraram-se as médias dos resultados obtidos dessas repetições. 

 Na Figura 19, e na Tabela 7, são apresentados os resultados iniciais das 

atividades de xilanase para os ensaios analisados pelo planejamento fatorial 2
4
 com 

dois pontos centrais, para a concentração da solução salina utilizada no cultivo 

fúngico. Observa-se que as três maiores atividades enzimáticas ocorreram nos 

segundo, sétimo e nono ensaios. O segundo ensaio apresentou o valor máximo para 

variável (NH4)2SO4 e os mínimos para KH2PO4, CaCl2 e MgSO47H2O. O nono ensaio 

apresentou valores de máximo para variável MgSO47H2O e mínimos para demais 

componentes analisados. Os resultados obtidos até essa etapa indicam que não são 

todos os sais, até aqui estudados, que possuem significância na atividade 

enzimática da xilanase, no entanto, a presença deles pode ter efeito positivo ou 

negativo para a produção xilanolítica, dependendo da concentração. 
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Figura 19 - Produção de xilanase em cultivo sólido, dados referente ao planejamento 
fatorial 24 com dois ensaios no ponto central. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Tabela 7 - Produção de xilanase em cultivo sólido, dados referente ao planejamento 
fatorial 24 com dois ensaios no ponto central. 

 Níveis Codificados Níveis Não-Codificados 
Atividade de 

Xilanase 
(U.mL-1) 

 X1 X2 X3 X4 (NH4)2SO4 KH2PO4 CaCl2 MgSO4.7H2O Média Desvio 
1 - - - - 0,1 0,05 0 0 116,82 17,63 
2 + - - - 0,2 0,05 0 0 180,84 17,29 
3 - + - - 0,1 0,15 0 0 116,06 39,59 
4 + + - - 0,2 0,15 0 0 122,08 26,11 
5 - - + - 0,1 0,05 0,03 0 115,44 12,00 
6 + - + - 0,2 0,05 0,03 0 75,55 18,60 
7 - + + - 0,1 0,15 0,03 0 142,80 24,25 
8 + + + - 0,2 0,15 0,03 0 88,43 9,86 
9 - - - + 0,1 0,05 0 0,02 147,30 20,71 

10 + - - + 0,2 0,05 0 0,02 65,86 8,11 
11 - + - + 0,1 0,15 0 0,02 123,61 17,15 
12 + + - + 0,2 0,15 0 0,02 113,42 19,73 
13 - - + + 0,1 0,05 0,03 0,02 125,24 16,79 
14 + - + + 0,2 0,05 0,03 0,02 82,82 21,27 
15 - + + + 0,1 0,15 0,03 0,02 92,01 4,90 
16 + + + + 0,2 0,15 0,03 0,02 54,20 10,89 
17 0 0 0 0 0,15 0,1 0,015 0,01 134,40 32,53 
18 0 0 0 0 0,15 0,1 0,015 0,01 113,25 16,98 

Fonte: Dados do próprio autor. 
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 As análises dos efeitos e dos coeficientes de regressão realizados para os 

fatores principais, e interações entre dois fatores, foram calculadas utilizando todo o 

conjunto de 54 amostras (três repetições por cultivo em estado sólido com farelo de 

trigo), baseado na atividade enzimática medida pelo método DNS, proposto por 

Miller (1959), e empregando o teste t “Student” ao nível de significância de 5% 

(p<0,05), ou seja, assumindo um nível de confiança de 95%, o valor de t encontrado, 

para 44 graus de liberdade, foi de 2,02. Foi considerado estatísticamente significante 

o efeito cujo valor absoluto excedeu o valor do t tabelado (t44; 0,95 = 2,02), os fatores 

principais significantes foram no CaCl2 (X3), seguindo-se os (NH4)2SO4 (X1), 

MgSO4.7H2O (X4) e as interações entre esses três fatores (Tabela 8).  

 

Tabela 8 - Estimativa de efeitos e análise de regressão calculada para o 
planejamento fatorial 24 com dois pontos centrais (simplificada). 

 Coeficiente Desvio t-'Student' p-valor 
Média 110,50 3,69 29,96 0,0000 

X1* -12,25 3,91 -3,13 0,0031* 
X2 -3,58 3,91 -0,92 0,3651 
X3* -13,09 3,91 -3,35 0,0017* 
X4* -9,60 3,91 -2,45 0,0183* 

X1-X2 0,21 3,91 0,05 0,9571 
X1-X3* -9,55 3,91 -2,44 0,0188* 
X1-X4* -9,23 3,91 -2,36 0,0229* 
X2-X3 0,88 3,91 0,22 0,8238 
X2-X4 -1,17 3,91 -0,30 0,7666 
X3-X4 1,10 3,91 0,28 0,7790 

*variáveis significantes; t(44) = teste t "Student"; p = grau de significância 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 A Figura 20, gráfico de Pareto, apresenta os valores de t para cada um dos 

efeitos analisados e confirmando seus resultados, apresentados na Tabela 8.  
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Figura 20 - Efeitos principais e de interações dos fatores estudados no planejamento 
fatorial 24 com dois ensaios no ponto central, baseado no teste t “Student” para t(44; 

0,95) = 2,15. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Aplicando os mesmos critérios, a fim de verificar a significância dos efeitos 

dos fatores, fez-se a análise de regressão. A partir dos valores dos coeficientes 

estimados, obteve-se o modelo linear de (2): 

 

Y1 = 110,50 - 12,25 X1 - 13,09 X3 - 9,60 X4 - 9,55 X1X3 - 9,23 X1X4 (2) 

 

Sendo: 

 Y1, valor estimado de xilanase; 

 X1, fator codificado para (NH4)2SO4; 

 X3, fator codificado para CaCl2; 

 X4, fator codificado para MgSO4.7H2O. 

  

 A Tabela 9 apresenta os resultados da análise de variância para o modelo 

linear ajustado. A regressão, ajustada pelo modelo, foi considerada estatísticamente 

significante por apresentar o valor de f igual a 4, maior que o valor tabelado de f, 

para 95% de confiança (f0,95;10;43= 2,08), podendo afirmar que a quantidade de 

variação devida ao modelo foi maior que a variação não explicada dentro do 

espectro abrangido pelo mesmo. 
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Tabela 9 - Análise de variância, para o ajuste do modelo linear aos resultados do 
planejamento fatorial 24 com dois ensaios no ponto central. 

Fonte de 
Variação 

Soma dos 
Quadrados 

Graus de 
liberdade 

Quadrado 
Médio Fcalc 

Regressão 29107,2 10 2910,7 4 
Resíduos 31577,5 43 734,4  

Total 60684,7 53   
R2=47,96% 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Porém, comparando-se os valores obtidos nos ensaios com os preditos pelo 

modelo, é notável que alguns dos dados observados encontram-se bastante 

dispersos do modelo linear, Figura 21. 

 

Figura 21 - Distribuição dos valores observados e dos valores preditos pelo modelo 
linear com base no planejamento fatorial 24 com quatro ensaios no ponto central. 
 

 
R2=47,96% 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 O modelo linear, ajustado pelos resultados do planejamento fatorial 24, com 

dois ensaios no ponto central, mostrou-se parcialmente satisfatório, uma vez que o 

valor de R2 foi de 47,96%. Que implica uma correspondência de 47,96% da resposta 

sendo explicada pelo modelo linear.  

 A partir dos resultados pode-se levantar algumas hipóteses: 
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 Uma das repetições do experimento pode ter deixado a aproximação linear 

falha, em decorrência de alguma alteração do próprio metabolismo do fungo, 

quanto a sua produção da enzima em estudo; 

 Vários paramêtros podem influenciar o cultivo em estado sólido, tais como, a 

dificuldade de remoção do calor metabólico gerado pelo crescimento do 

fungo, a formação de gradientes de temperatura e concentração de 

metabólitos. Parâmetros que podem ter variado a cada experimento;  

 Em virtude da distribuição dos dados experimentais no gráfico da figura 23, é 

visível que, qualquer modelo de regressão linear pretendida não 

proporcionaria uma correspondência muito alta com os pontos. 

  

 Para confirmar, ou descartar, qualquer uma das hipóteses levantadas, para 

ensaios futuros seria necessário uma repetição de análises, a fim de elucidar uma 

melhor fidelidade de respostas da produção xilanolítica do fungo em estudo ou, 

alternativamente, realizar o inóculo com contagem de esporos, ao invés de discos. 

 A região ótima de produção da enzima não foi alcançada, partindo dos 

resultados foi realizado um novo deslocamento na direção de máxima inclinação 

ascendente para estabelecer uma nova região de estudo e um novo ponto central. 

Em termos algébricos, a trajetória de máxima inclinação ascendente (“steepest 

ascent”) pode ser determinada a partir dos coeficientes de regressão do modelo 

ajustado, partindo-se do ponto central. 

 Em função da concentração de KH2PO4, na fase anterior, ser a variável de 

menor influência nas respostas estudadas, manteve-se sua não aplicabilidade no 

modelo. 

 Os fatores estudados foram representados por X1 (NH42SO4), X3 (CaCl2), X4 

(MgSO4.7H2O) e seus valores originais, para os pontos de máxima inclinação 

ascendente, foram determinados segundo as equações abaixo: 

 

X1=(NH4)2SO4-0,15)/0,05 

X3=(CaCl2-0,015)/0,015 

X4=(MgSO4-0,01)/0,01 
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 Aplicando-se os valores codificados às equações acima, foram obtidos os 

valores originais para cada um dos fatores, os quais estão dispostos na Tabela 10 

junto com os valores para a atividade enzimática nesta fase. Também foi realizado 

um controle com somente água destilada, amostra 22.  

 

Tabela 10 - Matriz com os pontos em direção a máxima inclinação ascendente 
“steepest ascent”. 

Ensaio 
Fator codificado Fator original (g/l) Atividade de 

Xilanase 
(U.mL-1) X1 X3 X4 (NH4)2SO4 CaCl2 MgSO4 

19 0,94 1 0,73 0,1032 0,0000 0,0027 55,24±3,76 a 
20 1,82 2 1,46 0,0564 -0,0150 -0,0047 51,08±1,08 a 
21 2,82 3 2,19 0,0096 -0,0300 -0,0120 55,67±1,43 a 

Controle - - - - - - 55,24±8,84 a 
Nota: As letras acima das colunas são característica da saída de resultados do SISVAR. A ocorrência 

de duas letras diferentes indica que houve variância significativa (P<0,05) nos ensaios. 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Nota-se, pelo ensaio 21 que a solução adotada favoreceu a produção da 

xilanase (Tabela 10), com concentração de NH42SO4 de 0,0096 g/L, ainda podemos 

notar uma variação menor dos desvios nas repetições do ensaio 21, em relação ao 

ensaio inicial. Com as atividades da xilanase obtidas pela análise do "steepest 

ascent", também foi realizada uma análise de variância (ANOVA), a qual comprovou 

estatísticamente que não houve diferença significativa, entre as diferentes soluções 

salinas utilizadas e o cultivo controle com somente água destilada, sendo assim, a 

técnica de cultivo em estado sólido com água destilada foi adotada para etapas 

seguintes deste estudo. Esse resultado foi interessante e permitiu diminuir custos no 

processo de CES.  

 Os resultados encontrados nessa etapa foram importantes, pois foi possível 

verificar que houve um aumento na produção da xilanase, quando comparados aos 

ensaios preliminares. Na literatura, foram encontrados diversos trabalhos utilizando o 

cultivo em estado sólido e/ou submerso, com variados parâmetros otimizados. Todos 

esses utilizaram o esporo em suspensão como forma de inóculo (GAFFNEY; 

DOYLE; MURPHY, 2009; IRFAN; NADEEM; SYED, 2014; ZHANG; SANG, 2015; 

AJIJOLAKEWU et al., 2017). 
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 Cunha et al. (2018) analisaram as varíaveis pH, temperatura e agitação. A 

análise estatística dos resultados mostrou que a interação do pH e da temperatura, 

influenciaram a produção de xilanase, com o melhor nível de 13,98 U mL-1, 

ocorrendo no cultivo submerso por 168 horas, pH 7,0, à 28 °C e 120 rpm, para o 

fungo Aspergillus foetidus, utilizando o resíduo de soja como substrato, resultado 

inferior ao encontrado no presente estudo. No entanto, Saha e Ghosh (2014) 

descreveram resultados superiores na otimização da xilanase produzida por 

Penicillium citrinum, as três variáveis otimizadas foram a concentração de farelo de 

trigo, pH do meio e temperatura. As interações entre essas variáveis contribuíram 

para o aumento significativo da produção de xilanase, de 1.853 U mL-1 para 

2.834 U mL-1. 
 

5.5 INFLUÊNCIA DA UMIDADE NA PRODUÇÃO DA XILANASE 

 

  A fim de verificar a condição ideal de umidade foram realizados testes com 

2,5, 5 e 10 mL de água destilada. Os resultados obtidos na determinação da 

atividade xilanolítica, nas diferentes condições de cultivo, são apresentados na 

Tabela 11. O objetivo dessa etapa foi encontrar a umidade, dentre as testadas, que 

proporcionasse uma melhor produção de xilanase pelo microrganismo selecionado. 

 

Tabela 11 - Umidades, atividade da xilanase e proteína para espécie Gongronella 
butleri IPS8.2, sob cultivo em estado sólido em diferentes umidades, à 30°C. 

Volume 
Solução 
salina 

 
Umidade 

 

 
Atividade Xilanase  

Proteína 
(mg mL-1) 

 
Atividade 
específica 
(U mg-1)  (U mL-1) (U.g-1) 

2,5 41,09% 38,46 ±1,5 384,6 1,40 27,47 
5,0 54,62% 46,11± 2,0 461,1 1,59 29,00 

10,0 70,19% 57,58±1,4 575,8 1,7 33,87 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Os resultados mostram que a umidade inicial do substrato em 70% foi a 

melhor dentre as condições testadas, favorecendo Gongronella butleri IPS8.2 a 

produzir uma maior quantidade da enzima em estudo. O pico de produção da 

xilanase com 70% de umidade também foi observada para 
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Trichoderma reesei RUTC-30, no meio farelo de trigo (1.021,7 Ul g-1 substrato) 

(ALMEIDA, 2012). A umidade inicial exerce influência sobre o crescimento dos 

microrganismos, sendo que, a umidade ótima dependente da característica do 

substrato utilizado e das exigências dos microrganismos. No cultivo em estado 

sólido, tal parâmetro pode variar de 18 a 85%. O aumento excessivo da umidade 

também é uma condição adversa, pois os materiais sólidos, usados em cultivo 

sólido, tendem a aumentar o volume com o aumento da umidade, diminuindo o 

volume dos poros e dificultando as trocas gasosas. Em situações extremas os poros 

são ocupados por água, prejudicando o desenvolvimento do fungo, devido à 

diminuição da oxigenação (OLIVEIRA-JUNIOR, 2014). 

 

5.6 INFLUÊNCIA DO TEMPO DE CULTIVO NA PRODUÇÃO DA XILANASE  

  

 A espécie Gongronella butleri IPS8.2, foi analisada quanto ao perfil de 

produção de xilanase, ao longo do tempo de cultivo sólido, no substrato que havia 

apresentado um maior potencial de produção xilanolítica. Segundo Sooch e 

Kauldhar (2013), vários fatores influenciam a produção máxima enzimática, tais 

como fontes de carbono, fontes de nitrogênio, elementos traços, pH, condições de 

agitação/estacionárias, temperatura e tempo de incubação. Para que um processo 

biotecnológico seja viável economicamente, este último fator deve ser estudado. 

 A cada 24 horas amostras, em triplicata, foram retiradas e os resultados 

obtidos, para a atividade xilanolítica, encontram-se apresentados na Figura 22. A 

produção de xilanase, por Gongronella butleri IPS8.2, alcançou sua melhor produção 

em 72 horas de cultivo, 456,2 U g-1 (45,62 U mL-1). Após esse período houve uma 

redução na atividade xilanolítica.  

Resultados semelhantes aos encontrados por Ahmad et al. (2009) para a 

produção de xilanase pela espécie Aspergillus niger, utilizando o mesmo substrato e 

temperatura em estudo. Suleman et al. (2016), observou o pico de produção de 

xilanase (46,7 U mL-1), em 72 horas de cultivo, à 35 ºC, também para espécie 

Aspergillus niger.  

A diminuição na atividade da xilanase pode estar relacionada a alterações no 

metabolismo do fungo durante o crescimento contínuo, e juntamente com a limitação 

do teor de nutrientes, poderiam resultar em morte celular e, posteriormente, a 
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desnaturação de enzimas e redução da atividade das enzimas (BON et al., 2008). 

Outro motivo possível para diminuição da enzimática é a secreção de proteases que 

agem desnaturando a enzima, através de hidrólise de ligações peptídicas entre 

aminoácidos (BEDADE et al., 2017). 

 
Figura 22 - Perfil de produção de xilanase do fungo Gongronella butleri IPS8.2 
cultivado em estado sólido, utilizando farelo de trigo a 30ºC. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 

5.7 EFEITOS DOS COMPOSTOS FENÓLICOS SOBRE A ATIVIDADE DA 

XILANASE 

  

 As xilanases têm sido empregadas em diversas aplicações biotecnológicas, 

como a bioconversão de material lignocelulósico para a produção de bioetanol e 

branqueamento de celulose na indústria de fabricação de papel. No entanto, nestes 

processos podem ser gerados compostos mono ou polifenólicos derivados da 

lignina, que atuam como inibidores de xilanase por isso, avaliou-se o efeito desses 

compostos sobre a atividade xilanolítica da solução enzimática bruta produzida por 

Gongronella butleri IPS8.2, os resultados estão apresentados na tabela 12. 
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Tabela 12 - Efeito de compostos fenólicos na concentração de 10 mmol L-1 sobre a 
atividade relativa (%) de xilanases presente em extrato bruto produzido pelo fungo 
Gongronella butleri IPS8.2. 

Compostos Atividade Relativa (%) 
Fenólicos 10 minutos 24 horas 48 horas 

Tânico 41,1±0,2 31,2±0,3 21,0±0,2 

Cumárico 88,6±0,2 90,9±0,2 96,1±0,3 

Gálico 68,46±0,5 78,2±0,3 83,2±0,5 

Ferúlico 93,3±0,5 83,1±0,2 97,4±0,1 

Hidroxibenzóico 92,6±0,7 96,3±0,5 96,0±1,3 

Vanílico 108,0±0,3 97,6±0,5 86,5±1 

Vanilina 89,6±0,2 85,1±0,2 91,4±1 

Siringico 92,8±0,5 90,2±0,3 95,3±0,8 

Siringaldeido 93,3±0,3 87,0±0,1 73,4±0,4 

Controle 100±0,6 100±0,4 100±1,4 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Dentre os compostos fenólicos, o ácido tânico foi altamente inibidor. Silva 

et al. (2015), verificaram a ação inibidora do ácido tânico, de 56% na atividade da 

xilanase purificada, produzida por Emericella nidulans. Este mesmo composto inibiu 

fortemente as atividades de CMCase, atividade de papel de filtro (FPAse) e 

β-glicosidase de Trichoderma reesei, promovendo perda contínua de atividade por 

desativação dependente do tempo (XIMENES et al., 2011). Segundo Scalbert 

(1991), o efeito inibitório de taninos já foi identificado para diversas enzimas 

microbianas (celulases, pectinases, xilanases, peroxidases, lacases e 

glicosiltransferases).  

 Os taninos são polifenóis hidrossolúveis que apresentam característica 

adstringente (capacidade de se ligar a outras moléculas) e, por isso, são capazes de 

precipitar proteínas (KAWAMOTO; MIZUTANI; NAKATSUBO, 1997; DUODU et al., 

2003). Por serem fenólicos são muito reativos quimicamente, formam pontes de 

hidrogênio, intra e intermoleculares. Um mol de taninos pode ligar-se a doze moles 

de proteínas (MONTEIRO et al., 2005). São comumente encontradas em plantas 

herbáceas e lenhosas, podendo estar presente em sementes, frutas, folhas, 

madeira, cascas e raízes de plantas (HASLAM, 2007). 
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Os resultados obtidos neste trabalho, assim como dados da literatura, 

sugerem que o ácido tânico pode ser responsável, pelo menos em parte, pela 

redução da atividade da xilanase. O ácido gálico foi segundo inibidor mais forte entre 

os testados, porém, ao deixá-lo por um maior período de incubação a atividade 

xilanolítica obteve um leve aumento. Ao contrário dos resultados obtidos com ácido 

vanílico que aumentou a atividade em 10 minutos de incubação e, logo em seguida, 

diminuiu a atividade residual obtida após o período de 24 horas.  Pode-se observar 

também que, após o período de incubação de 48 horas, além do ácido gálico, os 

compostos ácido cumárico, ácido ferúlico, hidroxibenzóico e valina elevaram 

levemente a atividade da enzima. Segundo Kaya; Heitmann e Joyce (2000), a 

adição de compostos fenólicos, em baixas concentrações, aumentou a atividade 

xilanolítica, porém, um aumento da concentração dos inibidores levou à inibição 

enzimática.  

 Moreira et al. (2013), observaram uma forte inibição pelo ácido 

4-hidroxibenzóico e pela vanilina, que desativou por completo a xilanase produzida 

por Aspergillus terreus, resultados que diferem dos encontrados neste estudo. Ainda 

segundo o mesmo autor, a XyL2 foi muito resistente a todos os compostos fenólicos 

testados, onde a enzima não apresentou perda de atividade, mesmo após o período 

de incubação de 7 dias em temperatura ambiente. O ácido p-cumárico causou 20% 

de inibição sobre XynA de E. nidulans a 50°C e certa desativação após 18h de 

incubação nesta temperatura. Em contraste, a xilanase XynA de Clostridium 

cellulovorans foi inibida instantaneamente por este composto (MORISSON et al, 

2011).  

 Ao comparar a maioria dos dados obtidos com o controle, pode-se verificar 

que em grande parte das condições das testados tais compostos fenólicos inibiram a 

atividade xilanolítica, sugerindo que a concentração de 10 mmol L-1, foi alta. 

Provavelmente a heterogeneidade do extrato enzimático bruto não só impede a 

queda total da atividade xilanolítica como eleva a atividade de alguns dos 

compostos. A comparação dos resultados deste trabalho com a literatura mostra que 

o efeito de compostos fenólicos sobre xilanases varia de acordo com as enzimas, os 

compostos testados, as concentrações e as temperaturas testadas, podendo haver 

inibição, desativação, manutenção ou ativação da atividade. 
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5.8 PRODUÇÃO ENZIMÁTICA 

 

 Anteriormente ao processo de purificação parcial da xilanase, foi avaliado o 

perfil de produção de diferentes enzimas pelo fungo Gongronella butleri IPS8.2 em 

farelo de trigo, a 72 horas de cultivo sólido, com 70% de umidade do substrato, 

usando água destilada para umidificar o substrato. Após a caracterização do extrato 

bruto, para a xilanase descrita no Item 14.1.4, as reações para xilanase, CMCase e 

avicelase foram determinadas a 45 ºC. Os resultados das diferentes atividades 

enzimáticas encontram-se apresentados na Tabela 13. 

 

Tabela 13 - Produção enzimática pela espécie Gongronella butleri IPS8.2, em 72 
horas de cultivo sólido, em farelo de trigo. 

 
Atividade Proteína 

(mg mL-1) 
Atividade Específica 

(U mg-1) (U mL-1) (U.g-1) 
CMCase 1,98 19,8 1,44 1,37 
Avicelase 4,98 49,8 1,44 3,45 
Amilase 5,09 50,9 1,44 3,53 

β-glicosidase 0,98 9,8 1,44 0,68 
Xilanase 113,02 1.130,2 1,44 78,49 

Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Os dados das atividades enzimáticas, confirmaram que o melhor resultado de 

produção enzimática foi para enzima xilanase, nas condições de cultivo adotadas 

nesse trabalho. 

 

5.9 PURIFICAÇÃO 

 

Previamente às tentativas de cromotografias, a amostra bruta foi concentrada 

por liofilização e analisada quanto ao seu perfil protéico em SDS-PAGE, assim como 

quanto ao seu perfil de xilanases pelo zimograma (Figura 23). Também foi verificada 

a atividade da xilanase  antes de concentrada (113,02 U mL-1). 

A Figura 23 apresenta, no perfil gel de SDS-PAGE, em sua coluna 2 o extrato 

enzimático bruto com tampão de amostra na presença de SDS, anterior ao processo 

de concentração. Em sua coluna 3 e 4 temos o extrato enzimático bruto com tampão 

de amostra SDS, concentrados sem fervura e com fervura, respectivamente. No 
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zimograma, na coluna 5 temos a amostra concentrada e na 6 a amostra não 

concentrada, ambas produzidas pelo fungo Gongronella butleri IPS8.2. 

O fungo Gongronella butleri IPS8.2 produz provavelmente uma multiplicidade 

de formas de xilanases, a presença de rastro também foi observada numa segunda 

tentativa de zimograma (Figura 24). Entretanto, para confirmação, seria necessário a 

utilização de outras técnicas como a espectrometria de massa. 

 

Figura 23 - À esquerda temos o Perfil Gel de SDS-PAGE. À direita temos o 
Zimograma específico para detecção de atividade de xilanase. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Figura 24 - Gel zimograma à 10% coluna 1 e 3 corresponde a amostra concentradas 
por liofilização, coluna 2 solução enzimática bruta sem concentrar. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 
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 Numerosos fungos filamentosos exibem alta degradação de xilana, estes 

apresentam múltiplas xilanases, como o Aspergillus ochraceus, com pelo menos três 

xilanases (MICHELIN et al., 2014), Penicillium oxalicum GZ-2, com oito xilanases 

(LIAO et al., 2015), Trichoderma reesei, com seis xilanases (BIELY et al., 2014) e o 

fungo xilanolítico Talaromyces versatilis, com quatro xilanases de GH11, com várias 

propriedades (LAFOND et al., 2014). 

 Para a espécie em estudo, nenhum trabalho foi descrito relatando a 

multiplicidade de xilanases. Contudo, a presença de uma banda no início do gel 

revelou a presença de uma provável isoforma com alto massa molecular, o que 

motivou buscar a primeira tentativa de purificação da xilanase, pelo fracionamento 

do extrato enzimático bruto em uma coluna cromatográfica de filtração em gel, 

utilizando a coluna "Sephacryl™ S-100", conforme protocolo do Item 4.12.2. O perfil 

desta eluição está representado na Figura 25. 

Figura 25 - Perfil da cromatografia do extrato enzimático de Gongronella butleri 
IPS8.2 proveniente da concentração por liofilização, e aplicada em coluna de 
filtração em gel "Sephacryl™ S-100" Vo de aproximadamente 150 mL e fluxo de 0,7 
mL min-1. 

 
 -------- Condutividade (linha marron)  

 -------- Absorbância λ=280 nm (linha azul) 

Fonte: Dados do próprio autor. 
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A linha azul representa os valores de absorbância em 280 nm e a linha rosa 

os valores em 540 nm, após quantificação de açúcares redutores resultantes da 

atividade enzimática. Na Figura 25, observa-se um pico de proteína, que 

correspondeu ao pico de atividade de xilanase dos tubos 113 ao 128. Entretando, 

uma baixa atividade xilanolítica foi verificada a partir do tubo 82. Os resultados 

permitem concluir que, houve interação das xilanases com resina e que não houve 

separação das mesmas, não atingindo o objetivo de separar a proteína de alta 

massa molecular. O que difere do esperado, pois na cromatografia de filtração em 

gel têm-se a separação das proteínas com base no seu tamanho. 

A coluna é constituída por uma matriz de pequenas esferas porosas. O 

esperado era que as moléculas com alta massa molecular fossem eluídas 

primeiramente, em comparação as de baixa massa molecular (DENNISON, 2003). 

Este resultado pode ser confirmado pela análise do gel (Figura 26) observou-se a 

presença tanto de proteínas de alta massa molecular quanto as de baixa massa 

molecular, ao longo de todas as frações coletadas nesta coluna cromatográfica.  

 
Figura 26 - Gel SDS-PAGE a 10% das frações coletadas na gel filtração S100. Na 
coluna 1 encontra se o marcador, já a coluna 2 corresponde as junções dos tubos 98 
ao 113, já na coluna 3 é possível visualizar a agrupamentos do tubos do 114 ao 128 
e na 4 observa-se as frações do 82 ao 96. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Uma vez que não foi obtido êxito com a coluna de filtração em gel Sephacril 

S-100 no fracionamento das proteínas, decidiu-se testar uma coluna de troca iônica 
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com o objetivo de purificar a xilanase. Previamente ao teste de purificação, foi 

estimado o pI através de uma focalização isoéletrica em gel de agarose, cujo 

resultado encontrado foi um pI de 6,2. O pI é o valor de pH onde uma proteína 

apresenta carga elétrica líquida igual a zero. Nas xilanases, o pI varia entre uma 

faixa de 3 a 10 (KULKARNI et al., 1999). Acima do pI as proteínas apresentam carga 

negativa, abaixo do pI apresentam carga positiva. Na primeira tentativa, de 

purificação por troca iônica, utilizou-se a coluna HiTrap Sepharose SP (Fast Flow). O 

perfil da cromotografia pode ser visualizado pela Figura 27. Utilizou-se como tampão 

de eluição, o tampão citrato a 20 mmol L-1 no pH 3,5. Já no extrato enzimático 

liofilizado ressuspendido, foi usado um tampão de citrato a 20 mmol L-1 e pH 3,5, 

aplicado à coluna seguindo o protocolo descrito no Item 4.12.3. 
 

Figura 27 - Perfil da cromatografia do extrato enzimático de Gongronella butleri 
IPS8.2 proveniente da concentração por liofilização, e aplicada em coluna de troca 
iônica HiTrap SP XL (Fast Flow). 

 
 -------- Condutividade (linha marron) 

 -------- Absorbância λ=280 nm (linha azul) 

 -------- Gradiente (linha verde) 

 Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Observam-se dois picos de proteínas totais, sendo que o segundo pico 

coincide com a atividade xilanolítica nos tubos 8 e 9. Este resultado demonstra que 

as enzimas xilanolíticas se ligaram à resina, e saíram bem no início do gradiente 

linear. A amostra deste fracionamento, com atividade xilanolítica, foi concentrada 
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com TCA e aplicadas em um gel desnaturante de poliacrilamida (Figura 28), com o 

objetivo de se analisar a eficiência de separação das proteínas. Pela análise do gel, 

observou-se que não houve separação da xilanase das demais proteínas, podendo 

haver mais de um tipo por tubo, com atividade. Foram realizadas várias tentativas de 

zimograma, porém os géis não proporcionaram bons resultados. Além do gradiente 

linear, testou-se o gradiente escalonado. Ambos os resultados, demonstram que a 

utilização desta coluna não foi eficiente para a purificação das xilanase.  

 

Figura 28 - Gel SDS-PAGE 10% coluna 3 corresponde as junção da amostras 7 e 8 
com atividade xílanolítica concentradas com TCA, coletadas na cromatografia de 
troca iônica HiTrap SP XL (Fast Flow). 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Ainda nas fases de testes, ao ser observado uma banda de baixa massa 

molecular, optou-se investigar se a mesma poderia ser uma xilanase, através de 

uma cromatografia de filtração em gel, utilizando a resina de Sepharose G-50. As 

frações eluídas desta cromatografia, com atividade xilanolítica, foram reunidas em 

grupos que diferiram conforme a eluição, sendo três picos, do 27 à 38, de 39 à 60 e 

de 61 à 76 (Figura 29). 

Pela análise do gel de poliacrilamida SDS-PAGE, foi possível observar a 

presença de várias proteínas, mostrando que o método utilizado não foi o suficiente 

para separação das mesmas. Foi realizado um teste que consistiu em, uma primeira 

etapa, uma cromatografia de troca iônica com a Hitrap SP, num segundo momento, 

os tubos que corresponderam as frações com atividade xilanolítica foram agrupados 
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e, posteriormente, aplicados em cromotografia de filtração em gel com a coluna 

Sepharose G-50, obtendo um único pico de atividade xilanolítica nas frações, que 

corresponderam aos tubos do 38 ao 48. Através da atividade enzimática foi 

demonstrado que não houve separação das prováveis isoformas. 

 

Figura 29 - Gel SDS-PAGE 10% das frações eluídas coletadas na gel filtração G 50. 
Coluna 1 corresponde as frações agrupadas do tubos 27 ao 37, a coluna 2 
corresponde 38 ao 60 e a coluna 3 corresponde 61 ao 76. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Uma outra tentativa foi adotada para dar continuidade no trabalho, foi a 

cromotografia de troca aniônica, com a resina Q-Sepharose Fast Flow em pH 8,5. O 

perfil obtido, do extrato bruto aplicado em coluna encontra-se na Figura 30. 

Obteve-se dois picos de proteínas totais, observadas pela linha do UV, à λ 280 nn, 

no primeiro pico (tubos 2, 3 e 4) foi encontrada atividade xilanolítica (Figura 30). 

Diferentemente do esperado, este resultado demonstra que a(s) xilanase(s) não se 

ligou(ram) à resina. As amostras iniciais, da cromotografia (tubos do 1 ao 6), foram 

concentradas por liofilização e aplicadas em um gel desnaturante de poliacrilamida 

(linhas do 1 ao 6), assim como extrato bruto (linha 7), apresentado na Figura 31. 
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Figura 30 - Perfil da cromatografia do extrato enzimático de Gongronella butleri 
IPS8.2 proveniente da concentração por liofilização e aplicada em coluna Q 
Sepharose Fast Flow. 

 
 -------- Condutividade (linha marron) 

 -------- Absorbância λ=280 nm (linha azul) 

 -------- Gradiente (linha verde) 

 Fonte: Dados do próprio autor. 

  

 Ao visualizar o gel SDS-PAGE, da Figura 31, observar-se que a enzima não 

se encontra totalmente purificada, mas o método utilizado a deixou mais livre de 

contaminantes, significando a eficiência desse procedimento cromatográfico, sendo 

este o adotado para purificação parcial da enzima. As colunas 3, 4 e 5 na Figura 31 

correspondem aos tubos com atividade de xilanolítica,  pode-se observar a presença 

de bandas de proteínas com massa molecular 38,5, 36 e 22 KDa estimada conforme 

o gráfico apresentado na Figura 32. Como as proteínas acima de 40 kDA são 

visualizadas nos tubos sem atividade xilanolítica pode-se afirmar que enzima em 

estudo possui uma massa molecular abaixo desse valor. Uma baixa massa 

molecular foram relatadas em literatura para outras espécies de fungos mesofílicos, 

tais como: Aspergillus ficuum AF-98 (35KDa) por Fengxia et al. (2008), Aspergillus 

niger DFR-5 (32KDa) por Pal e Khanum (2011), Penicillium glabrum (18,36KDa) por 
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Knob et al. (2013), Neosartorya tatenoi KKU-CLB 3-2-4-1 (20KDa) por Seemakram 

et al. (2016).  

 

 

Figura 31 - Gel a 10% SDS-PAGE das frações coletadas na cromotografia de troca 
aniônica Q Sepharose FF, colunas 3,4 e 5 correspondem as amostras com atividade 
xilanolítica, coluna 1 corresponde ao extrato bruto. 

 
Nota: Colunas 2 e 6, apresentam a amostra sem atividade xilanolítica. Colunas 3, 4 e 5 amostra com 
atividade xilanolítica, sendo que a maior atividade foi encontrada na coluna 5. Coluna 1, solução 
enzimática bruta. 
Fonte: Dados do próprio autor. 
 

Figura 32 - Gráfico do logaritmo da massa molecular dos padrões vs. a rf em gel de 
poliacrilamida. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 
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Os dados referentes à purificação parcial estão apresentados na Tabela 14. O 

grau de purificação foi de 4,08 vezes, o rendimento de 20,24% e atividade específica 

556,36 U mg-1. 

 

Tabela 14 - Resumo da purificação parcial da xilanase produzida por Gongronella 
butleri IPS8.2. 

Fonte: Dados do próprio autor. 
 

 Yang et al. (2015), purificaram a xilanase de Aspergillus fumigatus FC2-2 

utilizando cromatografia de troca iônica, numa coluna de Sepharose Hitrap QFF, e 

obtiveram um fator de purificação de 25,5 e um rendimento de 13,9%. Terrone et al. 

(2018), para purificar a xilanase de Penicillium chrysogenum, utilizaram 

cromatografia de troca iônica, numa coluna CM Sephadex C-50, e cromatografia de 

filtração em gel, numa coluna Sephadex G-100, e tiveram como resultados após a 

cromatografias uma atividade específica de 834,2 U mg-1, rendimento de 31,1% e 

um fator de purificação de 18,7. Fang et al. (2008) relataram que a purificação da 

xilanase de Aspergillus meatus M34 com o fator purificação de 14,88, rendimento de 

25,8% e atividade específica de 245,94 U mg-1
. 

 

5.9 TEMPERATURA ÓTIMA E DE ESTABILIDADE 

 

 A máxima atividade de xilanase de Gongronella butleri IPS8.2 é observada à 

45 ºC (Figura 33). A xilanase reteve 50% de atividade à 55 ºC, no entanto, à 60 °C, a 

atividade diminuiu rapidamente. O mesmo resultado foi observado para a enzima 

parcialmente purificada (Figura 33). Microganismos mesofílicos apresentam suas 

enzimas com atividade ótima na faixa de 40 a 60 °C (LEE et al., 2009). Geralmente, 

a temperatura ótima para a maioria das xilanases fúngicas encontram-se entre 50 a 

65 °C (SANDRIM et al., 2005; BETINI et al., 2009; SHRIVASTAVA et al., 2011; KAR 

et al., 2013). 

 Volume 
(mL) 

Proteína Atividade Ativi-
dade 

especí-
fica 

(U/mg) 

Rendi-
mento 

(%) 

Grau de 
Purifi-
cação 

(mg/ 
mL) 

(mg/ 
total) (U mL-1) (U/total) 

Lifiolizador 45 0,74 33,3 100,8 4536 136,22 100 1 
Q Sepharose 

FF 15 0,11 1,65 61,2 918 556,36 20,24 4,08 
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Figura 33 - Efeito da temperatura de incubação sobre a atividade xilanolítica em 
extrato bruto e parcialmente purificado de Gongronella butleri IPS8.2. 

 

 Fonte: Dados do próprio autor. 

 

Shah e Madamwar (2005) obtiveram uma temperatura ótima de 50 ºC, para 

xilanase parcialmente purificada, do fungo Aspergillus foetidus. A mesma 

temperatura ótima foi relatada por Lee et al. (2015), para xilanase purificada de 

Penicillium rolfsii c3-2. 

Fengxia et al. (2008) purificaram e caracterizaram a xilanase, produzida por 

Aspergillus ficuum AF-98, encontrando a temperatura ótima de 45 ºC, esse resultado 

foi semelhante ao encontrado nesse estudo. 

 A termoestabilidade pode ser definida como a retenção da atividade após o 

aquecimento de um extrato enzimático, a uma temperatura selecionada durante um 

período de tempo prolongado (VIIKARI et al., 2007). O estudo da termostabilidade 

mostrou que enzima se manteve estável até 50 ºC, mantendo até mais de 80% da 

atividade residual na solução enzimática bruta. Na xilanase parcialmente purificada, 

verificou-se uma redução de estabilidade, quando comparado a xilanase bruta, 

obtendo 50% de atividade residual à 50 ºC (Figura 34). Uma baixa 

termoestabilidade, de 40 ºC, foi observada por Anga et al. (2013), ao estudar a 

xilanase produzida por Aspergillus fumigatus SK1. No entanto, Jain et al. (2015) 

encontrou uma estabilidade de 70 ºC para a xilanase produzida por T. aurantiacus 

RCKK.  
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Figura 34 - Efeito da estabilidade de temperatura na atividade xilanolítica em extrato 
bruto e parcialmente purificado de Gongronella butleri IPS8.2, à 45 ºC e pH 5,5. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Gupta et al. (2014) verificaram uma temperatura ótima de 70 °C para a 

xilanase produzida pelo fungo Melanocarpus albomyces, entretanto, esta enzima 

mostrou termoestabilidade somente até 55 °C. 

 

5.10 pH ÓTIMO E DE ESTABILIDADE  

 

A análise do efeito do pH na atividade enzimática da xilanase (Figura 35), 

mostrou que a xilanase bruta, apresenta um pH ótimo na faixa de 5,0 a 5,5, sendo 

sua maior atividade em pH 5,5. No pH 6 a enzima conseguiu manter mais de 50% de 

atividade residual, a partir desse ponto houve queda na atividade xilanolítica, tendo 

um pequeno aumento no pH 10. A enzima parcialmente purificada apresentou um 

pH ótimo na faixa de 3 a 5,5, sendo o ótimo alçancado no pH 5,5, após este pH a 

enzima em estudo não conseguiu reter mais 50% de atividade residual, zerando a 

atividade a partir do pH 10. 
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Figura 35 - Efeito do pH na atividade da xilanase bruta e parcialmente purificada 
obtida da espécie Gongronela butleri IPS8.2 cultivado em farelo de trigo sob cultivo 
sólido. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

 Xilanases de origem fúngica são mais ativas em pH oscilando entre 3,5 e 5,5, 

mas é bastante estável ao longo de uma ampla faixa de pH (3,0-10,0) (MURTHY; 

NAIDU, 2012; WONG et al., 1988). Irfan e Syed (2012) determinaram o pH ótimo de 

5,0 para xilanases produzidas por T. viride. O mesmo resultado foi observado para 

xilanases de T. harzianum, realizado por Ahmed et al. (2012). A mesma faixa de pH 

ótimo, encontrada em estudo, foi observada por Masui et al. (2012), para a xilanase 

produzida pela espécie Humicola brevis var. Thermoidea quando cultivada em 

estado sólido, utilizando o farelo de trigo como substrato. 

 As enzimas, geralmente, apresentam atividade máxima em determinado pH. 

O pH pode influenciar diretamente a atividade enzimática por meio de mudanças nas 

cargas de aminoácidos, como aqueles situados no sítio ativo da enzima, ou nos 

sítios de ligação, acarretando em maior ou menor afinidade da enzima para com o 

substrato (LEHNINGER et al., 1995). Além dos efeitos puramente iônicos, valores 

baixos ou altos de pH podem causar desnaturação considerável e 

consequentemente, inativação da proteína enzimática. Ademais, uma vez que 

muitos substratos têm caráter iônico (por exemplo, ATP, NAD+, aminoácidos e 

CoASH), o sítio ativo da enzima pode requerer espécies iônicas determinadas para 

atingir atividade ótima. Esses efeitos são, provavelmente, os principais 

determinantes de uma típica relação atividade enzimática-pH (QUERIDO, 2002). 
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O perfil de estabilidade, com relação ao pH, sobre a atividade da xilanase 

bruta está representado na Figura 36. Observou-se uma estabilidade superior a 70% 

no intervalo de pH de 4 a 9,5, e estabilidade inferior 30% no intervalo de pH de 10,5 

à 11. A enzima bruta, produzida por Gongronella butleri IPS8.2, apresenta-se estável 

em uma ampla faixa. Já a xilanase parcialmente purificada pode-se observar se 

manteve estavél no intervalo de pH de 3 a 8. Foram observadas quedas de  

estabilidade nos pH 9 e 9,5. Pal e Khanum (2011) encontraram uma faixa estreita de 

estabilidade de pH (4,0 à 6,5) para xilanase produzida por Aspergillus niger DFR-5, 

de modo similar ao atual estudo uma ampla faixa de estabilidade de pH (4 à 10) foi 

encontrada por Oliveira et al. (2010) para fungo Thermoascus aurantiacus CBMAI 

756. A xilanase bruta e a parcialmente purificada foram caracterizadas à 45 ºC no 

pH 5,5. 

 

Figura 36 - Efeito da estabilidade de pH na atividade da xilanase bruta e 
parcialmente purificada obtida da espécie Gongronella butleri IPS 8.2 cultivado em 
farelo de trigo sob cultivo estado sólido. 

 
Fonte: Dados do próprio autor. 

 

5.11 EFEITO DE ÍONS E OUTROS COMPOSTOS NA ATIVIDADE DA XILANASE 

BRUTA E PARCIALMENTE PURIFICADA 

 

 O efeito de diferentes substâncias e íons metálicos sobre a atividade da 

xilanase bruta e parcialmente purificada, foi avaliado em reação contendo como 

substrato xilana Beechwood à 1% e pH de 5,5 à 45 ºC. 
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 Como pode-se observar na Tabela 15, as xilanases sofreram inibição na 

presença dos íons Cu+2, Hg+2, Ag+, este efeito foi mais elevado com aumento da 

concentração molar. O íon Cu2+ é conhecido por ser um forte inibidor das xilanases 

(ZHANG et al., 2007; MAITAN-ALFENAS et al., 2016). A diminuição da atividade por 

Cu2+, também foi verificada com a xilanase de Penicillium janczewskii, reduzindo-a a 

níveis não detectáveis nas condições de ensaio, enquanto que Na+ aumentou a 

atividade enzimática da xilanase (TERRASAN et al., 2016), resultados semelhantes 

ao encontrado nesse trabalho. A inibição pelo íon Hg2+ aparenta ser uma 

propriedade geral das xilanases, devido a oxidação de resíduos específicos, 

contendo grupo sufidrila, como a cisteína, reduzindo sua atividade (LIAO et al., 

2014). A supressão pelo Hg2+ foi semelhante aos resultados encontrados para 

xilanase em literatura (FENGXIA et al. 2008; YANG et al. 2010; SORGATTO et al. 

2012). 

A forte supressão pelo Ag+, do composto nitrato de prata, também revelou a 

presença de resíduos de cisteína, perto do sítio ativo da enzima, onde sua interação 

com estes aminoácidos foi tão forte que promoveu inibição da atividade da enzima 

(GUPTA et al., 2014). Observações semelhantes também foram relatadas para 

outras xilanases (BEG et al., 2001;  DOBREV; ZHEKOVA 2012; SORGATTO et al. 

2012; GUPTA et al., 2014) o que difere do resultado encontrado para xilanase 

produzida por Neosartorya tatenoi KKU-CLB-3-2-4-1 (SEEMAKRAM et al., 2016). 

Quase um terço dos processos, mediados por enzimas, necessita dos 

cofatores para exercer sua atividade catalítica. Quando o íon metálico é necessário 

para elevar a atividade da enzima é atribuído a ele o papel de cofator (SISSI; 

PALUMBO, 2009). O extrato bruto enzimático apresentou aumento da atividade na 

presença dos íons Mg+2, Mn+2, Ca+2, Zn2+, Co+2, Na+, NH4
+. A enzima parcialmente 

purificada foi ativada na presença dos mesmos íons, exceto pelo íon Mn+2. O íon que 

mais ativou a xilanase parcialmente purificada foi o Ca+2, este íon também elevou a 

atividade de duas xilanases purificadas provenientes do fungo Penicillium 

sclerotiorum em 28,7 e 22% da atividade controle (KNOB; CARMONA, 2010). 

Semelhante ao presente estudo, Murthy e Nadu (2012) observaram efeito positivo na 

atividade xilanolítica ao utilizar os efetores Mg2+ ,Ca+2, Zn2+, Co+2 e EDTA. 
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Tabela 15 - Efeito dos íons e reagentes na atividade da xilanase bruta obtida de 
Gongronella butleri IPS 8.2. 

 Atividade Residual (%) 

 Xilanase Bruta Xilanase Parcialmente Purificada 

Efetor 5 mmol L-1 10 mmol L-1 5 mmol L-1 10 mmol L-1 
CONTROLE 100,0 ±0,04 100,0 ±0,02 100,0 ± 0,06 100,0 ±0,06 

CuSO4 36,8 ±0,14 32,7 ±0,02 13,4±0,01 8,6 ±0,05 

CuCl2 65,0 ±0,02 16,08 ±0,02 15,3 ±0,06 10,6 ±0,02 

FeSO4 126,4 ±0,09 135,2 ±0,02 110,8±0,06 126,2 ±0,08 

CoCl2 101,7 ±0,04 153,7 ±0,01 118,1 ±0,01 147,6 ±0,01 

CaCl2 123,4 ±0,14 137,9 ±0,40 112,1 ±0,07 170,5 ±0,07 

HgCl2 45,1 ±0,05 38,8 ±0,07 72,6 ±0.08 85,01 ±0,26 

ZnCl2 97,2 ±0,03 131,4 ±0,03 103,1±0,01 78,2±0,16 

NH4Cl 107,1 ±0,01 147,9 ±0.01 113,7±0,03 92,8±0,10 

NaCl 109,6 ±0,07 130,6 ±0,05 110,5±0,08 139,7±0,07 

MnSO4 159,4 ±0,01 130,4 ±0,02 97,3±0,01 95,1±0,6 

MgSO4 107,7 ±0,08 134,8 ±0,05 111,6±0,05 161,5±0,06 

ZnSO4 138,4 ±0,02 150,9±0,03 110,8±0,05 127,5±0,07 

(NH4)2SO4 101,1 ±0,01 138,6 ±0,04 118,5±0,07 137,0±0,05 

AgNO3 2,4 ±0,01 1,05 ±0,01 0 0 

     

DTT 119,8 ±0,10 132,8 ±0,10 120,6±0,03 155,5±0,05 

EDTA 102,7 ±0,05 136,4 ±0,02 113,1±0,01 149,8±0,01 

TRITON 112,9 ±0,01 117,1±0,05 117,8±0,01 141,3±0,04 

SDS 93,40 ±0,01 99,0 ±0,06 103,5±0,04 95,1±0,01 

Fonte: Dados do próprio autor. 

  

 Nesse estudo, a xilanase bruta foi fracamente inibida pelo SDS e ativada 

pelo Triton. A ação de SDS, provavelmente, não afetou a integridade da estrutura 

trimensional da enzima que é fundamental para a sua atividade catalítica, pode-se 

observar que o SDS, aumentou a atividade da xilanase parcialmente purificada, na 

concentração à 5 mmol L-1. Resultado este que se difere das maioria dos trabalhos 

encontrados em literatura (DUARTE et al., 2012; MILANEZI et al., 2012; 

MAITAN-ALFENAS et al., 2016).  

 O DTT aumentou a atividade de xilanase, o que pode ser explicado pela 

prevenção da oxidação de grupos sulfidrilo na presença deste agente ou pela 

redução de ligações dissulfeto, restaurando sua estrutura nativa em alguma região 
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específica ou mesmo do sitio catalítico (SILVA; TERRASAN; CARMONA, 2015). O 

agente quelante EDTA mostrou efeitos estimuladores sobre a atividade da xilanase, 

resultado semelhante aos encontrados por Gupta et al. (2014). A elevação da 

atividade da xilanase observada na presença de EDTA sugere que esta enzima não 

é uma metaloenzima, pois a diminuição na atividade enzimática sugere que a 

mesma pode solicitar íon metálico como cofator (TERRASAN et al., 2016). 
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6 CONCLUSÕES 
 

 Os isolados em estudo apresentam resultados promissores, nas condições 

estabelecidas, sendo possível destacar alguns e selecionar o isolado IPS 8.2 para 

identificação pela análise da sequência do rDNA por ITSs. 

 Em relação ao fungo Gongronella butleri IPS8.2, espécie estudada neste 

trabalho, pode-se verificar que o cultivo em estado sólido se mostrou mais eficaz na 

produção de xilanases. A utilização de diferentes substratos lignocelulósicos, a fim 

de avaliar o efeito na produção de xilanase, não sobrepôe-se à utilização primordial 

do farelo de trigo como substrato. Com a otimização do meio foi possível melhorar a 

produção xilanolítica. As xilanases bruta e parcialmente purificada se mostraram 

moderadamente termoresistentes (faixa ótima à 45 ºC), não sendo indicadas para 

processos biotecnológicos que demandam altas temperaturas. O pH ótimo ficou 

dentro da faixa esperada para espécies fúngicas, entre 5,0-5,5. Dentre os 

compostos fenólicos, o ácido tânico apresentou maior efeito de inibição sobre a 

atividade da xilanase bruta. A enzima parcialmente purificada apresentou uma 

estabilidade de temperatura e uma faixa de estabilidade pH inferiores à amostra 

bruta, nas condições analisadas. A maioria dos íons testados não inibiram a xilanase 

bruta e a parcialmente purificada. Para ambas as condições testadas, o Ag+ foi o 

que proporcionou maior diminuição na atividade xilanolítica. Dentre os agentes 

modificadores testados, foi observado influências positivas na xilanase bruta e na 

parcialmente purificada. O único agente que proporcionou leve inibição foi o SDS, 

contudo, o mesmo ativou a xilanase parcialmente purificada na concentração de 

5 mmol L-1. 

 Para trabalhos futuros sugere-se  avaliar o aumento da umidade inicial no 

CES de outros substratos, uma vez que se verificou aumento da produção de 

xilanases quando a umidade inicial passou de 54% para 70% no CES de 

Gongronella butleri IPS8.2 em farelo de trigo, e esse aumento da umidade não foi 

testado para os outros subtratos analisados. Em farelo de trigo avaliar uma umidade 

superior a 70%, pois não houve queda na produção da xilanase. Analisar o CSm e a 

otimização do CES com inóculo em esporo. Com relação à purificação o ideal seria 

explorar outras técnicas além das utilizadas, uma vez que os dados apresentados 

nesse trabalho, sugerem que o fungo Gongronella butleri IPS8.2 produz 
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multiplicidade de formas de xilanases, não podendo se afirmar que são isoformas. 

Podendo, inclusive, se tratar de diferentes graus ou tipos de glicosilação, o que 

dificultou o processo de purificação. 
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