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RESUMO 

O sabugo de milho é um resíduo rico em material lignocelulósico que pode ser 

reaproveitado para produção de xilitol, por meio de conversão enzimática e 

posterior fermentação com leveduras do gênero Candida. Diante do exposto, 

esse estudo teve por objetivo a extração de xilana de sabugo de milho para ser 

hidrolisada por xilanase de Aspergillus labruscus ITAL 22.223 imobilizada e a 

xilose, obtida da hidrólise enzimática, utilizada em fermentação com Candida 

tropicalis ATCC 750 para produção de xilitol. As xilanas extraídas apresentaram 

baixa contaminação por proteínas (<0,45%) e fenóis (<0,1%) e quando 

hidrolisadas enzimáticamente, foi possível constatar, através do CCD, bandas 

de nítidas de xilose, xilobiose e xilotriose. Na caracterização da atividade 

enzimática, utilizando xilana comercial como substrato, a enzima apresentou 

temperatura ótima na faixa de 55–75 ºC, pH ótimo de reação de 4,5 e 5,5, 

termoestabilidade em 45 ºC por 120 min e estabilidade ao pH na faixa de 3,0 a 

5,0 por 1 h. Para xilana extraída de sabugo de milho (ABST) 5% utilizada como 

substrato, a temperatura ótima de reação para a enzima foi de 45-60 ºC, pH 

ótimo de reação 3,5 e 5,0, termoestabilidade de 45-50 ºC por 24 h e estabilidade 

ao pH de 80% de atividade em todas as faixas analisadas. Na imobilização da 

xilanase, utilizando resinas de troca iônica, obteve-se rendimento, eficiência, 

atividade recuperada e atividade do derivado de 93%, 97%, 100% e 11U/g, 

respectivamente, para DEAE-Celulose, e de 99%, 98%, 11% e 8,9 U/g, 

respectivamente, para DEAE-Sephadex. Os derivados apresentaram 

temperatura e pH ótimo de reação de 55 ºC e 5,0, utilizando a xilana ABST como 

substrato. O derivado DEAE-Celulose foi utilizado em reator enzimático para 

hidrolisar a xilana ABST, obtendo 2mg/mL de xilose ao final de 48 h. Na 

fermentação com C. tropicalis, a xilose comercial 2% foi 85% consumida a 35 ºC 

em 72 h de fermentação. No ensaio com a xilose obtida da hidrolise da xilana 

ABST, a levedura consumiu cerca 60% ao final de 96 h e as análises de HPLC 

indicaram a produção de 1,02 mg/mL de xilitol em 48 h de fermentação. Deste 

modo, foi possível produzir xilitol a partir da xilose obtida da hidrólise da xilana 

de sabugo de milho, potencializando a reutilização do sabugo de milho para 

produção de produtos de alto valor agregado. 

Palavras-chaves: Xilana; Xilanase; Xilitol; Imobilização. 



 
 

ABSTRACT 

Corn cob is a residue rich in lignocellulosic material that can be reuse for the 

xylitol production, through enzymatic conversion and fermentation subsequent 

with yeasts of Candida genus. Given above, this study aimed to xylan extract of 

corn cobs to be hydrolyzed by immobilized Aspergillus labruscus ITAL 22,223 

xylanase and the xylose, obtained from enzymatic hydrolysis, used in Candida 

tropicalis ATCC 750 fermentation to xylitol production. The xylans extracted 

showed low contamination by proteins (<0.45%) and phenols (<0.1%) and, when 

enzymatically hydrolyzed, it was possible to observe, through the CCD, clear 

bands of xylose, xylobiose and xylotriose. In the enzymatic activity 

characterization, using commercial xylan as substrate, the enzyme presented an 

optimal temperature in range of 55-75 ºC, pH reaction optimal of 4.5 and 5.5, 

thermostability at 45 ºC for 120 min and stability at pH in the range from 3.0 to 

5.0 for 1 h. For corn cob ABST 5% xylan used as substrate, the optimal 

temperature for the enzyme was 45-60 ºC, optimal reaction pH of 3.5 and 5.0, 

thermostability of 45-50 ºC for 24 h and stability at pH of 80 % of activity in all 

analyzed range. In enzymatic immobilization, using ion exchange resins, yield, 

efficiency, recovered activity and derivative activity of 93%, 97%, 100% and 

11U/g were obtained, respectively, for DEAE-Cellulose, and 99%, 98 %, 11% and 

8.9 U/g, respectively, for DEAE-Sephadex. Derivatives showed an optimal 

reaction temperature and pH of 55ºC and 5.0, using ABST xylan as substrate. 

The DEAE-Cellulose derivative was used in an enzymatic reactor to hydrolyze 

ABST xylan, obtaining 2mg/mL of xylose after 48 h. The fermentation with C. 

tropicalis, the commercial xylose 2% was consumed 85% at 35 ºC in 72 h of 

fermentation. The assay with xylose obtained from ABST hydrolysis, the yeast 

consumed about 60% at in 96 h and  HPLC analyzes production indicated of 1.02 

mg/mL of xylitol in 48 h of fermentation. In this way, it was possible xylitol 

production from xylose obtained from the xylan hydrolysis of corn cob, enhancing 

reuse of corn cob for products production with high added value. 

Keywords: Xylan; Xylanase; Xylitol; Immobilization. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

O consumo da população de alimentos, farmacêuticos ou energéticos, os 

modos de produções e alterações no estilo de vida, em decorrência do 

desenvolvimento econômico, crescimento demográfico urbano e crescimento do 

setor industrial somado a ineficiência da gestão de resíduos sólidos, tem 

intensificado cada vez mais a produção de resíduos urbanos e agrícolas, 

ocasionando de forma desenfreada a poluição ambiental (CONCEIÇÃO; 

TEIXEIRA, 2021; LIMA; BARROS, 2019; ROMANO; MOLINOS-SENANTE, 

2020; VIEIRA et al., 2019). 

No contexto agroindustrial, o milho é um dos grãos de maior destaque no 

Brasil, um dos cinco maiores produtores mundiais. Na safra 2020/21, o país 

contou com cerca de 20 milhões de hectares de área cultivada, produzindo 

aproximadamente 87 milhões de toneladas de milho (IBGE, 2022). Na Figura 1 

podemos observar a produção nacional do grão por região, segundo o 

levantamento sistemático da produção agrícola do IBGE em 2021. 

 

Figura 1. Produção de milho nas regiões Norte, Nordeste, Centro-Oeste, 
Sudeste e Sul no ano de 2021. 

 

Fonte: IBGE (2022). 
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Nota-se que a região Centro-Oeste é responsável pela maior cota da 

produção, seguida das regiões Sudeste e Sul, resultado de investimentos mais 

elevados em mão de obra capacitada e em tecnologia para colheita de milho. Já 

as regiões Norte e Nordeste, por serem regiões mais pobres, apresentam 

produções mais baixas e o cultivo é voltado para o consumo interno, já que o 

milho é uma espécie vegetal eficiente na armazenagem de energia devido a sua 

capacidade de acumulação de fotoassimilados (compostos resultantes da 

fotossíntese), portanto é base da alimentação dessas regiões (COSTA FILHO, 

2021). 

 Evidentemente, a colheita do milho gera resíduos. Segundo Costa Filho 

(2021), estima-se que a cada tonelada de grãos de milho produzida, são gerados 

2,3 toneladas de resíduos, sendo que uma lavoura de milho pode gerar de 6 a 

12 toneladas por hectares de resíduos, abundantes em carbono e nitrogênio. Os 

resíduos podem ser divididos em sabugo, folha, caule e palha. Durante a 

colheita, o maquinário efetua o corte do talo de milho, os grãos são debulhados 

e armazenados no próprio equipamento, enquanto que uma porcentagem dos 

resíduos é devolvido ao solo in situ, que tem, por finalidade, minimizar a erosão, 

diminuir a evaporação e impedir o crescimento de plantas daninhas, 

conservando o solo; a outra parte é utilizada em fornalhas para geração de calor. 

A palhada (nome genérico dado ao caule, sabugo, folha e palha), também é 

utilizada, embora menos comum, na suplementação da ração bovina, devido as 

características nutricionais. Entretanto, a contribuição nutricional do sabugo para 

o solo é inferior em relação aos demais resíduos, fazendo com que esse resíduo 

não seja explorado em todo o seu potencial. (COSTA FILHOA, 2021; SANTOS, 

2021; CRUZ et al., 2011; SANTOS, 2014; KONZEN; ALVARENGA, 2008; 

DANTAS, 2013; TRAKARNPAIBOON et al., 2017; VIEIRA JÚNIOR et al., 2020). 

A espiga do milho é formada pela fusão de várias espiguetas femininas 

em um eixo comum, fusão que dá origem ao sabugo, pelas sementes e por 

brácteas (palha do milho) que protegem o interior da espiga. O sabugo é a parte 

central da espiga, onde estão presos os grãos de milho. Estruturalmente, o 

sabugo é dividido em quatro partes fundamentais: palha fina, palha grossa, anel 

lenhoso e medula (Figura 2).  
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Figura 2. Componentes externos do sabugo de milho. 

 

Fonte: MORENO e FERREIRA (2018). 

 

A palha fina é a região externa do sabugo, constitui aproximadamente 5% 

do sabugo em massa; a palha grossa é a camada que se segue à palha fina e 

constitui 33% do sabugo em massa; o anel lenhoso é a região interna que 

constitui mais de 50% do sabugo e a medula é a região interna do anel lenhoso, 

constituindo apenas 2% do sabugo em massa. Para cada 100 kg de espigas de 

milho, aproximadamente 18 kg são formados pelo sabugo.  Apesar de grande 

quantidade gerada desse subproduto, sua utilização ainda não se mostra 

compatível com o seu potencial de uso (COSTA FILHO, 2021; SILVEIRA, 2010). 

Dentre as opções de utilização industrial do sabugo de milho, devido à 

sua dureza e resistência, é utilizado como abrasivo e polidor em produtos de 

limpeza; fabricação de tijolos e cerâmica; na produção do composto químico 

furfural; na ração animal; como aditivo em óleos vegetais; na produção de 

massas de bolos, pães ou pizzas por não apresentar grande solubilidade em 

água ou leite (SILVEIRA, 2010; FOLEY; VANDER-HOOVEN, 1981; ANWAR; 

BHANGER; YASMEEN, 2003; ZIGLIO et al., 2007). 

Além disso, o sabugo de milho, é uma biomassa constituída basicamente 

por celulose, pectina, lignina e hemicelulose (Figura 3). A biomassa 

lignocelulósica representa cerca de 90% da biomassa de carbono disponível na 

biosfera e a proporção de cada um dos componentes não é fixa, pois os teores 

sofrem influencia de fatores como localização geográfica, condições climáticas, 
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origem e espécie do vegetal, entre outros (SANTOS, 2021; GUIMARÃES et al., 

2013; COSTA FILHO, 2021; SAINI et al., 2015; MUSULE et al., 2016; XU et al., 

2020). 

 

Figura 3. Modelo da parede celular da biomassa lignocelulósica 

 

Fonte: Ozmak (2010) adapatado. 

 

A celulose é o biopolímero renovável mais disponível no mundo, 

correspondendo aproximadamente a 40% de toda a reserva de carbono 

disponível na biosfera. A celulose possui uma cadeia linear formada por 

unidades de D-glicose ligadas por ligações β-1,4 unidas paralelamente por 

ligações de hidrogênio intramolecurares e intermoleculares, e forças de Van der 

Walls na estrutura cristalina, denominada fibrila elementar altamente ordenada, 

consistindo em cerca de 40 cadeias de glicano, formando as fibrilas da celulose. 

A junção destas fibrilas dá a formação das microfibrilas, onde distinguem-se 

regiões cristalinas que são conhecidas por serem de elevada organização, onde 

a fibra tem maior resistência à tração, ao alongamento e à solvatação devido à 

grande quantidade de ligações de hidrogênio presente e regiões amorfas, menos 

organizadas, onde a fibra apresenta maior grau de flexibilidade devido ao menor 
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número de ligações de hidrogênio presente (COSTA FILHO, 2021; RABELO, 

2010; JEFFRIES, 1990; BAYER; LAMED, 1992; BIDLACK; MALONE; BENSON, 

1992; SILVA, 2010). 

Responsável por aproximadamente 30% do carbono orgânico na biosfera, 

a lignina é o segundo biopolímero mais abundante da biomassa lignocelulósica. 

Sua principal atuação é como componente estrutural, adicionando força e rigidez 

às paredes celulares, permitindo, também, o transporte de água e solutos 

através do sistema das plantas e fornecendo barreiras físicas contra invasões de 

fitopatógenos e outros estresses ambientais (COSTA FILHO, 2021; EUDES et 

al., 2014; RAGAUSKAS et al., 2014).  

A hemicelulose é outro constituinte da matriz lignocelulósica presente em 

toda a parede celular vegetal intimamente ligada a celulose e lignina, 

correspondendo de 15 a 45% da biomassa lignocelulósica, sendo caracterizado 

pela insolubilidade em água e solubilidade em soluções alcalinas. (GUIMARÃES 

et al., 2013). 

 

1.1. Hemicelulose 

 

As unidades constituintes das hemiceluloses podem consistir em 

unidades repetidas de pentoses (D-xilose e L-arabinose), hexoses (D-galactose, 

D-glicose e D-manose) e ácidos urônicos, sendo os principais constituintes os 

polissacarídeos denominados xilanas e heteroxilanas. Ainda no que diz respeito 

ao sabugo de milho, tem sido considerado que as xilanas apresentam, em geral, 

uma estrutura química formada por ácido 4-O-metil-D-glucorônico, L-arabinose 

e D-xilose, na proporção 2:7:19 (GÍRIO et al., 2010; QASEEM; SHAHEEN; WU, 

2021; CAPETTI et al., 2021; SENATORE et al., 2021; AGRAWAL et al., 2021; 

SANTOS, 2021; MARABEZI, 2009; MILÉO, 2011; SILVA et al.,1998). 

Com base na estrutura, as hemiceluloses são classificadas de acordo com 

o resíduo de açúcar principal, que são β-glucanas (Figura 4 A), xilanas (Figura 4 

B), xiloglucanas (Figura 4 C) e mananas (Figura 4 D). A xilana é o polímero 

predominante na estrutura da hemicelulose que forma a parede celular da planta. 
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É o segundo polímero mais abundante na natureza, depois da celulose, 

correspondendo cerca de 33% da biomassa lignocelulósica e é formada por 

unidades de D-xilose (oligômeros dessas unidades são conhecidos como 

xilooligossacarídeos) unidas por ligações glicosídicas β (1-4) na cadeia principal. 

Os xilooligoassacarídeos (XOS) podem ser obtidos a partir da hidrólise da xilana 

utilizando enzimas do complexo xilanolítico (KAUSHAL et al., 2021; SILVA et al., 

1998; QASEEM, SHAHEEN e WU, 2021). 

 

Figura 4. Classes das Hemiceluloses: A- β-glucanas; B- xilanas; C- xiloglucanas 

e D- mananas. 

 

Fonte: Qaseem, Shaheen e Wu (2021), adaptado. 

 

As β-glucanas (Figura 4 A) e xiloglucanas (Figura 4 C), assim como a 

celulose, possuem um importante papel na estrutura e função da parede celular, 

uma vez que elas estão envolvidas no suporte e reticulação da matriz celulósica 

através de ligações de hidrogênio com a celulose, com outras hemiceluloses e 

pectinas. Estruturalmente elas são similares à celulose, pois seus esqueletos 

são formados por ligações β-glicosídicas (OGEDA; PETRI, 2010; QASEEM, 
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SHAHEEN e WU, 2021). As β-glucanas, antes consideradas específicas das 

paredes celulares de gramíneas, são agora identificadas em muitos outros 

grupos de plantas e até mesmo em organismos como algas, líquens, fungos e 

briófitas. Geralmente, consistem em cadeias de glicose unidas por ligações β-

1,4 e interrompidas por ligações β-1,3 (QASEEM, SHAHEEN e WU, 2021). 

As xilanas são hemiceluloses lineares de paredes secundárias de plantas, 

com a cadeia principal constituída de resíduos de xilose unidos por ligações β-

1,4. A cadeia principal é frequentemente substituída por várias pequenas 

moléculas de oligossacarídeos, incluindo xilose, ácido glicurônico arabinose, 

glicose, entre outros (QASEEM, SHAHEEN e WU, 2021). 

A xiloglucana é um polissacarídeo diverso, pois está presente em quase 

todas as plantas, com quantidades menores de 2% na parede celular da grama 

até 25% nas paredes celulares primárias de angiospermas. Os resíduos de β-D-

glucopiranosil constituem a cadeia principal da xiloglucana e são substituídos por 

muitos poli ou oligossacarídeos curtos, como arabinopiranosil, galactosil e 

arabinofuranosil. A maioria das xiloglucanas é classificada em duas categorias 

principais: tipo I XXXG-fucogalactoxiloglucana, mais comuns em parede celular 

de dicotiledôneas e tipo II XXGGn – acetoxiloglucana, mais comuns em parede 

celular de gramíneas (QASEEM, SHAHEEN e WU, 2021). 

As mananas são heteroglicanos hemicelulósicos estruturalmente 

complexos envolvidos na manutenção do armazenamento e estrutura da parede 

celular em plantas. Estruturalmente, as mananas são classificadas em quatro 

tipos: homomanana, galactoglucamanana, glucomanana e galactomanana. Na 

homomanana e galactomanana, a cadeia principal consiste exclusivamente de 

resíduos de manose ligados por ligações β-1,4, enquanto que em glucomanana 

e galactoglucomanana, a cadeia principal da manose é interrompida por padrões 

não repetidos de glicose. Além disso, resíduos de galactose também estão 

ligados a resíduos de cadeia principal de manosil (QASEEM, SHAHEEN e WU, 

2021). 

Como observado, as hemiceluloses possuem em sua estrutura uma 

variedade de sacarídeos que podem ser obtidos por meio de hidrólise 

enzimática, utilizando diversas enzimas que constituem o complexo xilanolítico. 
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1.2. Complexo xilanolítico 

 

As principais enzimas do complexo xilanolítico são as endo 1,4-β-D-xilanases 

(EC 3.2.1.8), β-D-xilosidases (EC 3.2.1.37), α-L-arabinofuranosidases (EC 

3.2.1.55), acetil-xilana esterases (EC 3.1.1.72), feruloil estereases (EC 3.1.1.73), 

α-D-galactosidases (EC 3.2.1.22), α-glucuronidases (EC 3.2.1.139) e p-cumárico 

esterases (EC 3.1.1.10). Estas enzimas atuam sinergicamente hidrolisando de 

forma randômica as ligações tanto ao longo da cadeia principal, liberar XOS de 

diferentes tamanhos, quanto sobre as cadeias laterais (Figura 5) (CAPETTI et 

al., 2021; LI et al., 2019; KAUSHAL et al., 2021; MOREIRA; FILHO, 2016). 

 

Figura 5. Hidrólise da hemicelulose pelo complexo xilanolítico. 

 

Fonte: Souza (2013), adaptado. 

As endo 1,4-β-D-xilanases catalisam a hidrólise de ligações glicosídicas 

internas da cadeia principal, liberando XOS, xilobiose e xilose e as β-D-

xilosidases atuam sobre os XOS e a xilobiose, liberando xilose. Já a remoção 

dos grupos substituintes é catalisada pelas enzimas acessórias: as α-L-
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arabinofuranosidases remove resíduos de arabinose, as α-glucuronidases 

liberam ácido glucurônico ou metilglucurônico, as acetil-xilana esterases 

hidrolisam ligações acetil-éster, as α-galactosidases removem resíduos de 

galactose e as p-cumárico esterases e feruloil estereases hidrolisam ligações p-

cumaroil-éster e feruloiléster, respectivamente (MOREIRA; FILHO, 2016; 

POLIZELI et al., 2005). 

No processo de hidrólise, pode ocorrer inibição das endo-xilanases pelos 

produtos finais de reação (xilobiose e XOS curtos). Entretanto, como as endo-

xilanases e β-xilosidases atuam sinergeticamente, as β-xilosidases 

desempenham papel importante minimizando a inibição das endo-xilanases, o 

que possibilita maior eficiência no processo como um todo. Forte sinergismo 

também é observado entre as endo-xilanases e as enzimas acessórias. Por 

exemplo, a presença de ramificações de arabinose pode dificultar o acesso das 

endo-xilanases à cadeia principal e a ação das α-L-arabinofuranosidases 

removendo resíduos de arabinose potencializa a ação das endo-xilanases 

(LAGAERT et al., 2014) 

 

1.3.  Produção de xilanases 

Muitos estudos reportam que as xilanases podem ser produzidas por 

diferentes organismos como fungos filamentosos, leveduras, bactérias, algas 

marinhas, sementes, crustáceos e caracóis. Contudo, as principais fontes de 

enzimas são os fungos e as bactérias. Vale ressaltar que as enzimas produzidas 

podem ter características diferentes umas das outras, de acordo com a fonte 

produtora, que as torna úteis em várias aplicações (NAMNUCH; 

THAMMASITTIRONG; THAMMASITTIRONG, 2021; MANDAR, 2015; POLIZELI 

et al., 2005; BURLACU; CORNEA; ISRAEL-ROMING, 2016).  

Os fungos Aspergillus spp., Fusarium spp. e Penicillium spp. são 

reconhecidos como produtores importantes da xilanase devido ao alto 

rendimento extracelular da enzima. Além disso, xilanases produzidas por fungos 

tem atividades catalíticas superiores quando cultivados em fermentação no 

estado sólido, por exemplo, se comparadas com as das xilanases de bactérias 

e de leveduras. Dentre os gêneros fúngicos mencionados, o Aspergillus se 



32 
 

destaca por conter no seu genoma vários genes de xilanases, codificando 

múltiplas xilanases (MAKELA; HILDÉN; VRIES, 2014; BURLACU, CORNEA e 

ISRAEL-ROMING, 2016) 

 

1.3.1. Aspergillus labruscus ITAL 22.223 

 

O gênero Aspergillus, primeiramente descrito por Micheli em 1729, 

consiste de fungos filamentosos, anamorfos (reprodução assexuada) e de 

dispersão cosmopolita, podendo ser encontrados principalmente em material 

vegetal em decomposição. Em relação à morfologia, as colônias apresentam 

uma ampla variação na coloração, sendo a principal característica macroscópica 

utilizada para classificação, em tons de verde, amarelo, cinza, marrom, preto e 

branco (BENNETT, 2010; SCHUSTER et al, 2002). 

Novas espécies têm sido descobertas anualmente em todo o mundo. 

Aspergillus labruscus ITAL 22.223 é uma espécie isolada da superfície da uva 

Baga (Vitis labruscas L.), muito utilizada para produção de suco de uva 

concentrado, na região sul do Brasil, pertencendo ao subgênero Circumdati 

seção Nigri (Figura 6) (FUNGARO et al., 2017). 

 

Figura 6. Crescimento de Aspergillus labruscus ITAL 22.223 em 

meio BDA em tubo de ensaio. 

 

Fonte: Autora. 

 

Existe uma grande dificuldade de identificação de Aspergillus seção Nigri 

devido as sutis diferenças morfológicas entre as espécies. Devido a esta 

dificuldade, os autores Fungaro et al. (2017) fizeram a identificação molecular da 
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linhagem isolada. Tal linhagem, denominada Aspergillus labruscus, apresentou 

de 85-88% de similaridade com as linhagens Aspergillus homomorphus CBS 

101889, Aspergillus aculeatus CBS 172.66 e Aspergillus japonicus CBS 114.51. 

Com relação à análise de metabólitos, Aspergillus labruscus produz ácido 

secalônico D e neoxalina, e não produz ocratoxina A e fumonisinas, que são 

micotoxinas cancerígenas. Em comparação com as linhagens filogeneticamente 

relacionadas, Aspergillus saccharolyticus difere de Aspergillus labruscus por 

produzir aculeno A e B e homomorfosinas, e a linhagem Aspergillus 

homomorphus produz ácido secalônio D, assim como A. labruscus, mas difere 

produzindo homomorfosinas e 3-methoxy-5-hydroxy-9-phenyl-2,4,6,8-

nanotetranoic acid lactone (FUNGARO et al., 2017). 

Segundo os autores Fungaro et al. (2017), as análises macromorfológicas 

indicaram que os diâmetros de colônias de A. labruscus, quando cultivado em 

meio Czapeck à 25 ºC por 7 dias, variam de 70-77 mm, sendo o micélio amarelo 

e com baixa esporulação. Nas análises micromorfológicas, a estrutura do 

conidióforo é unisseriada, com cabeças conidiais esféricas, vesículas 43 x 60 

µm, fiálide 7,2-7,8 x 3,8 µm, conídios esféricos 6,5-8 x 6,1-6,9 µm e de coloração 

preta, aparentemente rugoso. Morfologicamente, A. labruscus é semelhante ao 

Aspergillus sclerotioniger, que também possui micélio amarelo, baixa 

esporulação nas mesmas condições de cultivo e conídios ásperos. A principal 

diferença entre as duas linhagens é que Aspergillus sclerotioniger tem 

conidióforo bisseriado e produz ocratoxina A (FUNGARO et al., 2017). 

Com relação à produção de enzimas por A. labruscus, Fungaro et al. 

(2017) analisaram a produção de tanases e proteases obtendo resultados 

satisfatórios para ambas enzimas. Maestrello e Guimarães (2018) identificaram 

que Aspergillus labruscus ITAL 22.223 produz xilanase e celulase. 

 

1.3.2. Fermentação em Estado Sólido 

 

Considerando a importância da degradação de biomassa lignocelulósica 

em processos biotecnológicos, estas podem ser realizadas por via enzimática e 

a produção de enzimas por fungos filamentosos pode ser conduzida de 

diferentes formas como, por exemplo, a Fermentação em Estado Sólido (FES). 



34 
 

O desenvolvimento de bioprocessos em FES está ligado a vários 

aspectos gerais, que incluem adequação de diferentes tipos de microrganismos, 

substratos e parâmetros de processo. Fungos do gênero Aspergillus são 

comumente relatados nesse tipo de fermentação, uma vez que a FES pode 

fornecer um habitat natural similar (YAZID et al., 2017). 

Em FES, o crescimento do microrganismo ocorre sobre e entre as 

partículas porosas do substrato, onde a água livre apresenta-se escassa, porém 

com umidade suficiente, existente na forma adsorvida na matriz sólida. As 

enzimas produzidas por microrganismos nessa condição, geralmente, são mais 

estáveis a temperatura e ao pH, e são menos susceptíveis a problemas de 

inibição pelo substrato (HOLKER; LENZ, 2004; PANDEY; RADHAKRISHNAN, 

1992; SOCCOL; VANDENBERGHE, 2003). 

Em relação aos substratos, estes devem ser selecionados 

cautelosamente pois desempenham um papel importante para a produção 

eficiente e econômica do produto final desejado. Deve ser levar em conta, 

também, a garantia da disponibilidade e custo desses substratos, visando 

fornecer nutrientes e suporte físico para o desenvolvimento dos microrganismos. 

Resíduos agrícolas, industriais e alimentícios são os substratos mais adequados 

para serem utilizados devido à sua abundância com baixo ou nenhum custo e 

sua composição química. Além disso, o uso destes pode contribuir para a 

redução dos problemas de poluição ambiental (YAZID et al., 2017). 

Além da seleção dos substratos, outros parâmetros importantes devem 

ser avaliados para melhorar a eficiência da FES, como umidade inicial do cultivo, 

tamanho da partícula, pH, temperatura, composição do meio, esterilização, 

atividade de água, densidade do inóculo e extração do produto. Com relação ao 

tamanho das partículas, em especial, é evidente que partículas pequenas de 

substrato podem fornecer uma grande área superficial de suporte à fixação do 

microrganismo. Entretanto, partículas extremamente pequenas podem resultar 

na aglomeração do substrato e interferir na oxigenação do meio de cultivo, 

prejudicando o desenvolvimento do microrganismo. O contrário também pode 

ocorrer com partículas maiores que, embora ofereça maior aeração, podem 

limitar a área de superfície para a fixação microbiana (PANDEY, 2003; YAZID et 

al., 2017; CHEN; HE, 2012; DE CASTRO; SATO, 2015). 
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O teor de umidade também tem um papel significativo na FES, uma vez 

que fungos necessitam de umidade em torno de 40-60%. Além disso, a alta 

umidade pode interferir na difusão do oxigênio. Por outro lado, baixa umidade 

pode limitar a solubilidade dos nutrientes, dificultando o crescimento microbiano 

(YAZID et al., 2017; MARTINS et al., 2011; SINGHANIA et al., 2009).   

As principais vantagens na utilização da FES são sua simplicidade e o uso 

de substratos sólidos de baixo custo. Além disso, a ausência de uma fase líquida 

reduz o risco de contaminação bacteriana e geração de águas residuais ao final 

do processo. Vale ressaltar, também, a redução do uso de reagentes, e baixo 

consumo de energia, uma vez que a agitação não é necessária. No entanto, 

algumas desvantagens podem ser citadas, como por exemplo, impossibilidade 

de controlar o pH e aeração do meio de cultivo. (VINIEGRA-GONZÁLEZ et al., 

2003; HOLKER; HOFER; LENZ, 2004; GABELLE et al., 2012; QUIROZ et al., 

2015). 

Substratos agrícolas têm sido amplamente usados em FES, 

principalmente para obtenção de enzimas fúngicas do complexo celulolítico e 

hemicelulolítico, que apresentam ampla variedade de aplicações, como é o caso 

das xilanases. 

 

1.4. Aplicação das xilanases 

 

As xilanases são consideradas como uma das enzimas industriais mais 

importantes e, as produzidas por microrganismos, têm atraído grande atenção 

do mercado pela sua aplicação biotecnológica em diversos processos, como nas 

indústrias de alimentos, rações e papel e celulose. (BURLACU, CORNEA e 

ISRAEL-ROMING, 2016). 

Na indústria de papel e celulose, a xilanase é utilizada no processo de 

remoção da xilana da superfície e dos poros da fibra, que está ligada as camadas 

de celulose e lignina. A ruptura da xilana leva à separação entre esses 

componentes, aumentando assim o inchaço na parede da fibra, melhorando a 

extração de lignina da polpa e facilitando o branqueamento subsequente, uma 

vez que a enzima é utilizada para melhorar o efeito de branqueamento, 
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reduzindo o nível de produtos químicos convencionais utilizados para este fim 

(SHARMA et al., 2020; THOMAS et al., 2015; KAUSHAL et al., 2021). 

Na indústria têxtil, a fabricação do tecido é realizada em etapas, onde a 

fibra passa, em um primeiro momento, pela fiação, engomagem e tecelagem, 

recebendo o nome de tecido cru. As três etapas seguintes consistem em 

desengomagem, lavagem e branqueamento do fio, obtendo-se o tecido 

acabado. Anteriormente, o método convencional de desengomagem envolvia a 

aplicação de altas temperaturas em um ambiente alcalino sob influência de 

agente oxidantes, causando danos ao componente celulósico útil da fibra, 

enfraquecendo assim a resistência da fibra. Mais tarde, foi substituído por 

tratamento enzimático com xilanase termotolerante e alcalina, sendo um método 

mais adequado e ecologicamente correto para desengomagem (BAJPAI, 2014; 

KAUSHAL et al., 2021). 

Estudos relatam que a utilização das xilanases como pré-tratamento de 

culturas de forragem melhoram as propriedades nutricionais da silagem agrícola 

e grãos de alimentos, provocando a melhora na digestibilidade dos alimentos 

pelos animais, devido a quebra dos complexos arabinoxilanos (WHITING; 

ROSE; MACKENZIE, 2019). A inclusão de xilanases em dieta a base de centeio 

para frangos de corte resulta na redução da viscosidade intestinal, melhorando 

tanto o ganho de peso quanto a sua eficiência de conversão alimentar 

(BEDFORD e CLASSEN, 1992). 

Na indústria de fermentação, como as cervejeiras, xilanases são usadas 

como pré-tratamento dos substratos contendo arabinoxilanos (cevada, trigo) 

reduzindo a viscosidade e aumentando a eficiência do processo 

(SUBRAMANIYAN e PREMA, 2002). Na panificação, a xilanase, quando 

combinada com a amilase, proporciona melhoria das características da massa, 

como extensabilidade, maciez e elasticidade, além de aumentar o volume do 

pão. O trigo utilizado na fabricação do pão consiste em hemicelulose como a 

arabinoxilana. A xilanase é capaz de solubilizar em água a arabinoxilana não 

extraível em arabinoxilana extraível, que ajuda na distribuição uniforme da água 

em toda a massa (KAUSHAL et al., 2021; BAJAJ; MANHAS, 2021). 



37 
 

Xilanases combinadas com celulases e pectinases ajudam na clarificação de 

mostos e sucos, estabilização da polpa das frutas e redução na viscosidade, 

hidrolisando substâncias que dificultam a depuração física ou química do suco, 

que pode causar turbidez no concentrado (POLIZELI et al., 2005; BEG et al., 

2001). Particularmente, α-L-arabinofuranosidase e β-D-glucopiranosidase são 

usadas para aromatizar mostos, vinhos e sumos de frutas. Além disso, as 

enzimas xilanolíticas são empregadas na extração de café, óleos vegetais e 

amidos (SPAGNA et al., 1998; SUBRAMANIYAN e PREMA, 2002). 

Outra aplicação da xilanase é na indústria de detergentes, pois a sua 

utilização proporciona produtos mais eficazes para limpeza de manchas de 

frutas, vegetais, solos e gramas (DHIMAN; SHARMA; BINDU, 2008). 

A produção de biocombustíveis tem ganhado grande importância, pois os 

recursos energéticos disponíveis estão diminuindo. A ação combinada da 

xilanase com várias enzimas como a celulase, manase, ligninase, xilosidase, 

glucanase e glucosidase, entre outras, pode ser utilizada para obtenção de 

açúcares fermentescíveis, a partir da biomassa lignocelulósica que, 

posteriormente, podem ser convertidos em biocombustíveis (bioetanol). Para 

isso, a produção de bioetanol requer a deslignificação da lignocelulose para 

liberar celulose e hemicelulose. Os passos seguintes incluem a quebra, pelas 

enzimas, dos polímeros complexos de carboidratos em unidades monoméricas 

de açúcares livres e a fermentação de pentose mista e hexoses para produzir o 

bioetanol (CHAUDHARY et al., 2021; LEE, 1998; KAUSHAL et al., 2021). 

A xilana está presente em grande quantidade de resíduos hemicelulósicos. 

Com acúmulo dos resíduos da agricultura, silvicultura e resíduos sólidos 

urbanos, faz-se necessário desenvolvimento de processos eficientes de hidrólise 

enzimática, visando oferecer novas perspectivas para tratamento e utilização 

desses resíduos, como é o caso da obtenção, pela ação das xilanases, dos XOS, 

os quais podem ser utilizados na indústria farmacêutica devido as suas 

propriedades anticancerígenas, imunomoduladoras, antimicrobianas e 

antioxidantes (GUPTA et al., 2018; MONIZ; HO; DUARTE, 2016; KAUSHAL et 

al., 2021; SUBRAMANIYAN e PREMA, 2002). 
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Apesar da ampla variedade de aplicações da xilanase, a enzima apresenta, 

de modo geral, estabilidade térmica reduzida e alta sensibilidade as condições 

industriais, o que contribui para desvantagens importantes no uso da xilanase 

como catalisadora. Técnicas de melhoramento das propriedades enzimáticas, 

como a imobilização, têm sido empregadas com sucesso para aumentar a 

estabilidade das enzimas sob condições adversas como pH e temperaturas 

extremas (ALAGOZ et al., 2022; KAPOOR e KUHAD, 2007; HOKANSON et al., 

2011; DAMIS et al., 2019). 

 

1.5. Imobilização de enzimas 

 

A imobilização enzimática apresenta-se como uma importante alternativa 

biotecnológica para melhorar as caracaterísticas das enzimas e fazê-las atender 

as demandas industriais. Neste método, a enzima pode ser confinada, ligada ou 

retida em um determinado suporte/matriz, podendo sofrer modulações positivas 

nas propriedades catalíticas. Algumas dessas propriedades são aprimoradas 

com a imobilização, visando maior desempenho catalítico, estabilidade térmica, 

variações de temperaturas e pH de reação, tolerância a diferentes faixas de pH. 

Adicionalmente, oferece outras vantagens como o reuso do derivado, fácil 

separação dos compostos de reação e redução da inibição. Os suportes a serem 

utilizados, para viabilizar os processos biotecnológicos, devem possuir 

resistência física a compressão, fácil derivação, biocompatibilidade, resistência 

ao ataque microbiano e baixo custo (ASHKAN et al., 2021; SALEM et al., 2021; 

HOARAU; BADIEYAN; MARSH, 2017; BILAL et al., 2018; ARAGON, 2013; 

BRENA; BATISTA-VIERA, 2006; SOUZA et al., 2016). As técnicas mais 

utilizadas para imobilização são, geralmente, adsorção física, ligação iônica, 

ligação covalente e encapsulação ou aprisionamento (ALAGOZ et al., 2022; 

WONG et al., 2019). 

O método de encapsulamento é conhecido por aumentar a estabilidade 

mecânica da enzima e seu tempo de vida operacional. É considerada a técnica 

mais simples e econômica por não envolver modificações químicas tanto na 

enzima quanto no suporte. No entanto, deve garantir que a enzima permaneça 
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retida na rede polimérica e que a livre difusão do substrato e dos produtos ocorra 

sem barreiras (LAROSA et al., 2018; ADHIKARI; PRAMANIK, 2019; WONG et 

al., 2019). 

No método de adsorção, as enzimas são imobilizadas reversivelmente 

nos suportes por interações hidrofóbicas, forças de Van der Waals e/ou ligações 

de hidrogênio. Apesar de ser considerado um método simples e relativamente 

barato, parâmetros como pH e temperatura podem facilmente enfraquecer as 

ligações e ocasionar a dessorção da enzima do suporte. Diferente do método de 

adsorção, no método de ligação covalente, a enzima é imobilizada ao suporte 

por meio de grupos funcionais presentes em sua superfície, levando a maior 

rigidez da estrutura enzimática e estabilidade a diferentes condições de reação 

(temperatura, pH, presença de solventes). As ligações ocorrem entre os 

aminoácidos presentes na cadeia lateral da enzima, como histidina, ácido 

aspártico, arginina, entre outros, e os grupos funcionais do suporte. Entretanto, 

estas ligações podem bloquear o sítio catalítico e ocasionar a perda da atividade 

enzimática (SOUZA et al., 2016; ADHIKARI; PRAMANIK, 2019) 

Para imobilização de enzimas por ligações iônicas, os suportes utilizados, 

geralmente, são resinas cromatográficas que, apesar dos custos serem 

relativamente altos, permitem regeneração após repetidos ciclos de utilização, 

podendo ser recuperada, regenerada e utilizada novamente como suporte. 

Esses três métodos (adsorção, ligação covalente e ligação iônica) imobilizam a 

enzima externamente, o que possibilita o fácil acesso ao substrato (ADHIKARI; 

PRAMANIK, 2019; BASSO; SERBAN, 2019; PAL; KHANUM, 2011). 

A imobilização de xilanases tem sido descrita na literatura com grande 

potencial de aplicação. A xilanase de Aspergillus tamarii Kita, quando imobilizada 

em suporte glioxil-agarose, teve sua termoestabilidade melhorada até 80ºC, 

produzindo com sucesso xilooligossacarídeos em altas temperaturas (HEINEN 

et al., 2018). Xilanase de Penicillium janczewskii foi imobilizada e estabilizada 

em glioxil-agarose, mantendo 70% da sua atividade inicial após 10 ciclos de 

utilização do derivado, indicando grande estabilização da enzima (TERRASAN 

et al., 2017). 
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O emprego de xilanases produzidas por fungos do gênero Aspergillus em 

FES e imobilizadas, podem ser utilizadas em biorreatores, facilitando a hidrólise 

de xilanas, para obtenção de XOS que, por sua vez, podem ser convertidos em 

xilitol através de fermentação em processos biotecnológicos com o emprego de 

microrganismos como leveduras do gênero Candida e alguns fungos 

filamentosos, como Fusarium oxysporum (WINKELHAUSEN; KUZMANOVA, 

1998; PANAGIOTOU; CHRISTAKOPOULOS, 2004). 

 

1.6. Metabolismo de xilose 

 

 Os microrganismos que catabolizam xilose utilizam três vias distintas. 

Leveduras e alguns fungos filamentosos empregam uma via oxido-redutora que 

consiste em duas reações para utilização da xilose, como pode ser observado 

na Figura 7. 
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Figura 7. Metabolismo de xilose. XR: xilose redutase; XDH: xilitol desidrogenase; 

XI: xilose isomerase; XK: xiluloquinase; PK: fosfocetolase; PTA: 

fosfotransacetilase; ACK: acetato quinase; ACS: acetil-CoA sintetase; XDH: 

xilose desidrogenase; XL: xilonolactonase; XAD: xilonato desidratase; KDXA: 2-

oxo-3-desoxixilonato aldolase; KDXD, 2-oxo-3-desoxixilonato desidratase; 

αKGSADH, α-oxoglutárico semialdeído desidrogenase 

 

 

Fonte: Jagtap e Rao (2018), adaptado. 

Através de uma reação de oxidação, a xilose é reduzida a D-xilitol pela 

enzima xilose redutase (XR), usando NADH ou NADPH como cofator. Algumas 

XRs utilizam apenas NADPH, enquanto que outras podem utilizar tanto NADPH 

quando NADH, tipicamente com maior especificidade para o primeiro. Em 

seguida, o D-xilitol é oxidado a D-xilulose pela xilitol desidrogenase (XDH) 

estritamente dependente de NAD+. A D-xilulose é então fosforilada em D-

xilulose-5-fosfato pela xiluloquinase (XK). Leveduras metabolizam D-xilulose-5-
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fosfato em vários açúcares fosforilados, como frutose-6-fosfato e gliceroldeído-

3-fosfato, que entra na via da glicólise (JAGTAP e RAO, 2018; JEFFRIES, 2006; 

MOYSÉS et al., 2016; LEE, 1998; KOTTER et al., 1990; JIN et al., 2002). 

As bactérias geralmente empregam a via isomerase para conversão de 

xilose em D-xilulose, utilizando a xilose isomerase (XI). A D-xilulose é então 

fosforilada pela XK, produzindo D-xilulose-5-fosfato, que então entra no 

metabolismo central através da via de pentose fosfato (JAGTAP e RAO, 2018). 

As Archaeas, juntamente com algumas bactérias, como Caulobacter 

crescentus, possuem vias metabólicas oxidativas da xilose, chamadas de vias 

de Weimberg e Dahms. Na via de Weimberg, a xilose é oxidada a D-

xilanolactona pela D-xilose desidrogenase (XDH), seguida por uma lactonase 

(XL) para hidrolisar a lactona em D-xilonato. A xilonato desidratase (XAD) age 

sobre o D-xilonato para produzir 2-keto-3-desoxi-D-xilonato e uma segunda 

desidratase forma o α-cetosemialdeído. Em seguida, o α-cetosemialdeído é 

oxidado ao α-cetoglutarato, um intermediário do ciclo do ácido tricarboxílico 

(TCA). A via de Dahms é semelhante à via de Weimberg, exceto que o 2-ceto-

3-desoxi-D-xilonato sofre a ação de uma aldolase (KDXA) para formar piruvato 

e glicoaldeído (JAGTAP e RAO, 2018; NUNN et al., 2010; STEPHEN DAHMS, 

1974; WEIMBERG, 1961). 

 

1.7. Produção de xilitol 

 

 O xilitol é um açúcar álcool de cinco carbonos (pentose), muito utilizado 

na indústria alimentícia, como adoçante natural e indústria farmacêutica, como 

na formulação de creme dental pelo seu poder de prevenção contra cárie. Ele 

pode ser produzido a partir da xilose, quimicamente e biologicamente (JAGTAP 

e RAO, 2018; SAHA et al., 2007; RAFIQUL; SAKINAH, 2012; ALBUQUERQUE 

et al., 2014; JORDAN et al., 2012; LANE et al., 2018). 

 No caso das vias biológicas, em particular, muitas leveduras empregam a 

via XR-XDH para o metabolismo de xilose, como é o caso de Candida tropicalis. 

No metabolismo da xilose de C. tropicalis, a xilose é captada por uma transferase 
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específica e reduzida a xilitol por XR com NADPH, seguido de conversão em 

xilulose pela XDH com NAD+. A xilulose é então usada para o crescimento celular 

e regeneração do NADPH pela via das pentoses fosfato, após a conversão em 

xilulose-5-fosfato por xilulose quinase com ATP como cofator. Para obter alto 

rendimento de xilitol, o fluxo de xilose para xilulose deve ser controlado 

fornecendo oxigênio suficiente para regeneração de NADPH e manutenção das 

células. Baixos níveis de oxigênio também favorecem a produção de xilitol por 

conta da menor razão NAD+/NADPH, que leva a reação catalisada por XDH e a 

acumulação de xilitol, alterando a constante de equilíbrio (KIM, RYU e SEO, 

1999; KIM et al., 2002). A produção de xilitol nessas leveduras é conhecida por 

resultar de um desequilíbrio redox associado com as diferentes especificidades 

de cofator para essas duas enzimas. Esses desequilíbrios tendem a ser 

ampliados durante o crescimento sob condições limitadas de oxigênio devido à 

incapacidade das células regenerarem NAD (JEFFRIES, 2006; MOYSÉS et al., 

2016; JAGTAP; RAO, 2018). 

 O xilitol é atualmente produzido em larga escala através da hidrogenação 

química da xilose, utilizando Ni/Al2O3 como catalisador. O custo do processo 

químico é elevado devido à dificuldade de purificação e separação do xilitol, 

remoção de subprodutos de hidrolisados de hemicelulose e um baixo rendimento 

(40-50%) com base em xilano. Processos biotecnológicos para produção de 

xilitol utilizando leveduras na fermentação da xilose têm se mostrados 

promissores em relação ao alto rendimento observado (KIM et al., 2002). A 

utilização de resíduos lignocelulósicos vem ao encontro para complementação 

na produção de produtos de alto valor agregado, como o xilitol. 

  

 

2. OBJETIVOS 
 

2.1. Objetivo geral 

   

 Imobilizar a xilanase de Aspergillus labruscus ITAL 22.223 produzida em 

FES visando a hidrólise da xilana do sabugo de milho para obtenção de xilose e 
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seu posterior uso em fermentação com Candida tropicalis para a produção de 

xilitol. 

2.2. Objetivos específicos 

 

• Produzir xilanases por A. labruscus ITAL 22.223 via Fermentação 

em Estado Sólido (FES); 

• Caracterizar as xilanases frente aos parâmetros temperatura e pH 

de reação, termoestabilidade e estabilidade ao pH; 

• Extrair e caracterização físico química da xilana de sabugo de 

milho; 

• Imobilizar as xilanases em diferentes suportes e caracterizar o 

melhor derivado considerando a influência da temperatura e pH na 

atividade xilanásica; 

• Aplicar a xilanase imobilizada em biorreator enzimático; 

• Quantificar a xilose obtida da conversão da xilana no biorreator; 

• Determinar das melhores condições de cultivo da levedura Candida 

tropicalis ATCC 750 e 

• Aplicar a xilose obtida da hidrólise da xilana de sabugo de milho na 

fermentação com C. tropicalis para obtenção de xilitol. 

 

 

 

3. MATERIAL E MÉTODOS 

  

Os procedimentos experimentais foram realizados no Laboratório de 

Biotecnologia e Enzimologia de Fungos Filamentosos (LaBEFF) do 

Departamento de Biologia da Faculdade de Filosofia, Ciências e Letras de 

Ribeirão Preto (FFCLRP – USP) e no Laboratório Multiusuário de Análises 

Químicas do Instituto de Química de Araraquara (UNESP). 

Na Figura 8 está apresentado, simplificadamente, os procedimentos 

realizados no presente estudo. 
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Figura 8. Esquema simplificado dos experimentos realizados no presente estudo. 

 

Fonte: Autora.
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3.1. Microrganismos e manutenção das linhagens em laboratório 

 

Os microrganismos utilizados neste trabalho foram o fungo filamentoso A. 

labruscus ITAL 22.223, gentilmente cedido pelo Instituto de Tecnologia de 

Alimentos de Campinas-SP (ITAL) e a levedura Candida tropicalis ATCC 750, 

cedida gentilmente pela Profa. Dra. Marcia Regina von Zeska Kress e pela Profa. 

Dra. Marcia Eliana da Silva Ferreira, ambas da Faculdade de Ciências 

Farmacêuticas de Ribeirão Preto – USP. 

O repique de A. labruscus ITAL 22.223 foi realizado em tubos de ensaio 

inclinado contendo meio Batata Dextrose Agar (BDA), mantido por 15 dias em 

estufa a 30 ºC e o da C. tropicalis foi realizado em tubos de ensaio inclinado 

contendo meio ágar Sabourau Dextrose, mantido por 48 h em estufa a 30º C e, 

posteriormente, armazenados em geladeira a 4º C até a sua utilização. 

 

3.2. Coleta e preparo do sabugo de milho para extração de xilanas 

 

Os sabugos de milho foram gentilmente cedidos por um 

microempreendedor do município de Araraquara, no Estado de São Paulo. O 

material foi armazenado em sacos plásticos e encaminhado ao LaBEFF da 

Faculdade de Filosofia, Ciências e Letras de Ribeirão Preto - USP, em Ribeirão 

Preto/SP, onde foram lavados com água destilada para retirada de impurezas e 

secos em estufa de circulação de ar por 24 h a 100 ºC. Após a secagem, os 

sabugos foram moídos em moinho de facas com peneiras de 7 e 20 mesh, 

denominadas ST (sabugo de 7 mesh) e S20 (sabugo 20 mesh). 

 

3.3. Extração da xilana 

 

Para extração da xilana utilizou-se a metodologia descrita por Silva et al. 

(1998) onde, ao S20 e ao ST, foi adicionada água destilada na proporção de 1: 
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32,5 (m/v), e submetidos a agitação por 18 h em temperatura ambiente. Ao final 

da agitação, o material foi filtrado em funil de Buchner com papel de filtro 

Whatman nº. 1 e gaze, com auxílio da bomba a vácuo. O filtrado foi descartado 

e ao material retido no filtro foi adicionada solução de NaOH 4% na proporção 

de 1: 20 (m/v), submetidos a agitação por 5 h em temperatura ambiente, sendo 

filtrados posteriormente, conforme passo anterior. Após a filtração, ao filtrado foi 

adicionado ácido acético glacial (CH3COOH) até atingir pH 7, sendo observada 

a formação de precipitado. O material retido no filtro foi descartado. 

A solução contendo o precipitado foi centrifugada a 9.681 x g por 10 min 

a 25 ºC e o pellet resultante foi denominado “xilana A”. O sobrenadante foi 

precipitado com adição de álcool etílico na proporção de 1:3 (v/v), deixado em 

repouso por 15 min em temperatura ambiente e submetido à centrifugação a 

9.681 x g por 10 min. O pellet resultante foi denominado “xilana B”. Ambas 

xilanas foram liofilizadas e armazenadas em freezer para posterior análises 

físico-químicas bem como rendimentos obtidos da extração. 

Na Figura 9 está apresentado o fluxograma do processo de extração de 

forma simplificada. 
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Figura 9. Fluxograma do processo de extração da xilana. 

 

Fonte: Autora. 

 

De forma resumida, 4 xilanas foram obtidas neste processo de extração, 

denominadas A S20, B S20, A ST e B ST. 

 

3.4. Caracterização físico-química das xilanas 

 

3.4.1. Análises de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR) 

 

As xilanas extraídas, bem como a xilana comercial “Birchwood” (Sigma®), 

foram analisadas quantos aos espectros de absorção no infravermelho. 

As análises foram realizadas no Laboratório Multiusuário de Análises 

Químicas do Instituto de Química de Araraquara (UNESP), com o equipamento 
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VERTEX 70 da Bruker por meio de reflexão total atenuada (ATR). O software 

utilizado foi o OPUS 7.5, resolução de 4 cm-1, tempo de varredura de 64 scans e 

comprimento de onda de 4000 cm-1 a 400 cm-1. 

 

3.4.2. Quantificação de proteínas das xilanas extraídas e dos extratos 

enzimáticos 

 

As quantificações proteicas das xilanas extraída de sabugo de milho e dos 

extratos enzimáticos foram realizadas como descrito por Bradford (1976). Foi 

elaborada uma curva analítica utilizando Albumina de Soro Bovino (BSA), na 

concentração de 2,5 µg/mL a 25 µg/mL, como padrão. A absorbância foi 

determinada em λ= 595 nm. As proteínas foram expressas em mg/mL. 

 

3.4.3. Quantificação de fenóis totais pelo método de Folin-Ciocalteu 

 

A quantificação de fenóis totais das xilanas foi realizada seguindo a 

metodologia de Rao et al. (2018), utilizando o reagente Folin-Ciocalteu. O 

método foi previamente padronizado por curva analítica de ácido gálico de 1,87 

µg/mL a 12,5 µg/mL. A reação foi composta por 125 μL de amostra, 125 μL do 

reagente Folin-Ciocalteu e 500 μL de água destilada. Após 6 min de incubação 

no escuro, a temperatura ambiente, foram adicionados 1,5 mL de carbonato de 

sódio (7% m/v) e 1 mL de água destilada. Após 90 min de incubação no escuro 

a temperatura ambiente, a absorbância foi lida em λ=725 nm em 

espectrofotômetro. A concentração de fenóis totais foi expressa em mg/mL. 

 

3.5. Produção enzimática em Fermentação em Estado Sólido (FES) 

 

Para a Fermentação em Estado Sólido (FES) com A. labruscus ITAL 

22.223, utilizou-se como substrato o farelo de trigo, adquirido no comércio local. 

Os cultivos em FES foram preparados em frascos Erlenmeyer de 125 mL 
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contendo 5 gramas de substrato umedecidos com água de torneira na proporção 

de 1:2 (m/v), com umidade ajustada na faixa de 60 a 65%. Os meios de cultivos 

foram autoclavados a 1,5 atm por 30 min a 120 oC e, posteriormente, inoculados. 

Para a inoculação, o meio de manutenção (BDA inclinado) contendo o 

crescimento fúngico foi adicionado de 10 mL de água destilada estéril, agitado e 

submetido a raspagem do microrganismo com alça de platina, obtendo-se a 

suspensão de esporos na concentração de 107 esporos/mL, de acordo com 

contagem realizada em contador automático TC20TM (Biorad®). Ao meio de 

cultivo em FES adicionou-se 1 mL da suspensão de esporos, obtendo-se uma 

concentração de 2x106 esporos/g de substrato. Todo procedimento foi realizado 

em fluxo laminar para manter a esterilidade e evitar contaminações. Os 

experimentos foram feitos em triplicatas. Os cultivos foram mantidos em estufa 

a 25 ºC por 7 dias. 

Para obtenção do extrato enzimático, os cultivos foram retirados da estufa 

após o período de incubação, acrescidos de 50 mL de água destilada à 

temperatura de 4 ºC e levados à agitação em shaker orbital à 200 rpm por 30 

min à 4 ºC. Posteriormente, o material foi filtrado com auxílio de bomba à vácuo, 

utilizando papel de filtro Whatman nº1 e gaze em um funil Buchner. O filtrado 

livre de células obtido foi utilizado para a dosagem de proteínas e determinação 

das atividades enzimáticas. O resíduo retido no filtro foi descartado. 

 

3.6. Precipitação da xilanase 

 

Para precipitação, o filtrado enzimático bruto foi saturado com 60% (m/v) 

de sulfato de amônio, adicionado aos poucos. A solução foi mantida sob leve 

agitação a 4 ºC por 15 h. Após esse período, a solução foi submetida à 

centrifugação por 10 min a 9.681 x g. O pellet foi ressuspendido em água 

destilada e dialisado contra água destilada por 24 h a 4 ºC, realizando a total de 

6 trocas de água. 
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3.7. Determinação da atividade xilanásica  

 

A determinação da atividade xilanásica foi feita utilizando o método dos 

açúcares redutores (MILLER, 1959) com modificação. Para tanto, foram 

acondicionados em tubos de ensaio 0,1 mL de substrato xilana Birchwood 

(Sigma®) 1% (m/v), xilanas extraídas de sabugo de milho,(A S20, B S20, A ST, 

B ST) 1% e 5% (m/v) e xilana ABST (mistura de 1:1 m/m de xilana A ST e xilana 

B ST) 1% e 5% (m/v), separadamente, em tampão acetato de sódio 50 mmol L-

1, pH 5,5 e colocados em banho termostático a 55 ºC para aquecer previamente. 

Após o aquecimento, foi adicionado 0,1 mL da amostra enzimática em cada tubo, 

agitando-se cuidadosamente. As reações foram conduzidas em banho 

termostático a 55 ºC durante 5 min. Ao final deste tempo, as reações foram 

interrompidas pela adição de 0,1 mL de ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS). Para o 

branco, foi adicionado 0,1 mL de substrato, 0,1 mL de DNS e, posteriormente, 

0,1 mL da amostra enzimática. Após adição do DNS, os tubos foram aquecidos 

a 100 ºC durante 5 min e em seguida resfriados em banho de gelo. As amostras 

foram acrescidas de 1,7 mL de água destilada e a leitura da absorbância foi feita 

em espectrofotômetro a 540 nm. Para cálculo da atividade enzimática foi 

utilizada uma curva analítica de xilose de 0,2 mg/mL a 1 mg/mL, previamente 

preparada. Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como sendo a 

quantidade de enzima necessária para produzir 1 μmol de açúcar redutor por 

minuto nas condições de ensaio. 

Adicionalmente, foi realizado a avaliação da hidrólise enzimática dos 

substratos xilana comercial e xilanas extraídas de sabugo de milho por xilanase 

purificada de Bacillus subtilis, para fins de comparação com a hidrólise pela 

xilanase de Aspergillus labruscus ITAL 22.223. Para análise, utilizou-se o mesmo 

protocolo descrito no parágrafo anterior. 
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3.8. Caracterização da xilanase livre 

 

Foram determinadas as melhores condições para atividade enzimática da 

enzima livre precipitada frente a temperatura e ao pH de reação, 

termoestabilidade e estabilidade ao pH. 

Para determinação da temperatura ótima de atividade xilanásica, a reação 

enzimática foi conduzida de 40 ºC a 80 ºC em pH 5,5, como descrito no item 3.7. 

Para determinação do melhor pH de atividade xilanásica, a reação enzimática 

foi conduzida sob temperatura ótima, em diferentes valores de pH (3 a 7,5), 

sendo utilizado tampão Fosfato Citrato (McILVAINE, 1921) 50 mmol L-1. 

Para determinação da termoestabilidade das xilanases, as amostras 

precipitadas foram incubadas em diferentes temperaturas (45-65 ºC) por 

diferentes períodos (20 min a 24 h), sendo retiradas alíquotas a cada 10 min para 

determinação da atividade enzimática como descrito no item 3.7, sob condições 

de temperatura e pH ótimo. 

Para determinação da estabilidade ao pH das xilanases, as amostras 

precipitadas foram incubadas em diferentes valores de pH (3-7), utilizando 

tampão Fosfato Citrato (McILVAINE, 1921) 50 mmol L-1., sendo retiradas 

alíquotas em 1 h, 3 h e 24 h para análise da atividade enzimática como descrito 

no item 3.7, sob condições de temperatura e pH ótimo. 

 

3.9. Cromatografia em Camada Delgada (CCD)  

 

A análise qualitativa dos produtos de hidrólise obtidos das xilanas 

extraídas, pela ação das enzimas livres, foi feita por cromatografia de camada 

delgada (CCD), utilizando como fase móvel uma solução constituída por butanol: 

etanol: água destilada (5:3:2; v/v/v). A placa foi revelada com uma solução de 

orcinol 0,2% em ácido sulfúrico: metanol (1:9 v/v). Os padrões utilizados foram 

xilose, xilobiose, xilotriose, xilotetraose, xilopentose, glicose e celobiose, todos 

na concentração de 0,1 mg/mL, sendo aplicados 10 μL de cada padrão e 

amostras na placa. 
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3.10. Imobilização 

 

A xilanase precipitada foi imobilizada empregando-se os métodos de 

encapsulação por alginato de sódio, e adsorção em resina CM-Sephadex, resina 

DEAE-Sephadex A25 e DEAE-Celulose. O processo de imobilização foi 

acompanhado por meio da determinação da atividade enzimática e da 

quantificação de proteínas do sobrenadante. 

 

3.10.1. Encapsulação em alginato de sódio reticulado com CaCl2 e MnCl2  

 

A solução de alginato de sódio 1,5% (m/v) foi preparada em água destilada 

e agitada por 2 h para dissolução. Em seguida, 6,7 mL da solução de alginato 

foram misturados com 2,0 mL de xilanase precipitada, e suavemente agitado por 

15 min a 4 ºC. A suspensão foi gotejada, com auxílio de uma seringa, na solução 

CaCl2 (0,1 mol L-1), previamente preparada em água destilada gelada. As 

cápsulas formadas foram mantidas em agitação suave na solução CaCl2 por 10 

min a 4 ºC. Em seguida, foram separadas por peneiramento e lavadas com 

tampão acetato de sódio (50 mmol L-1 pH 5,0). O mesmo procedimento foi 

realizado substituindo CaCl2 por MnCl2 (0,1 mol L-1). As cápsulas foram 

armazenadas em tampão acetato de sódio (50 mmol L-1 pH 5,0) a 4 ºC e 

utilizadas para determinação da atividade enzimática. Como controle, foi 

utilizado o alginato de sódio 1,5% (m/v) reticulado com CaCl2 ou com MnCl2 sem 

adição da solução enzimática. 

 

3.10.2. Adsorção em resina CM Sephadex 

 

Um grama de resina CM Sephadex foi equilibrado em 20 mL de tampão 

ácido cítrico 10 mmol L-1 pH 3,0 e pH 4,0, e agitado em temperatura ambiente 

por 2 h. Após este procedimento, a suspensão foi mantida em repouso para 

decantar a resina e, em seguida, 15 mL do tampão foram removidos. Para o 
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processo de imobilização, 10 mL de extrato bruto contendo xilanase foram 

adicionados a resina e a suspensão foi mantida em agitação por 24 h a 4 ºC. Em 

seguida, o derivado foi filtrado a vácuo e lavado 3 vezes com tampão acetato de 

sódio (10 mmol L-1 pH 3,0 e pH 4,0) para remover as proteínas não ligadas. O 

derivado foi armazenado a 4 ºC no mesmo tampão e, posteriormente, 

empregado para determinação da atividade enzimática. A resina CM Sephadex, 

previamente equilibrada, foi utilizada como controle. Os tampões foram 

escolhidos de acordo com o ponto isoelétrico (pI) das xilanases de A. kawachii 

IFO 4308, descrita pelos autores Ito et al. (1992), na faixa de 3,5–6,7 

 

3.10.3. Adsorção em resina DEAE-Sephadex A25 e DEAE-Celulose 

 

Um grama de resina DEAE-Sephadex A25 ou DEAE-Celulose foi 

equilibrado com tampão acetato de sódio 10 mmol L-1 pH 6,0 e no tampão Tris-

HCl pH 7,0, separadamente, no volume de 20 mL para ambos. As suspensões 

foram agitadas em temperatura ambiente por 2 h. Após este procedimento, as 

suspensões foram mantidas em repouso para decantar as resinas e, em seguida, 

15 mL do tampão foram removidos. Para o processo de imobilização, foram 

avaliados dois diferentes volumes, separadamente, de preparação enzimática: 

10 mL de extrato bruto contendo xilanase e 5 mL de xilanase precipitada, sendo 

adicionadas às resinas equilibradas. A suspensão foi mantida em agitação por 

24 h, a 4 ºC. Em seguida, o derivado foi filtrado a vácuo e lavado 3 vezes com 

tampão acetato de sódio 10 mmol L-1 pH 6,0 ou tampão Tris-HCl 10 mmol L-1 pH 

7,0 para remover as proteínas não ligadas. O derivado foi armazenado a 4 ºC 

nos mesmos tampões e, posteriormente, empregado para determinação da 

atividade enzimática. As resinas DEAE-Sephadex A25 ou DEAE-Celulose, 

previamente equilibradas, foram utilizadas como controle. Os tampões foram 

escolhidos de acordo com o ponto isoelétrico (pI) das xilanases de A. kawachii 

IFO 4308, descrita pelos autores Ito et al. (1992), na faixa de 3,5–6,7 

 

3.11. Determinação da atividade xilanásica imobilizada 
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Para xilanase imobilizada, a mistura de reação foi composta por 2 mL de 

substrato (xilana comercial ou extraídas) adicionados do derivado (1 g para 

enzima imobilizada em alginato de sódio; 0,1 g dos derivados CM- Sephadex, 

DEAE-Sephadex A25 e DEAE-Celulose, separadamente). Após 10 min de 

reação, alíquotas de 100 μL foram transferidas para tubos reacionais e 100 μL 

de DNS foram adicionados, conforme protocolo citado para xilanase livre no item 

3.7. 

A atividade enzimática dos derivados foi calculada de acordo com a 

Equação 1 e expressa em U por grama de derivado. 

𝑈

𝑔
=

𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏â𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑥 𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑟𝑒𝑎çã𝑜 (𝑚𝐿)

ε 𝑚𝑜𝑙𝑎𝑟 𝑥 𝑡𝑒𝑚𝑝𝑜 (min)𝑥 𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑑𝑜 𝑑𝑒𝑟𝑖𝑣𝑎𝑑𝑜 (𝑔)
 

Equação 1  

 

3.12. Determinação da eficiência, rendimento e atividade recuperada após 

imobilização  

 

A eficiência do processo de imobilização foi calculada por meio da 

quantificação de proteínas do sobrenadante após o processo de imobilização e 

da concentração de proteína oferecida (Equação 2).  

 

𝑃𝐼 (%) =
𝑃0 − 𝑃𝑓

𝑃0
 𝑥 100 

Equação 2  

Onde: P0 é concentração de proteína no tempo inicial da imobilização 

(oferecida), Pf é a concentração de proteína ao final da imobilização (no 

sobrenadante). 

O rendimento da imobilização (R%) foi calculado pela relação entre a 

atividade inicialmente oferecida e a atividade enzimática do sobrenadante após 

imobilização, de acordo com a Equação 3:  
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𝑅𝑒𝑛𝑑𝑖𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜 (%) =
𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑜𝑓𝑒𝑟𝑒𝑐𝑖𝑑𝑎 − 𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑑𝑜 𝑠𝑜𝑏𝑟𝑒𝑛𝑎𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒

𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑜𝑓𝑒𝑟𝑒𝑐𝑖𝑑𝑎
 𝑥 100 

Equação 3  

A atividade recuperada foi calculada considerando a atividade enzimática 

dos derivados (CARAVANTE, 2014), de acordo com a Equação 4:  

 

𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑟𝑒𝑐𝑢𝑝𝑒𝑟𝑎𝑑𝑎 =
𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑑𝑜 𝑑𝑒𝑟𝑖𝑣𝑎𝑑𝑜

𝑈𝑒𝑠𝑝𝑒𝑟𝑎𝑑𝑎
 𝑥 100 

Equação 4 

Em que U esperada foi determinado conforme Equação 5: 

 

 

Equação 5  

O rendimento do processo de imobilização utilizado nesta equação é na 

escala 0-1, onde 100% representa 1. 

 

3.13. Caracterização enzimática parcial da xilanase imobilizada em DEAE- 

Celulose 

 

Foram determinadas as melhores condições para atividade enzimática do 

derivado DEAE-Celulose, frente à temperatura e ao pH de reação, utilizando 

xilana comercial 1% (m/v) e xilana ABST 5% (m/v) como substratos. 

Para determinação da temperatura ótima de atividade da xilanase 

imobilizada, 0,1g do derivado foi usado na reação enzimática, como descrito no 

item 3.11, em temperatura de 40ºC a 80ºC.  

Para determinação do pH ótimo de atividade xilanásica, 0,1g do derivado 

foi usado na reação enzimática sob temperatura ótima, como descrito no item 
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3.11, em diferentes valores de pH (3 a 7,5), sendo que, para pH 3 a 4,5 foi 

utilizado tampão ácido cítrico 50 mmol L-1, para pH 5 a 6 foi utilizado tampão 

acetato de sódio 50 mmol L-1 e pH 6,5 a 7,5 utilizou-se tampão Tris HCl 50 mmol 

L-1.  

3.14. Utilização do derivado DEAE-Celulose em reator de leito fixo 

  

Para a produção de xilose em reator utilizando o derivado, foi empregada a 

metodologia de Aragon (2013), modificada.  

O reator de leito fixo possui dimensões de 19,5 cm de comprimento x 1 cm 

de diâmetro de entrada interna inferior x 2,5 cm de diâmetro de saída superior, 

sendo o volume útil do reator de 7,46 mL calculado de acordo com a Equação 6: 

 

𝑉 =  𝜋 . (𝑟2) ∗ ℎ 

Equação 6  

 

Onde o V é o volume útil do reator (cm3 ou mL), π é número 3,1416, r é o raio 

(cm) e h é altura do cilindro interno (cm). 

No reator foram colocados 0,4 g de derivado DEAE-Celulose contendo 

xilanase de A. labruscus ITAL 22.223, sendo alimentado com 80 mL de solução 

de xilana ABST 5% (m/v), em tampão acetato de sódio 50 mmol L-1 pH 5,0. O 

fluxo foi mantido em 60 mL h-1 com auxílio de uma bomba peristáltica. A 

temperatura de reação foi mantida em 55 ºC com uso de um circulador de água. 

O modo de operação foi contínuo com recirculação, onde a xilana introduzida no 

reator foi direcionada novamente para o seu reservatório de origem, por 48 h sob 

agitação, conforme esquema da Figura 10. Amostras foram retiradas 

periodicamente (3 h, 24 h e 48 h) para quantificação dos açúcares redutores pelo 

método de Miller (1959). Para quantificação de glicose, utilizou-se o método 

descrito por Bergmeyer e Bernt (1974) com o kit Enzimático-Colorimétrico 

Glicose – PP (Gold Analisa Diagnóstica). 
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Figura 10. Esquema do processo de utilização do reator. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: Aragon (2013) modificado. 

 

Para o método de Miller (1959), foi utilizada curva analítica de xilose de 0,2 

mg/mL a 1 mg/mL, previamente preparada. Para o método Bergmeyer e Bernt 

(1974), foi utilizada curva analítica de glicose de 0,001 mg/mL a 0,04 mg/mL. 

Foram calculados os parâmetros de tempo espacial e tempo de recirculação 

do substrato. O tempo espacial é o tempo médio gasto para uma porção de fluido 

percorrer o reator desde a entrada até a saída e é dada pela Equação 7 

 

                                                      𝜏 =
𝑉

𝑄
 

Equação 7  

 

Onde 𝜏 é o tempo espacial (min), V é o volume útil do reator (mL) e Q é a 

vazão/fluxo (mL.min-1). 

Derivado 
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O tempo de recirculação do substrato é o tempo em que o volume total do 

substrato completa uma volta inteira no reator e é dado pela Equação 8. 

 

𝑇𝑅 =
𝜏 ∗ 𝑉𝑆

𝑉
 

Equação 8  

 

Onde TR é o tempo de recirculação (min), 𝜏 é o tempo espacial (min), VS é o 

volume total do substrato (mL) e V é o volume útil do reator (mL). 

Na Tabela 1 são apresentados os parâmetros utilizados no experimento 

com o reator. 

Tabela 1. Parâmetros de operação do reator. 

 

Parâmetros Valores adotados 

Massa do derivado (g) 0,4 

Volume xilana ABST (mL) 80 

Vazão (mL.min-1) 1 

Densidade do derivado (g/mL) 1,05 

Tempo espacial (min) 7,46 

Tempo de recirculação (h) 1,3 

Fonte: Autora (2019). 

 

3.15. Fermentação com a levedura Candida tropicalis ATCC 750 

 

Para o pré inóculo de C. tropicalis, duas alçadas de células foram 

transferidas do meio ágar Sabouraud Dextrose inclinado para um frasco 

Erlenmeyer de 125 mL contendo 50 mL de meio de cultura estéril constituído de 

extrato de levedura (10 g L-1), peptona (20 g L-1) e xilose (20 g L-1). O frasco foi 

agitado a 100 rpm por 30 h a 30 ºC. Após esse período, as células da levedura 
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foram centrifugadas a 9.681 x g por 10 min e o pellet resultante foi ressupendido 

em água destilada estéril. Essa suspensão foi utilizada para inocular os meios 

de cultivos. Todo o experimento foi realizado em fluxo laminar estéril. 

 

3.16. Determinação das melhores condições de fermentação 

 

 As fermentações foram conduzidas em frascos Erlenmeyer de 125 mL 

contendo 50 mL de meio de cultura composto por extrato de levedura (10 g L-1), 

peptona (20 g L-1) e xilose (20 g L-1 e 40 g L-1) em diferentes temperaturas (25 

ºC, 30 ºC e 35 ºC) por diferentes períodos (24h, 48h, 72h e 96h). Os meios foram 

autoclavados previamente a 1,5 atm por 30 min a 120 oC e, posteriormente, 

inoculados com o pré inóculo. A concentração inicial de inóculo foi padronizada 

em aproximadamente 0,4 g L-1. 

 Para a fermentação utilizando xilose obtida através da hidrólise da xilana 

extraída de sabugo de milho (ABST), a mesma foi realizada em frascos 

Erlenmeyer de 125 mL contendo 50 mL de meio de cultura composto por extrato 

de levedura (10 g L-1), peptona (20 g L-1) e xilose (0,02 g L-1) na temperatura de 

35 ºC por diferentes períodos (24h, 48h, 72h e 96h). A concentração de 0,02 g 

L-1 foi utilizada por ser a concentração máxima obtida da hidrólise de ABST em 

reator enzimático. Os meios foram autoclavados como descrito anteriormente e 

a concentração inicial de inóculo foi padronizada em aproximadamente 0,4 g L-

1, conforme os autores Cunha, Paiva e Silva (2004). 

 

 3.17. Determinação do crescimento celular, consumo de xilose e 

concentração de xilitol 

  

Alíquotas de 5 mL foram retiradas ao longo de todo o período de 

fermentação para avaliar o crescimento celular, que foi determinado através da 

pesagem da biomassa úmida e biomassa seca das leveduras, e consumo de 

xilose, através do método de quantificação de açúcar redutor (MILLER, 1959). O 

percentual do cosumo de xilose foi calculado de acordo com a Equação 9. 
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% = 
𝑆𝑖−𝑆𝑓 

𝑆𝑖
 X 100 

Equação 9 

Em que: 

Si e Sf = Concentração inicial e final de xilose, respectivamente. 

 

A concentração de xilitol, foi determinada por High Performance Liquid 

Chromatography (HPLC), equipado com um detector de índice de refração e uma 

coluna Nucleosil 100-5 NH2 (250 mm X 4,6 mm), mantida a 60 ºC. Solução de 

acetonitrila 82% foi empregada como fase móvel a um fluxo de 0,8 mL/min. Para 

as análises, foram utilizadas os padrões de xilose e glicose (10 mg/mL) e xilitol 

(100 mg/mL) e volume de injeção de 20 µL. 

 

3.18. Determinação dos parâmetros da Bioconversão 

 

De acordo com a concentração de xilose e xilitol, bem como da massa 

celular da levedura, foram calculados os parâmetros do processo da 

bioconversão conforme as seguintes equações: 

 

1. Fator de Conversão do Substrato em Células YX/S (gcélulas formadas / gsubstrato 

consumido) 

 

YX/S = 
𝑋

𝑆
=

𝑋𝑓−𝑋𝑖

𝑆𝑓−𝑆𝑖
 

Equação 10  

Em que: 

Xi e Xf = Concentração inicial e final das células de levedura (g/L), 

respectivamente; 

Si e Sf = Concentração inicial e final de xilose, respectivamente. 
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2. Fator de Conversão de Xilose em Xilitol YP/S (gxilitol formado / gxilose consumido) 

 

YP/S = 
𝑃

𝑆
=

𝑃𝑓−𝑃𝑖

𝑆𝑓−𝑆𝑖
 

Equação 11  

Em que: 

Pi e Pf = Concentração inicial e final de xilitol (g/L), respectivamente; 

Si e Sf = Concentração inicial e final de xilose (g/L), respectivamente. 

 

3. Fator de Rendimento em Xilitol YP/X (gxilitol formado / gcélulas formadas) 

 

 

YP/X = 
𝑃

𝑋
=

𝑃𝑓−𝑃𝑖

𝑋𝑓−𝑋𝑖
 

Equação 12 

Em que: 

Pi e Pf = Concentração inicial e final de xilitol (g/L), respectivamente; 

Xi e Xf = Concentração inicial e final das células de levedura (g/L), 

respectivamente. 

 

4. Produtividade Volumétrica em Células QX (gcélulas formadas / L.h) 

 

QX = 
𝑋

𝑡
=

𝑋𝑓−𝑋𝑖

𝑡𝑓−𝑡𝑖
 

Equação 13 

Em que: 

Xi e Xf = Concentração inicial e final das células de levedura (g/L), 

respectivamente;ti e tf = Tempo inicial e final da fermentação (h), 

respectivamente. 
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5. Consumo Volumétrico de Xilose QS (gxilose consumida / L.h) 

 

QS = 
𝑆

𝑡
=

𝑆𝑓−𝑆𝑖

𝑡𝑓−𝑡𝑖
 

Equação 14 

Em que: 

Si e Sf = Concentração inicial e final de xilose (g/L), respectivamente; 

ti e tf = Tempo inicial e final da fermentação (h), respectivamente. 

 

 

 

6. Produtividade Volumétrica em Xilitol QP (gxilitol formado / L.h) 

 

QP = 
𝑃

𝑡
=

𝑃𝑓−𝑃𝑖

𝑡𝑓−𝑡𝑖
 

Equação 15 

 

Em que: 

Pi e Pf = Concentração inicial e final de xilitol (g/L), respectivamente; 

ti e tf = Tempo inicial e final da fermentação (h), respectivamente. 

 

 

4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1. Extração de xilanas do sabugo de milho 

 

De acordo com os dados apresentados na Tabela 2, é possível observar 

que os maiores rendimentos de extração das xilanas foram obtidos para a xilana 

B S20 e xilana A ST, respectivamente. 
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Tabela 2. Rendimentos das xilanas extraídas, em 
relação à matéria bruta do sabugo de milho. 

 

Xilanas extraídas Rendimento (% m/m) 

Xilana A S20 5,2 

Xilana B S20 11,3 

Xilana A ST 10,8 

Xilana B ST 8,9 

S20- sabugo 20 mesh; ST- sabugo 7 mesh 

Fonte: Autora. 

 

Silva et al. (1998) obtiveram rendimentos de xilana extraída de sabugo de 

milho de 4,94% (m/m) para xilana A e 14,84% (m/m) para xilana B em relação à 

matéria bruta. Os resultados obtidos neste trabalho para xilana A e B de S20 

foram próximos ao reportado por esses autores. Para as xilanas ST, os 

rendimentos foram 2,1 vezes maiores para xilana A e 1,6 vezes menor para 

xilana B.  

A similaridade dos resultados obtidos para as xilanas S20 com os 

resultados reportados por Silva et al. (1998) pode ser, possivelmente, explicado 

pelo fato das partículas serem homogêneas, visto que estas aumentam a área 

de contato entre o material vegetal e o solvente extrator (PRISTA; ALVES; 

MORGADO, 2008). No entanto, nem sempre há um aumento na eficiência no 

processo extrativo, pois partículas muito pequenas tendem a formar uma 

camada compacta de pó, o que dificulta a penetração do solvente 

(VASCONCELOS et al., 2005), como pode-se observar na diferença de 

rendimento entre as xilanas A de S20 e ST, onde as partículas de ST são maiores 

que as de S20, obtendo-se rendimento de 2,07 vezes maior para xilana A ST. 

Ebringerova et al. (1998) realizaram extração de xilana de sabugo de 

milho utilizando metodologia semelhante (extração com NaOH e precipitação 

com etanol), e obtiveram rendimento total de xilana de 13,5% (m/m), resultado 

inferior aos obtidos neste trabalho, somando os rendimentos das xilanas A e B 

para S20 (16,5% m/m) e ST (19,7% m/m). 
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4.2. Caracterização físico-química das xilanas 

 

4.2.1. Análises de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR) 

 

Os espectros de absorção na região do infravermelho estão apresentados 

na Figura 11. 
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Figura 11. Espectros de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR). 

Xilana Birchwood (A); Xilana A S20 (B); Xilana A ST (C); Xilana B S20 (D); Xilana 

B ST (E). 
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Nos espectros de absorção é possível analisar semelhanças de picos 

para as xilanas extraídas do sabugo de milho e para a xilana comercial utilizada 

como padrão. 

Na xilana comercial (Figura 11 A), nota-se a presença de um pico intenso 

em 1039 cm-1 que, segundo Silva et al. (1998), é referente às vibrações do anel 

glicosídico, deformação angular C-O-H, deformação axial C-O e C-O-C, 

apresentando perfil semelhante à das arabinoxilanas. Esse mesmo pico pode 

ser observado nos espectros das xilanas A S20 (1017 cm-1), xilana A ST (1043 

cm-1), xilana B S20 (1034 cm-1), e xilana B ST (1043 cm-1). 

Nos espectros das xilanas extraídas nota-se um pico em torno de 1544 

cm-1 para xilana A S20 (Figura 11 B), 1569 cm-1 para xilana A ST (Figura 11 C), 

1566 cm-1 para xilana B S20 (Figura  11 D) e 1552 cm-1 para xilana B ST (Figura  

11 E), que pode ser atribuído à lignina residual no polissacarídeo (deformação 

axial C=C de anel aromático), que estaria presa ao polissacarídeo por ligações 

físicas ou químicas (SILVA et al., 1998). 

As bandas largas centradas, em todos os espectros, em torno de 3500 

cm-1, é atribuída à deformação axial O-H; bandas em 1627 cm-1, no espectro A, 

e 1642 cm-1, no espectro B, à deformação angular H-O-H característica de água; 

bandas próximas a 1415 cm-1, nos espectros da Figura 11 B, Figura 11 C, Figura 

11 D e da Figura 11 E (1407 cm-1,1397 cm-1,1404 cm-1 e 1403 cm-1, 

respectivamente) referem-se à deformação angular de CH2, que é considerada 

uma característica da celulose (ANDRADE et al., 2014); banda em 896 cm-1, no 

espectro da Figura 11 A, refere-se à deformação C-H e as bandas 640 cm-1, 643 

cm-1 e 646 cm-1, nos espectros da Figura 11 B, Figura 11 C e da Figura 11 E, 

respectivamente, referem-se à deformação angular O-H (SILVA et al., 1998). 

 

4.2.2. Quantificação de proteínas e fenóis totais das xilanas extraídas 

 

A quantificação de proteínas e fenóis totais das xilanas extraídas e da 

xilana comercial é apresentada na Tabela 3.  
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Tabela 3. Quantificação de proteínas e fenóis da xilana comercial das 

xilanas extraídas do sabugo de milho. 

     *desvio padrão < 0,0001 

Fonte: Autora. 

 

É possível verificar que a concentração de proteínas na xilana comercial 

Birchwood é inferior se comparada com as xilanas extraídas, o que é esperado 

visto que o grau de pureza da xilana comercial é elevado. No entanto, o grau de 

contaminação por proteínas nas xilanas extraídas também foi baixo, 

corroborando com o estudo de Melo-Silveira et al. (2012), que obtiveram 0,4% 

de proteína na xilana extraída de sabugo de milho, sendo considerado um ponto 

positivo para o método de extração utilizado (associação de tratamento alcalino 

e ultrassom). 

No que diz respeito à concentração de fenóis, observa-se que os valores 

obtidos para as xilanas de sabugo de milho foram superiores em relação à xilana 

comercial, isso porque, segundo Melo-Silveira et al. (2012), polissacarídeos 

extraídos de qualquer fonte vegetal podem apresentar variações de 

contaminações, a depender do método de extração desenvolvido. Os mesmos 

autores observaram que a concentração de fenóis totais na xilana extraída de 

sabugo de milho foi de 0,01%, utilizando o solvente orgânico metanol para a 

precipitação, promovendo uma maior diminuição da solubilidade dos 

polissacarídeos, diferente do solvente orgânico utilizado no presente estudo 

(etanol). Quanto menor for a contaminação, seja proteica ou de compostos 

fenólicos, em relação a quantidade de polissacarídeo, melhor e mais eficiente é 

o método de extração empregado (MELO-SILVEIRA et al., 2012). 

Xilanas Proteína (%) Fenóis Totais (%) 

Xilana Birchwood 0,018* 0,014* 

Xilana A S20 0,26* 0,055* 

Xilana B S20 0,11* 0,048* 

Xilana A ST 0,40* 0,080* 

Xilana B ST 0,43* 0,090* 
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4.3. Hidrólise enzimática das xilanas comercial e extraídas 

 

O potencial hidrolítico da xilanase contida no extrato bruto obtido do cultivo 

de A. labruscus e da xilanase purificada de B. subtilis, sobre as xilanas extraídas 

e a xilana comercial Birchwood (Sigma®), é apresentado na Figura 12. 

 

Figura 12.Atividade enzimática relativa das xilanases dos microrganismos A. 

labruscus e B. subtilis; 100% corresponde a 16,06 ± 0,87 U/g de substrato e 3,44 

± 0,42 U/mL, respectivamente. 
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Fonte: Autora. 

Nota-se que as xilanas B, tanto de S20 quanto de ST, foram melhores 

hidrolisadas por ambas enzimas e os resultados obtidos são próximos, em 

termos de atividade enzimática, com a xilana comercial. Uma possível 

explicação para atividade enzimática inferior sobre as xilanas A pode ser a 

possível presença residual de acetato de sódio, formado pelo processo de 

neutralização (SILVA, 2016). Resíduos de sais podem interferir na atividade, 

pois as inibições decorrem do fato de que as enzimas podem ser moduladas 

pelas interações de cátions com resíduos de aminoácidos ao longo de toda a 

molécula. Estas interações podem aumentar (modulação positiva) ou diminuir 
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(modulação negativa) a atividade enzimática ao interagir com a amina ou o 

grupo ácido carboxílico dos aminoácidos (MAESTRELLO; GUIMARÃES, 2018; 

DAMASO, 2002; ISHIDA et al., 1980). 

Na Figura 13 observa-se que a hidrólise das xilanas extraídas na 

concentração de 5% (m/v) foi superior quando comparada com a hidrólise das 

xilanas na concentração de 1%, indicando que esse aumento na concentração 

do substrato disponível não afetou a taxa de reação, proporcionando, deste 

modo, o aumento da atividade enzimática. Portanto, a concentração de 5% m/v 

foi escolhida e utilizada nos estudos de caracterização da enzima. Visando 

posterior aplicação das enzimas imobilizadas em reator para hidrolisar as xilanas 

extraídas, avaliou-se também a ação da xilanase utilizando a combinação entre 

a xilana A S20 e a B S20 (Figura 13, inserto), bem como a combinação entre a 

xilana A ST e a B ST, na proporção de 1:1 (m/m) como substratos.  

 

Figura 13. Hidrólise das xilanas A S20, B S20, A ST e B ST nas concentrações 

de 1% e 5% (m/v) e das misturas da xilanas A S20 + B S20 e A ST + B ST, nas 

concentrações de 5% (m/v) (inserto). 

 

Fonte: Autora. 
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Apesar da xilana B S20 ter sido hidrolisada consideravelmente, usando a 

combinação das xilanas A S20 e B S20 como substrato, a atividade enzimática 

foi menor. Com relação às atividades sobre as xilanas A ST e B ST, observa-se 

os maiores valores de atividade xilanásica para os substratos separadamente e, 

quando combinadas, não houve aumento na atividade. Assim, optou-se por 

escolher a combinação A ST + B ST, denominada a partir deste momento como 

xilana ABST, para continuar os experimentos, considerando o aumento da 

atividade enzimática e o maior rendimento de extração das xilanas juntas (19,7% 

m/m). 

 

4.4. Caracterização da enzima livre  

 

Foi realizada a caracterização da enzima livre precipitada, utilizando a 

xilana comercial 1% (m/v) como substrato reacional, como apresentado na 

Figura 13. 

Nota-se que a maior atividade enzimática, após precipitação foi obtida na 

faixa de 55ºC a 75ºC, avaliando a variação de temperatura entre 40 ºC e 80 ºC 

(Figura 14 A), confirmando o observado por Maestrello e Guimarães (2018), que 

foi de temperatura ótima de 55 ºC.  
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Figura 14. Influência da temperatura (A) e do pH (B) na atividade da xilanase 

livre precipitada, termoestabilidade (C) e estabilidade ao pH (D), utilizando o 

substrato xilana comercial. Onde 100% representa 91,76 ± 1,76 U/g de substrato 

para A e C e 324, ± 1,93 U/g de substrato para B e 190,04 ± 14,68 U/g de 

substrato para D, sem incubar a enzima. 
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Fonte: Autora. 

 

Analisando estudos semelhantes aos de Maestrello e Guimarães (2018), 

os autores Betini et al. (2009) obtiveram resultados de temperatura ótima de 

atividade xilanásica para Aspergillus niveus na faixa de 55-65ºC, quando 

cultivado em FES na presença de farelo de trigo e Carmona et al. (1997) 

obtiveram temperatura ótima de atividade de 55ºC para a xilanase produzida por 

Apergillus versicolor quando cultivado em meio Vogel suplementado com farelo 

de trigo. Farinas et al. (2010) obtiveram, para a xilanase de Aspergillus niger, 
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temperatura ótima de 55ºC quando o fungo foi cultivado em FES na presença de 

farelo de trigo. Os autores Ahmad, Butt e Riaz (2013) analisaram a influência da 

temperatura na atividade de xilanases de A. niger quando cultivado em farelo de 

trigo e obtiveram os melhores resultados na temperatura de 60ºC. Xilanases 

extracelulares produzidas por Aspergillus caespitosus cultivado em bagaço de 

cana-de-açúcar apresentaram temperatura ótima na faixa de 50-55ºC 

(SANDRIM et al., 2005). 

O melhor valor de pH para atividade xilanásica foi 4,5 (Figura 14 B), 

observando, também, pico secundário de atividade em pH 5,5, similar ao valor 

reportado pelos autores Maestrello e Guimarães (2018) para a mesma enzima, 

sugerindo a presença de isoformas. Sandrim et al. (2005) descreveram valor de 

pH 5,5 para a xilanase de A. caespitosus, enquanto que Betini et al. (2009) 

obtiveram a faixa de pH 5,0 a 5,5 para a xilanase de A. niveus e pH 5,5 – 6,0 

para A. niger. 

Com relação a termoestabilidade (Figura 14 C) a enzima mostrou-se 

estável na temperatura de 45 ºC por até 120 min. Após esse período, queda da 

atividade pode ser observada, mas ainda manteve o seu t50 (tempo em que 50% 

da atividade enzimática é mantida) em 24 h. A 50 ºC apresentou t50 de 120 min. 

Nas demais temperaturas a estabilidade da enzima foi reduzida já em tempos 

menores. A xilanase de Aspergillus casielus foi estável na temperatura de 45 ºC, 

perdendo apenas 18% de sua atividade aos 90 min (KRONBAUER et al., 2007) 

e a de A. fumigatus SK1 foi estável a 40 ºC, ficando a atividade enzimática acima 

de 80% por 120 min (ANG et al., 2013). A xilanase de Aspergillus awamori IOC-

3914 foi estável entre 30 ºC e 40 ºC, mantendo sua atividade acima de 90% por 

240 min (AMORIM et al., 2017). 

Ao se tratar da estabilidade ao pH (Figura 14 D), a enzima manteve seu t50 

por 1 h na faixa de pH 3 a 5. No tempo de 3 h, a enzima manteve sua atividade 

acima dos 35% para todos os valores de pH analisados. Quando incubada por 

24 h, a atividade manteve-se entre 10% e 30% entre pH 3 e 6, não apresentando 

atividade quando mantida em pH 7. Amorin et al. (2017) verificaram que a 

xilanase de A. awamori IOC-3914 foi estável nos valores de pH 5-7 por um 

período de até 3 h de incubação. Segundo Polizeli et al. (2005), a maioria das 
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xilanases de diferentes espécies de Aspergillus é estável entre pH 4 e 6, 

corroborando com os resultados obtidos para xilanase de A. labruscus.  

Foi realizada, também, a caracterização da enzima livre utilizando a xilana 

ABST (5%, m/v) como substrato, como apresentado na Figura 15. 

 

Figura 15. Influência da temperatura (A) e do pH (B) na atividade da xilanase 

livre precipitada, termoestabilidade (C) e estabilidade ao pH (D), utilizando o 

substrato ABST. Onde 100% representa 25,77 ± 1,76 U/g de substrato para A, 

52,20 ± 0,61 U/g de substrato para B e 57 ± 2,26 U/g de substrato para C e D, 

sem incubar a enzima. 
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 Fonte: Autora. 

 

 Nota-se que a temperatura ótima de reação (Figura 15 A) foi mantida de 

45ºC a 60 ºC, como observado para a atividade na presença da xilana comercial 
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como substrato (Figura 14 A). Com relação ao pH ótimo de reação (Figura 15 B), 

dois picos de atividade enzimática podem ser observados, sendo um no pH 3,5 

e outro no pH 5,0, sugerindo a presença de isoformas. Todas as faixas de 

temperatura e pH observados estão em concordância com os dados reportados 

na literatura para atuação da xilanase. 

 Com relação a termoestabilidade (Figura 15 C), o t50 foi de 

aproximadamente de 20 min nas temperaturas de 45ºC e 50ºC, sendo a 

atividade mantida em torno de 50% da inicial até 24 h. Na temperatura de 55ºC 

a atividade foi mantida acima dos 45% por até 24 h; à 60ºC, a atividade foi 

mantida acima dos 40% por 180 min e quando avaliada à 65ºC, a mesma 

permaneceu em 40% por 60 min. A termoestabilidade da enzima na presença 

da xilana ABST foi menor quando comparada à obtida na presença da xilana 

comercial (Figura 14 C), sugerindo que a presença de contaminantes na xilana 

ABST pode ter interferido na atividade enzimática. Na análise de estabilidade ao 

pH (Figura 15 D) a enzima manteve sua atividade acima dos 80% ao longo de 

todo o período de incubação para todos os valores de pH analisados. 

 

4.5. Análise dos produtos de hidrólise das xilanas por Cromatografia em 

Camada Delgada (CCD) 

 

Na Figura 16 é possível observar o perfil em CCD para os produtos de 

hidrólise das xilanas. 
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Figura 16. Cromatografia em Camada Delgada para os produtos de hidrólise 

das xilanas extraídas. Em A) 1 – Xilose; 2 – Xilobiose; 3 – Xilotriose; 4 – 

Xilotetraose; 5 – Xilopentose; 6 – Glicose; 7 – Celobiose; 8 – Extrato bruto 

(controle); 9 – Xilana Birchwood hidrolisada; 10 – Xilana Birchwood (controle); 

11 – Xilana A 20 hidrolisada; 12 – Xilana A 20 (controle); 13 – Xilana B 20 

hidrolisada; 14 – Xilana B 20 (controle); 15 – Xilana A ST hidrolisada; 16 – Xilana 

A ST (controle); 17 – Xilana B ST hidrolisada e 18 – Xilana B ST(controle). Em 

B) 1 – xilose, xilobiose, xilotriose, xilotetraose, xilopentose e xilohexose; 2- 

Glicose; 3 – Celobiose; 4 - Extrato bruto (controle); 5 - Xilana ABST (controle); 6 

– Xilana ABST hidrolisada. 

   

Fonte: Autora. 

 

 A hidrolise da xilana comercial Birchwood (raia 9 da Figura 16 A) levou a 

obtenção dos XOS xilotriose, xilotetraose e xilopentose, bem como de xilobiose 

e xilose. Nas demais xilanas hidrolisadas (raias 11, 13, 15 e 17) há a nítida 

presença de xilotriose e xilobiose. No entanto, é preciso considerar que xilobiose 

e glicose (raias 2 e 6, respectivamente) encontram-se em posições semelhantes 

na placa, dificultando a identificação qualitativa destes compostos nas xilanas 

hidrolisadas. A hidrólise da xilana ABST (raia 6 da Figura 16 B) levou a obtenção 

de xilose, xilobiose e xilotriose. 

A B 



77 
 

Os padrões de glicose e celobiose foram incluídos no CCD devido à 

presença de picos nos espectros de FTIR (Figura 11) característicos de celulose. 

Em recentes estudos relatados pelos autores Maestrello e Guimarães (2018), foi 

constatada a produção de enzimas celulolíticas por A. labruscus, sendo elas 

responsáveis pela hidrólise da celulose e, consequentemente, liberação destes 

compostos (glicose e celobiose) no meio reacional. 

  Os arrastes observados na análise dos produtos de hidrólise das xilanas 

(raias 11, 13, 15 e 17 da Figura 16 A e raia 6 da Figura 16 B) obtidas do sabugo 

de milho dificultou a visualização das bandas de xilotetraose e xilopentose. 

 Por meio das análises de CCD, pode-se concluir alguns aspectos sobre 

as enzimas que atuam nesta hidrólise. Alguns trabalhos relatam que a ocorrência 

de oligossacarídeos, como xilobiose e xilotriose, como produto final da hidrólise 

da xilanas, caracteriza uma hidrólise do tipo endo, ou seja, das ligações internas 

da cadeia principal da xilana (SILVA et al., 2015; VERMA; ANAND; 

SATYANARAYANA; 2013; WU et al., 2013), indicando a presença da enzima 

endo-β-1,4-xilanase no extrato bruto de A. labruscus. 

 Visando utilização das xilanase de A. labruscus para hidrólise da xilana 

ABST em reator enzimático, bem como a melhoria de suas propreidades, foi 

realizada a imobilização dessa enzima em diferentes suportes. 

 

4.6. Imobilização 

 

4.6.1. Imobilização em alginato de sódio 

 

A atividade enzimática dos derivados obtidos com alginato de sódio 3% 

(m/v), utilizando CaCl2 e MnCl2, mostraram que os suportes foram capazes de 

reter a enzima encapsulada, apresentando 3 ciclos de reuso (Figura 17).  

Geralmente, protocolos de imobilização com alginato de sódio utilizam 

CaCl2 como agente reticulante e até o momento não foram encontrados relatos 

na literatura sobre a utilização de MnCl2 como reticulante. O derivado obtido com 

MnCl2 destacou-se em relação ao obtido com CaCl2, apresentando atividade 
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enzimática aproximadamente 1,6 vezes maior. Provavelmente este resultado 

deve-se a influência dos sais na atividade enzimática, como reportado por 

Maestrello e Guimarães (2018) que descreveram perda de 50% da atividade da 

xilanase na presença de CaCl2 e 18% com o uso de MnCl2. 

 

Figura 17. Atividade enzimática da xilanase imobilizada em alginato de sódio 
por diferentes ciclos. 
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Fonte: Autora. 

Observa-se que no 2º e no 3º ciclo reacional a atividade enzimática caiu 

cerca de 50% e 65%, respectivamente, considerando ambos os derivados. Bibi, 

Qader e Aman (2015) imobilizaram a xilanase de Geobacillus stearothemophilus 

KIBGE-IB29 em alginato de sódio 3% (m/v) reticulado com CaCl2 e obtiveram 5 

ciclos de reuso, sendo que no 5º ciclo a atividade enzimática foi reduzida em 

80%, enquanto que Mishra et al. (2017), imobilizando a xilanase comercial, 

obtiveram 4 ciclos, sendo que 50% da atividade enzimática estava mantida no 

4º ciclo. Kumar et al. (2017) relataram que a imobilização da xilanase purificada 

de Bacillus licheniformis proporcionou 5 ciclos de reuso, sendo que 80% da 

atividade foi diminuída no 5º ciclo.  

 Entre um ciclo e outro foram realizadas 3 lavagens das esferas de alginato 

com tampão acetato de sódio 50 mmol L-1 pH 5,0, gelado, para retirada de 

substrato e assim poder ser iniciado um novo ciclo. A razão para a diminuição 

da atividade enzimática pode se dar pelas lavagens excessivas após cada ciclo, 

ocasionando a lixiviação das enzimas das esferas de alginato devido ao tamanho 

MnCl2 
CaCl2 
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dos poros formados da matriz de alginato, dificultando a retenção da enzima 

(BRUGNARI et al., 2018; KUMAR; GAUTAM; DUTTI et al., 2016; REHMAN et 

al., 2013; ADHAM et al., 2010).  

Para a xilanase de A. labruscus, a utilização de alginato de sódio 3% (m/v) 

como matriz para a imobilização não apresentou resultados semelhantes aos 

reportados na literatura, sendo necessário estudos mais aprofundados sobre 

estes agentes reticulantes, bem como a concentração dos agentes. Sendo 

assim, não foram realizados testes com a enzima imobilizada em alginato de 

sódio para a hidrólise das xilanas extraídas do sabugo de milho. 

 

4.6.2. Imobilização em resina CM Sephadex, DEAE- Sephadex A25 e DEAE-

Celulose por adsorção 

 

 Na Tabela 4 podemos observar o rendimento e a eficiência dos 

procedimentos de imobilização da xilanase (extrato bruto) em resinas CM-

Sephadex, DEAE-Sephadex e DEAE-Celulose em diferentes valores de pH, bem 

como a atividade recuperada no derivado. Para análise do rendimento e 

atividade recuperada, as reações enzimáticas foram feitas utilizando xilana 

comercial como substrato. 

Tabela 4. Imobilização de xilanase livre em extrato bruto (sem processo de 

precipitação) de A. labruscus por adsorção em resinas após 24 h. 

Fonte: Autora. 

Suporte 
Rendimento 

(%) 

Eficiência 

(%) 

Atividade 

recuperada (%) 

Atividade 

U/g de derivado 

CM- Sehpadex pH 3,0 44,00 ± 3,7 91,32 ± 0,62 1,39 ± 0,92 0,34 ± 0,21 

CM- Sephadex pH 4,0 51,02 ± 8,3 89,99 ± 0,62 3,62 ± 0,61 1,24 ± 0,44 

DEAE- Sephadex pH 6,0 43,60 ± 5,5 95,52 ± 0,11 36,58 ± 1,0 5,85 ± 0,86 

DEAE- Sephadex pH 7,0 26,90 ± 0,20 94,60 ± 2,80 51,16 ± 7,5 7,67 ± 1,08 

DEAE- Celulose pH 6,0 35,17 ± 1,80 93,71 ± 0,32 44,12 ± 0,21 4,21 ± 0,72 

DEAE- Celulose pH 7,0 47,82 ± 0,75 95,96 ± 0,41 55,74 ± 2,37 9,71 ± 2,64 
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 No que diz respeito as cargas das proteínas, sabe-se que quando uma 

proteína é exposta a um pH inferior ao seu pI, esta adquiri carga positiva, pois 

os grupos funcionais tendem a ficar protonados (captam H+). Se o pH for superior 

ao pI, a carga total é negativa, pois os grupos funcionais tendem a estar 

predominantemente desprotonados (perdem H+) (SILVA e SILVA, 2010). A 

resina CM-Sephadex é carregada negativamente, enquanto que as resinas 

DEAE-Sephadex e DEAE-Celulose são carregadas positivamente.  

Na literatura encontra-se descrita uma ampla faixa de pI para as xilanases 

fúngicas. Os autores Frederick et al. (1985) descreveram pI igual a 9 para 

xilanase do fungo A. niger. Já os autores Wong et al. (1988) obtiveram pI para 

xilanase deste mesmo fungo variando de 3,6 a 9. Para o fungo A. kawachii IFO 

4308, o pI das xilanases foi de 3,5 – 6,7 (ITO et al, 1992). Duas xilanases de A. 

sojae apresentaram pI de 3,5 e 3,75 de acordo com Kimura, Sasahar e Tajima 

(1995). 

Considerando, supostamente, que o pI da xilanase de A. labruscus 

encontra-se em uma faixa entre 3 e 5, ao equilibrar a resina CM-Sephadex com 

tampão ácido cítrico pH 3,0 e pH 4,0, conferimos carga positiva às enzimas para 

que estas se liguem à resina negativa. Ao equilibrar as resinas DEAE-Sephadex 

e DEAE-Celulose com tampão acetato de sódio (pH 6,0) e tris-HCl (pH 7,0), 

conferimos carga negativa às enzimas para que estas consigam se ligar a resina 

carregada positivamente. Entretanto, Mastrello e Guimarães (2018) reportaram 

atividade enzimática relativa de 5% e 20% para a xilanase de A. labruscus 

mantida no pH 3,0 e 4,0, respectivamente. Além disso, descreveram a 

manutenção de apenas 35% da atividade nestes valores de pH após 24 h de 

incubação. Nos pH 6,0 e 7,0, a atividade enzimática relativa foi de 60% e 40%, 

respectivamente, com manutenção de 40-50% da atividade quando mantida 

nestes valores de pH por 24 h. Isto pode explicar a baixa atividade recuperada 

da enzima nos derivados, quando expostas em pH ácidos. 

 Nota-se que na imobilização com CM-Sephadex a eficiência, a atividade 

recuperada e a atividade dos derivados foram menores quando comparadas com 

as resinas DEAE-Sephadex e DEAE-Celulose (Tabela 4), muito provavelmente 

por conta da menor resistência das enzimas quando submetidos aos valores de 

pH utilizados para equilibrar as resinas. Objetivando aumentar o rendimento e a 
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eficiência da imobilização, optou-se por realizar a imobilização das enzimas 

precipitadas nas resinas DEAE-Sephadex e DEAE-Celulose, ambas equilibradas 

em pH 7,0. 

Na Tabela 5 podemos observar os dados de rendimento, eficiência e 

atividade recuperada das xilanases precipitadas imobilizadas no período de 24 

h, utilizando a xilana comercial e xilana extraída de sabugo de milho (ABST) 

como substratos.  

 

Tabela 5. Imobilização da xilanase produzida por A. labruscus e precipitada, em 

resinas DEAE-Sephadex e DEAE-Celulose pH 7,0 após 24h. 

Fonte: Autora. 

O rendimento de imobilização aumentou cerca de 3,7 vezes quando 

comparado com os dados apresentados na Tabela 4 para resina DEAE-

Sephadex em pH 7,0, e 2 vezes para a resina DEAE-Celulose em pH 7,0, 

utilizando xilana comercial como substrato. É possível que isto tenha ocorrido 

devido a etapa adicional de precipitação das enzimas, já que este procedimento 

é uma forma capaz de atingir um certo grau de purificação, fazendo com que as 

enzimas sejam pré-concentradas, promovendo a separação delas da maioria 

dos compostos do meio. Este rendimento indica que as enzimas foram 

imobilizadas em quase toda a sua totalidade, sendo também melhorada a 

eficiência de imobilização.  

Em termos de atividade recuperada, a imobilização em DEAE-Celulose 

destacou-se por apresentar cerca de 80% de atividade recuperada da enzima, 

Xilanas 
Rendimento 

(%) 

Eficiência 

(%) 

Atividade 

recuperada (%) 

Atividade 

U/g de derivado 

DEAE-Sephadex     

Comercial 99,65 ± 0,08  98,79 ± 0,32 11,04 ± 0,97 8,94 ± 0,71 

ABST 91,88 ± 1,23 98,17 ± 0,02 22,47 ± 1,48  6,81 ± 0,14 

DEAE-Celulose     

Comercial 95,84 ± 1,38 99,40 ± 0,83 81,32 ± 1,81 15,14 ± 1,38 

ABST 93,11 ± 2,81 97,35 ± 0,24 100,94 ± 2,78 11,26 ± 0,37 
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quando analisada com substrato comercial e de 100% quando avaliada frente ao 

substrato ABST, indicando que a técnica de adsorção foi eficiente, uma vez que 

esta técnica promove pouca alteração na estrutura conformacional da enzima, já 

que esta é espontaneamente imobilizada em uma orientação que lhe é 

preferencial e energeticamente favorável (ZHOU et al., 2012), ou seja, depende 

de onde encontram-se as cargas dos aminoácidos da proteína que sejam 

contrárias as cargas da resina para que ocorra a interação enzima-suporte. O 

mesmo não foi observado para a resina DEAE-Sephadex, onde houve baixa 

atividade recuperada. Uma possível explicação para a baixa recuperação da 

atividade enzimática é que algumas enzimas podem ter sido ligadas à resina de 

forma que o sítio ativo tenha ficado comprometido ou restringido do acesso ao 

substrato presente no meio reacional.  

Guerfali et al. (2009) obtiveram 75,3 % de rendimento de imobilização, 

71% de eficiência e 97,1% de atividade recuperada para β-xilosidase de 

Talaromyces thermophilus imobilizada em DEAE-Celulose. Já os autores 

Benassi et al. (2013), imobilizaram β-xilosidase de A. niger em DEAE-Sepharose 

e obtiveram 87% de eficiência e 80% de atividade recuperada. Diante do 

exposto, os resultados obtidos para xilanase de A. labruscus imobilizada em 

DEAE-Celulose foram superiores ao encontrado na literatura mencionada. 

Assim, foi realizada a caracterização enzimática da xilanase imobilizada em 

ambas resinas, bem como potencial de reuso dos derivados. 

 

4.6.3. Caracterização enzimática da xilanase imobilizada em DEAE- 

Celulose e DEAE-Sephadex 

  

Foi realizada a caracterização da atividade xilanásica dos derivados 

obtidos com DEAE-Celulose e DEAE-Sephadex frente à temperatura e ao pH de 

reação, utilizando a xilana comercial e a xilana ABST como substratos, conforme 

apresentado nas Figura 18 e 19. 
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Figura 18. Influência da temperatura (A, C) e do pH (B, D) na atividade da 

xilanase imobilizada em DEAE-Celulose, utilizando xilana comercial (A e B) e 

xilana ABST (C e D) como substratos. 
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Figura 19. Influência da temperatura (A e C) e do pH (B e D) na atividade da 

xilanase imobilizada em DEAE-Sephadex, utilizando xilana comercial (A e B) e 

xilana ABST (C e D) como substratos.  
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Fonte: Autora. 

 

 De acordo com a Figura 18, a temperatura ótima de reação da enzima 

imobilizada em DEAE-Celulose, na presença da xilana comercial (Figura 18 A) 

como substrato, foi na faixa de 55 – 60 ºC, enquanto que para o imobilizado em 

DEAE-Sephadex foi de 60 ºC (Figura 19 A). Para a xilana ABST, a temperatura 

ótima de reação foi observada em 55 ºC para ambos os derivados (Figura 18 C 

e 19 C). Considerando a influência do pH ótimo, a maior atividade para o 

derivado DEAE-Celulose, foi em pH 5,0 para ambos substratos. Para o derivado 

em DEAE-Sephadex foi de pH 6,0 na presença de xilana comercial e pH 5,0 para 
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a xilana ABST (Figura 18 B e 19 C). As sutis diferenças nas faixas de temperatura 

e pH ótimo de reação sugerem que os derivados podem sofrer pequenas 

alterações frente aos substratos comercial e ABST, o que é esperado, uma vez 

que o substrato comercial apresenta grau de pureza superior, se comparado com 

ABST. Kapoor e Kuhad (2007) imobilizaram a xilanase de Bacillus pumilus em 

resina Q-Sepharose por método de adsorção e avaliaram a temperatura e pH 

ótimos de reação, encontrando valores de 63ºC e 6,5, respectivamente, 

indicando que os dados observados para xilanase de A. labruscus imobilizada 

em ambas as resinas estão de acordo com a literatura para o mesmo método de 

imobilização utilizado. 

 

4.6.4. Reuso dos derivados 

 

Avaliou-se, ainda, os reuso dos derivados com temperatura e pH ótimos 

de reação, como mostrado na Figura 20. 

 

Figura 20. Reuso dos derivados DEAE-Celulose e DEAE-Sephadex, utilizando 

Xilana comercial (A), onde 100% representa 6,03 ± 0,29 U/g de derivado e 

xilana ABST (B), onde 100% representa 7,92 ± 0,31 U/g de derivado. 

 

   

Fonte: Autora. 

 

A B 
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 Observa-se que foi possível utilizar os derivados obtidos com ambas 

resinas por até 10 ciclos, tendo a xilana comercial como substrato (Figura 20 A). 

Nota-se, também, que a atividade enzimática caiu para aproximadamente 50% 

no 4º ciclo utilizando ambas resinas, diferindo do observado frente ao substrato 

xilana ABST (Figura 20 B). Nessas condições a atividade enzimática caiu para 

aproximadamente 40% e 35% no 3º ciclo para resina DEAE-Celulose e DEAE-

Sephadex, e para 20% e 10% no 4º ciclo, respectivamente. Heinen et al. (2017) 

avaliaram os reuso de xilanase de Aspergillus tamarii Kita imobilizada em resina 

CM-Celulose e conseguiram conduzir 5 ciclos catalíticos, sendo que no 4º ciclo 

a atividade caiu para 42%, valores próximos ao encontrado neste estudo para 

os derivados DEAE-Celulose e DEAE-Sephadex. Contudo, para dar 

continuidade aos experimentos, optou-se por utilizar o derivado imobilizado em 

DEAE-Celulose por apresentar maior rendimento de imobilização, bem como 

maior atividade recuperada (Tabela 5). 

 As análises realizadas com a xilana comercial são somente para fins de 

comparação com as xilanas extraídas do sabugo de milho, visto que um dos 

objetivos do trabalho foi reutilizar este resíduo lignocelulósico e convertê-lo em 

bioprodutos, como xilitol. Desta forma, os experimentos seguintes foram 

realizados utilizando somente a xilana ABST. 

 

4.7. Utilização do derivado em reator de leito fixo 

  

Foi avaliada a hidrólise da xilana ABST (5% m/v) pelo derivado DEAE-

Celulose em reator de leito fixo, mantidas as condições ótimas de temperatura e 

pH de reação. 

 Na Figura 21 observa-se a produção de xilose, em função do tempo de 

conversão da xilana ABST pelo derivado em reator de leito fixo. Após 48 h de 

reação foi obtido aproximadamente 2,7 mg/mL de xilose. 
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Figura 21. Produção de xilose pelo derivado DEAE-Celulose em reator de leito 
fixo, usando xilana ABST como substrato.  

0h 3h 24h 48h

0,0

0,5

1,0

1,5

2,0

2,5

3,0

 

 

X
il

o
se

 (
m

g
/m

L
)

Tempo  

Fonte: Autora. 

  

Maestrello e Guimarães (2018) demonstraram que A. labruscus produz, 

além de enzimas hemicelulolíticas, enzimas celulolíticas quando cultivado em 

FES na presença de farelo de trigo, as quais são capazes de converter a celulose 

em monômeros de glicose.  

Com isso, sabendo que as xilanas extraídas de sabugo de milho 

apresentam resíduos de celulose, como indicado pelos espectros de FTIR, é 

possível que tenha ocorrido a hidrólise também da celulose presente na xilana 

ABST, uma vez que algumas celulases podem também ter sido imobilizadas. As 

celulases de fungos do gênero Aspergillus apresentam, de forma geral, ponto 

isoelétrico de 3,90 e 4,52, como as da co-cultura A. niger-oryzae, relatadas por 

Ahlgren, Eriksson e Vesterberg (1967) e de 3,67 de A. niger, segundo Okada 

(1985), facilitando a ligação das mesmas à resina DEAE-Celulose. Sendo assim, 

foi realizada análise quantitativa de glicose pelo método de Bergmeyer e Bernt 

(1974), utilizando o kit Enzimático-Colorimétrico, observando concentração de 

glicose abaixo de 0,055 ± 0,002 mg/mL ao longo de todo o período, cerca de 49 

vezes menor que a quantificação de xilose, indicando influência irrelevante de 

uma possível atividade celulolítica. Desta forma, os resultados da utilização do 

derivado em reator foram satisfatórios e a xilose obtida da hidrólise da xilana foi 
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utilizada para os experimentos de fermentação com Candida tropicalis ATCC 

750, na produção de xilitol. 

 

4.8. Fermentação com levedura Candida tropicalis ATCC 750 utilizando 

xilose comercial 

 

Para os ensaios fermentativos com a levedura Candida tropicalis ATCC 

750, foi determinada as melhores condições de cultivo com relação a influência 

do tempo e temperatura de cultivo e concentração de xilose comercial 

considerando o crescimento fúngico (biomassa úmida). Na Figura 22 estão 

apresentados os resultados obtidos após 96h de cultivo. Na Tabela 6 pode-se 

acompanhar o consumo de xilose para os cultivos contendo 2% e 4% de xilose 

(m/v). 
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Figura 22. Crescimento da levedura Candida tropicalis ATCC 750, cultivada a 

25 ºC (A), 30 ºC (B) e 35 ºC (C), utilizando 2% e 4% (m/v) de xilose como 

substrato por diferentes períodos.  

 

       

 

Fonte: Autora. 

 

Nota-se que em todas as temperaturas de cultivos analisadas houve 

crescimento celular (Figura 22 A, B e C), mesmo naqueles sem a adição da 

xilose. Na temperatura de 25 ºC (Figura 22 A) a levedura cresceu cerca de 2 

vezes entre 24h e 96h para análise com 0% e 4% de xilose, enquanto que, para 

2%, a levedura cresceu cerca de 11 vezes. Com relação a consumo de xilose 

(Tabela 6), nas primeiras 24h, a levedura consumiu cerca de 40% de xilose, 

quando cultivada em meio contendo 2% de xilose, chegando ao consumo total 

de aproximadamente 95% ao final de 96h. Já para o cultivo contendo 4% de 

xilose, a levedura consumiu 30% nas primeiras 24h e, ao final de 96h, consumiu 

75% da xilose contida no meio. 

 

A B 

C 
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Tabela 6. Consumo de xilose (%) na fermentação com C. tropicalis ATCC 750. 

Temperatura Tempo Xilose 2% (m/v) Xilose 4% (m/v) 

 

25ºC 

24h 40,18 ± 0,67 30,99 ± 3,22 

48h 50,93 ± 6,97 40,11 ± 1,78 

72h 69,98 ± 2,25 51,68 ± 4,50 

96h 94,69 ± 7,35 75,52 ± 6,64 

 

30°C 

24h 47,72 ± 1,10 28,83± 7,79 

48h 65,14 ± 0,52 50,79± 0,05 

72h 83,18± 0,73 64,62± 0,84 

96h 90,48± 0,08 84,01± 0,05 

 

35ºC 

24h 46,87 ± 0,94 34,08 ± 0,78 

48h 70,00 ± 3,37 58,81 ± 3,19 

72h 85,86 ± 0,39 68,94 ± 4,76 

96h 89,90 ± 0,16 87,90 ± 1,37 

Fonte: Autora. 

 

 Quando cultivada a 30 ºC (Figura 22 B), na presença de 4% de xilose, a 

levedura não apresentou crescimento quantificado nas primeiras 24h, se 

desenvolvendo nas horas seguintes. Contudo, ao avaliar o consumo de xilose 

(Tabela 6), a mesma apresentou consumo de 28% nas primeiras 24h. O 

crescimento e o consumo de xilose nesta condição de cultivo (4% e 24h) foram 

cerca de 1,5 vez menores se comparada o cultivo contendo 2% de xilose. 

Na temperatura de 35 ºC (Figura 22 C), a levedura teve seu crescimento 

aumentado entre 24h e 96h de 1,6, 2,8 e 2 vezes para os cultivos de 0%, 2% e 

4%, respectivamente. Em relação ao consumo de xilose (Tabela 9), em 48 h, a 

levedura consumiu cerca de 70% quando cultivada em 2% de fonte de carbono, 

85% em 72h e atingiu consumo máximo de 90% em 96 h. Em relação ao cultivo 

de 4%, a levedura consumiu 58% de xilose em 48h, 68% em 72 h e atingiu o 

consumo máximo de 87% em 96h. Tamburini et al. (2015) relataram que, quando 

cultivada entre 28ºC e 37ºC, C. tropicalis DSM 7524 consumiu mais 90% da 

xilose contida no meio após 56h de fermentação. De acordo com Queiroz (2019), 

C. tropicalis cultivada em meio semi-definido contendo xilose 3% como fonte de 

carbono, consumiu toda a xilose em 60 h de fermentação a 30 ºC. Os resultados 
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obtidos estão de acordo com os relatados na literatura, portanto, foi determinada 

que as melhores condições de cultivo para essa levedura foram de 72 h de 

cultivo com 2% (m/v) de xilose na temperatura de 35 ºC, a 100 rpm. Sendo assim, 

a fermentação de C. tropicalis na presença da xilose obtida da hidrólise de ABST 

foi conduzida sob as melhores condições de cultivo estabelecidas.  

 

4.8.1. Fermentação com C. tropicalis ATCC 750 utilizando xilose obtida da 

xilana de sabugo de milho. 

 

Foram realizadas as fermentações com C. tropicalis utilizando xilose 

obtida da hidrolise de ABST em reator enzimático, avaliando o consumo da xilose 

ao longo de 96 h, como pode ser observado na Figura 23. 

 

Figura 23. Consumo de xilose obtida da hidrólise de ABST usada 

como fonte de carbono na fermentação por C. tropicalis ATCC 750, 

conduzida a 35 ºC por 96 h. 
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Fonte: Autora. 

 

Nota-se que nas primeiras 24 h a levedura consumiu 23% da xilose 

disponibilizada e chegando a consumir 58% em 48 h de fermentação, não 

observando alterações significativas ao final de 96 h. Análises via HPLC 

indicaram a produção de xilitol em 48 h, na concentração de 1,02 mg/mL. Na 
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Tabela 7 podemos observar os parâmetros da bioconversão da xilose (extraída 

da xilana ABST) em xilitol por C. tropicalis.   

 

Tabela 7. Parâmetros de bioconversão da xilose extraída de sabugo de milho 

pela levedura C. tropicalis. 

Parâmetros  

Tempo de fermentação (h) 48 

Consumo de xilose (%)* 58 

Concentração celular (g/L)* 24 

Concentração de xilitol (g/L)* 1,02 

YP/S (g/g) 0,87 

YX/S (g/g) 20,34 

YP/X (g/g) 0,043 

QX (g/L.h) 0,49 

QS (g/L.h) 0,024 

QP (g/L.h) 0,021 

* = concentração máxima em 48 h. 
** = resultados obtidos a partir da média dos experimentos em triplicata. 

 

 Observa-se que o conversão de xilose em xilitol (YP/S) foi de 0,87 g/g e a 

produtividade volumétrica do xilitol QP foi de 0,021 g/L.h. Alguns trabalhos na 

literatura, como o de C. tropicallis, estudada por Oh e Kim (1998), cultivada por 

20 h, com concentração de 50 g/L de xilose, apresentou YP/S de 0,76 g/g, QP de 

1,91 g/L.h. Mussato e Roberto (2005), relataram a bioconversão de xilose em 

xilitol por C. guilliermondii, quando submetida a fermentação por 24 h e 

concentração de xilose de 20 g/L, obtendo YP/S de 0,70 g/g, QP de 0,45 g/L.h e 

consumo de xilose de 78,7%, enquanto que para López-Linares et al. (2018), a 

mesma espécie, cultivada por 48 h e concentração de xilose de 30 g/L, 

apresentou YP/S de 0,57 g/g, QP de 0,14 g/L.h. Sampaio et al. (2008) avaliaram 

a produção de xilitol pela levedura Debaryomyces hansenii var. fabryi em 

fermentação por 24 h, na presença de 10 g/L de xilose, obtendo YP/S de 0,54 g/g, 

QP de 0,24 g/L.h.  
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Considerando os resultados apresentados na Tabela 7, a conversão de 

xilose em xilitol (YP/S) pela C. tropicalis está próximo aos estudos para leveduras 

do mesmo gênero. Entretanto, para a análise da produtividade volumétrica do 

xilitol (QP), o valor obtido apresenta-se cerca de 20 vezes menor quando 

comparada com a levedura C. guilliermondii estudada por Mussato e Roberto 

(2005), 6 vezes menor em relação a levedura estudada por López-Linares et al. 

(2018) e 90 vezes menor em relação a C. tropicalis estudada por Oh e Kim 

(1998). Este resultado sugere que a produtividade tem relação e 

proporcionalidade com a concentração de xilose disponível no meio 

fermentativo, uma vez que a C. tropicalis foi cultivada na presença de 2 g L-1 de 

xilose.  

Estes resultados demonstram, portanto, que a C. tropicalis foi capaz de 

produzir xilitol a partir da xilose obtida da hidrólise da xilana de sabugo de milho, 

de forma satisfatória e dentro dos parâmetros esperados de desenvolvimento e 

capacidade da levedura. 

 

5. CONCLUSÕES 

  

 Os estudos desenvolvidos propiciaram extração de xilana de sabugo de 

milho, bem como sua caracterização físico-química, onde foi possível identificar, 

através dos cromatogramas de espectro de infravermelho, picos característicos 

de arabinoxilanas. A baixa contaminação de proteínas e fenóis nas xilanas 

extraídas indicaram que o método de extração foi eficiente. 

 Foi possível constatar que as xilanases de Aspergillus labrucus ITAL 

22.223, produzidas em FES, foram capazes de hidrolisar as xilanas extraídas do 

sabugo de milho, obtendo-se xilose, xilobiose e xilotriose. 

Visando a melhoria das propriedades enzimáticas, a xilanase de A. 

labruscus foi imobilizada em diferentes suportes, com melhor resultado obtido 

com o uso de DEAE-Celulose. O derivado DEAE-Celulose foi tilizado em reator 

de leito fixo, hidrolisando eficientemente a xilana ABST extraída de sabugo de 

milho. 
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 A xilose então obtida foi utilizada em fermentação com Candida tropicalis 

ATCC 750, com sua conversão em xilitol, um produto de grande interesse para 

diferentes setores industriais. O presente trabalho revelou o potencial 

biotecnológico da utilização de sabugo de milho para produção de subprodutos 

de alto valor agregado, como o xilitol.  
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