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RESUMO 

 

Celulose e hemicelulose são os polissacarídeos mais encontrados em todo o 

mundo. Em plantas, a celulose e a hemicelulose estão situados entre a lignina formando 

as fibras de celulose. As enzimas hemicelulolíticas produzidas por micro-organismos 

têm atraído uma grande atenção desde a década passada, particularidade devida as suas 

características biotecnológicas em vários processos industriais como indústrias de 

alimentos, ração animal, etanol e papel e celulose. Assim neste trabalho foram isoladas 

linhagens fungicas de duas regiões de Cerrado, na qual oito linhagens fúngicas foram 

analisadas quanto ao perfil de produção enzimática sob fermentação em estado sólido, 

utilizando resíduo agroindustrial como substrato. Foram determinadas atividade 

enzimática para xilanase e CMCase. A melhor atividade enzimática para xilanase 

obteve-se a partir do fungo mesofílico Neosartorya spinosa P2D19 com 20,6 U ml-1 

(133,0 U/g), após 72 horas de cultivo sob fermentação em estado sólido. A enzima 

mostrou-se mais ativa em pH 5,0, porém cerca de 85% da atividade foi mantida em pH 

7,5. A temperatura ótima dessa xilanase foi em 60 °C. 

 

Palavras Chave: Fungos.  Enzimas microbianas.  Resíduos agroindustriais.  

Neosartorya spinosa. 



 

ABSTRACT 

 

Cellulose and hemicellulose are polysaccharides found all over the world. In plants, the 

cellulose and hemicellulose are localed between the lignin forming the cellulose fibers. 

Hemicellulolytic enzymes produced by microorganisms has attracted great attention 

over the past decade due to its special features in several biotechnological industrial 

processes such as food industries, animal feed, ethanol and pulp and paper. In this 

study, fungal strains were isolated from two Cerrado areas, from which eight fungal 

strains were analyzed for enzyme production profile in solid fermentation state using 

agro industrial residue as substrate. Enzyme activity was determined for xylanase and 

CMCase. The highest xylanase enzyme activity was obtained with fungi mesophilic 

Neosartorya spinosa strain P2D16 with 20.6 U.ml-1 (133 U/g) after 72 hours of 

cultivation under solid fermentation state. The enzyme was more active at pH 5.0, 

although of its 85% activit  was maintained at pH 7.5. The optimum temperature for 

xylanase activity was 60°°C. 

 

Keywords:  Fungi.  Microbial enzymes.  Agroindustrial waste.  Neosartorya spinosa. 
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1. INTRODUÇÃO 
 

A biotecnologia industrial é uma área em rápido desenvolvimento, que está sendo 

chamada de terceira onda da biotecnologia. Depois das aplicações farmacêuticas e 

agrícolas da biotecnologia, também chamadas de biotecnologias “vermelha” e “verde”, 

surge agora a biotecnologia “branca”, com um grande potencial para o futuro. A 

biotecnologia branca poderá desempenhar um papel vital ao promover processos 

industriais mais limpos, por exemplo, reduzindo a poluição e o consumo de matérias 

primas (SIMÕES, 2006). 

A celulose é o principal componente estrutural da parede celular de plantas, sendo 

um polímero linear composto por unidades de glicose unidas por ligações do tipo β-1,4. 

A síntese coordenada das cadeias de glicose e orquestrada por complexos específicos 

ligados a membrana plasmática que auxiliam a formação das microfibras. A degradação 

da celulose ocorre com a ação sinérgica de um complexo de enzimas, formado por 

endoglucanase (EC 3.2.1.4), exoglucanase ou celobiohidrolase (EC 3.2.1.91) e β- 

glucosidase (EC 3.2.1.21). (POLIZELI et al., 2005; POLIZELI, 2009). β-glucosidase é 

muito importante nesse processo porque hidrolisa a celobiose e outras celodextrinas em 

glicose, reduzindo o efeito inibidor das celobioses nas outras celulases (BHATIA, 2002; 

PALMA-FERNANDEZ, 2002; LEITE, 2008). β-Glucosidase pode também ser usada 

na indústria alimentícia e indústria química para melhorar a composição aromática de 

sucos e vinhos (BHATIA, 2002; LEITE, 2008). 

Hemicelulose pertence a um grupo de polissacarídeos heterogêneos que são 

relativamente fácil de ser hidrolisado por ácidos. Os principais componentes da 

hemicelulose são monômeros de xilose, manose, glucose, galactose, arabinose e 

pequenas quantidades de ramnose. A xilana é o principal carboidrato encontrado nas 

hemicelulose. As principais xilanases podem ser classificadas como endo-1,4-β-

xylanase (EC 3.2.1.8) gera oligossacarídeos a partir da clivagem da xilana e 1,4-β-

xylosidase (EC 3.2.1.37) produz xilose de oligossacarídeos (SÁNCHEZ, 2009; PÉREZ, 

2002). As hemiceluloses são classificadas de acordo com o açúcar predominante na 

cadeia principal e na ramificação lateral. Assim, xilanas, galactomananas, arabino-

xilanas, arabinoglucurono xilanas, arabino-4-metilglucurono-xilana, 4-metil-glucurono-

xilanas, galactosanas, galacto-arabino-glucuronoxilana, são diferentes denominações em 
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função da estrutura química que as compõem. A xilana é o principal 

heteropolissacarideo das hemiceluloses. (POLIZELI et al., 2005; POLIZELI, 2009). 

Os micro-organismos são dotados de um imenso potencial de degradação de 

material orgânico, produzindo um “pool” de enzimas o qual tem sido explorado 

comercialmente ao longo dos anos (JAYANI et al., 2005). 

Trabalhos anteriores mostram um grande número de bactérias e fungos isolados 

de diferentes lugares, os quais apresentaram boa produção de xilanase (SÁNCHEZ, 

2009; POLIZELI et al., 2005). 

Os micro-organismos do Cerrado não tem sido alvo de grandes discussões dentro 

da biodiversidade do Cerrado o que resulta em um desconhecimento ainda acentuado 

sobre o assunto. Dentro das informações existentes, merece destaque a detecção da 

ocorrência de 419 espécies de fungos associados a 4700 espécies de plantas 

fanerógamas, isto no Distrito Federal (ALHO; MARTINS, 1995). Considerando o 

bioma Cerrado como um todo, existe a expectativa de se encontrar entre 60 e 100 mil 

espécies de fungos o que corresponderia entre 5 e 7% da micobiota do globo terrestre 

(DIANESE et al., 2001). 

Os benefícios científicos esperados de um maior conhecimento sobre a 

diversidade microbiana incluem, entre outros, a melhor compreensão das funções 

exercidas pelas comunidades microbianas nos ambientes terrestres e o conhecimento 

das suas interações com outros componentes da biodiversidade, como por exemplo, as 

plantas e animais. Os benefícios econômicos e estratégicos estão relacionados com a 

descoberta de micro-organismos potencialmente exploráveis nos processos 

biotecnológicos (SIMÕES, 2006). 

A produção industrial de enzimas é frequentemente limitada pelos custos dos 

meios de cultivo de micro-organismos produtores de enzimas. A utilização de substratos 

de baixo custo tais como resíduos agrícolas, tem sido sugerido como uma alternativa 

para reduzir os custos de produção de enzimas (PANDEY et al., 2000). 

Atualmente, o uso resíduos agroindustriais nos processo fermentativos, tanto no 

estado sólido como no submerso tem sido empregado no cultivo de bactérias ou fungos, 

tais como Aspergillus foetidus MTCC4898 (SHAH et al., 2005), Trichosporon 

cutaneum SL409 (LIU et al., 1998), Alternaria sp ND-16 (LI et al., 2009), Chaetomium 

thermophile NIBGE (LATIF et al., 2006), Aspergillus tamari (KADOWAKI et al., 

1997), Thermoascus aurantiacus (LEITE et al., 2007; DaSILVA et al., 2005). 
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O Brasil é um país com uma grande extensão territorial e com uma grande área 

agrícola. Assim, os resíduos agrícolas e/ou agro-industrial, tais como bagaço de cana, 

farelo de trigo, casca de arroz, palha de milho, sabugo de milho, efluentes de indústria 

de papel, cascas de frutas e sementes estão disponíveis para uso. Em alguns casos, estes 

resíduos podem causar problemas ambientais devido à sua grande quantidade e o não 

reaproveitamento. Sendo assim, esses resíduos representam fontes de carbono 

alternativas para o crescimento microbiano, visando a produção de biomassa ou 

enzimas. Celulose e hemicelulose podem ser convertidas em açúcares solúveis a partir 

desses resíduos por hidrólise ácida ou enzimática. Assim, eles podem ser utilizados 

como uma fonte abundante e barata de energia renovável no mundo (DaSILVA et al., 

2005; SÁNCHEZ, 2009; KADOWAKI et al., 1997). 
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2. OBJETIVOS 
 

O presente trabalho propõem isolar micro-organismos em áreas de Cerrado, com 

intuito de se estudar produção de enzimas xilanolíticas produzidas pelos mesmos. Dessa 

forma, os objetivos são: 

a) isolar linhagens fungicas produtoras de xilanase e/ou celulases; 

b) selecionar as linhagens que apresentem maiores atividades enzimáticas; 

c) estudar o perfil de produção das enzimas por fermentação em estado sólido 

(FES), visando o aproveitamento de resíduos agroindustriais; 

d) caracterizar física e quimicamente a enzima de interesse. 
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3. REVISÃO DE LITERATURA 
 

3.1. Bioma Cerrado 
 

O Bioma Cerrado possui uma área de aproximadamente 203 milhões de hectares, 

segundo Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística-IBGE (2004), ocupando porção 

central do Brasil (Fig. 1). É o segundo maior bioma da America do Sul, ocupando cerca 

de 25% do território nacional. A sua área continua incide sobre os estados de Goiás, 

Tocantins, Mato Grosso, Mato Grosso do Sul, Minas Gerais, Bahia, Maranhão, Piauí, 

Rondônia, Paraná, São Paulo e Distrito Federal, alem dos encraves no Amapá, Roraima 

e Amazonas (Fig. 1). Neste espaço territorial encontram-se as nascentes das três maiores 

bacias hidrográficas da America do Sul (Amazônica/Tocantins, São Francisco e Prata), 

o que resulta numa grande disponibilidade de recursos hídricos. Do ponto de vista da 

diversidade biológica, o Cerrado brasileiro é reconhecido como a savana mais rica do 

mundo, abrigando nos diversos ecossistemas uma flora com mais de 11.000 espécies de 

plantas nativas (MENDONCA et. al, 2008), das quais 4.400 são endêmicas (MYERS et 

al.,2000). 
Figura 1- Localização do Cerrado. 

 
Fonte: Ministério do Meio Ambiente (2009) 
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O clima típico da região do cerrado é quente, semi-úmido notadamente sazonal, 

com verão chuvoso e inverno seco. A temperatura média anual fica em torno de 22-

25° C, podendo chegar a marcações de até 40° C na primavera. As mínimas registradas 

podem chegar a valores próximos de 10° C ou até menos, nos meses de maio, junho e 

julho. A precipitação media anual varia entre 1200 e 1800 mm. No período de maio a 

setembro, os índices pluviométricos mensais reduzem-se bastante e a umidade relativa 

do ar permanece entre 10 e 30%, podendo ocorrer secas prolongadas. (BIBLIOTECA 

VIRTUAL DO AMAZONAS, 2011; MINISTÉRIO DO MEIO AMBIENTE, 2009). 

Os solos são geralmente muitos antigos, quimicamente pobres e profundos. A 

paisagem do cerrado é caracterizada por extensas formações savânicas, interceptadas 

por matas ciliares ao longo dos rios, no fundo de vale. Entretanto, outros tipos de 

vegetação podem aparecer na região dos cerrados, tais como: os campos úmidos e as 

veredas de buritis, onde o lençol freático é superficial. Os campos rupestres podem 

ocorrer nas maiores altitudes e as florestas mesófilas situam-se sobre os solos mais 

férteis. Mesmo as formas savânicas exclusivas não são homogenias, havendo uma grade 

variação no balanço entre a quantidade de árvores e de herbáceas, formando um 

gradiente estrutural, que vai do cerrado completamente aberto (o campo limpo – 

vegetação dominadas por gramíneas sem a presença dos elementos lenhosos, árvores e 

arbustos) ao cerrado fechado (o cerradão com grandes quantidades de árvores e aspectos 

fisionomicamente florestal). As formas intermediárias são o campo sujo, o campo 

cerrado e o cerrado stricto sensu, de acordo com uma densidade crescente de árvores 

(BIBLIOTECA VIRTUAL DO AMAZONAS, 2011). 

O relevo é um tanto acidentado, com poucas áreas planas (Fig. 2). Nos morros 

mais altos são encontrados pedregulhos, argila com inclusões de pedras e camadas de 

areia (WIKIPEDIA, 2011). 

Os solos apresentam-se intemperizados, devido à alta lixiviação e possuem baixa 

fertilidade natural. Apresenta pH ácido, variando de 4,3 a 6,2. Possui elevado conteúdo 

de alumínio, baixa disponibilidade de nutrientes, como fósforo, cálcio, magnésio, 

potássio, matéria orgânica, zinco, argila, compondo-se de caulinita, goetita e gibsita. O 

solo é bem drenado, profundo e com camadas de húmus (WIKIPEDIA, 2011). 
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Figura 2- Cerrado na região de Pirenópolis, Goiás. 

 
Fonte: Wikipédia (2011) 

 

3.2. Parede celular vegetal 
 

A parede celular é uma das principais estruturas da célula vegetal, constituída por 

agrupamentos de moléculas heterogêneas. Sua composição é muito diversificada. Além 

dos polissacarídeos, existem também pequenas quantidades de proteínas e substancias 

fenólicas. As proporções destes componentes químicos na parede celular sofrem 

significativas alterações durante a vida da planta. A parede celular é uma estrutura 

muito complexa que possui diversas funções. Proporciona às células rigidez mecânica, 

mantêm a sua morfologia, controla a expansão celular e transporte intercelular, protege 

a célula contra uma grande quantidade de organismos potencialmente patogênicos e 

predadores, e também participa na comunicação intercelular. Como muitas destas 

funções são exigidas ao mesmo tempo em vários estágios de desenvolvimento do 

vegetal, a parede celular possui simultaneamente, grande flexibilidade com um máximo 

de resistência, devido a um sofisticado controle metabólico, com regiões de extrema 

complexidade, com altos conteúdos de polissacarídeos, proteínas e compostos fenólicos. 

(RAVEN et al., 2001; BRAGATTO, 2007) 
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Morfologicamente, a parede celular é dividida em três regiões distintas, a lamela 

média, parede primária e parede secundária (Fig. 3). A lamela média é a região de 

intersecção entre duas células. Esta camada intercelular é rica em substâncias pécticas 

mergulhadas em um meio aquoso (BRAGATTO, 2007). 

 

Figura 3- Esquema da célula vegetal com detalhes das diferentes camadas da parede celular 

secundária (S1, S2 e S3), a parede primária e a lamela média entre as paredes 

primárias de células adjacentes.  

 
Fonte: Kretschmann (2003) 

 

A parede primária de grande parte dos vegetais é composta por três estruturas 

independentes (Fig. 4), as microfibrilas de celulose (~30%), os polissacarídeos não-

celulósicos, que incluem hemiceluloses (~30%) e pectinas (~30%) e as proteínas 

estruturais (~10%). (HAYASHI, 1989; MACCANN, ROBERTS, 1991; CARPITA; 

GIBEAUT, 1993; RAVEN et al., 2001; BRAGATTO, 2007). 

 

Figura 4- Parede celular primária e suas estruturas. 

 
Fonte: Estrutura da parede celular vegetal (2012) 
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As paredes celulares secundárias contêm tipicamente 3 camadas distintas, S1, S2 

e S3, que diferem em espessura, orientação de microfibrilhas e composição. A camada 

exterior (S1) e a interior (S3) possuem microfibrilhas orientadas aproximadamente de 

maneira transversal; a camada intermédia (S2) é muito mais grossa que as outras duas e 

apresenta microfibrilhas orientadas longitudinalmente em relação ao comprimento da 

célula. Esta orientação proporciona à célula grande resistência à tensão e à compressão 

(SILVA, 1993). 

Numa célula com parede celular secundária a camada que compreende a lamela 

média e a parede celular primária é rica em substâncias pécticas quando comparada com 

o restante material; S3 e a parte interior de S2 têm um conteúdo em celulose mais 

elevado enquanto S1 e a camada exterior de S2 são relativamente ricas em 

hemiceluloses (glucuronoxilanas) (SILVA, 1993). 

Segundo o modelo clássico, estas estruturas estão divididas em duas fases, uma 

microfibrilhar e outra matricial. A fase microfibrilhar distingue-se da matricial pelo alto 

grau de cristalinidade visível ao microscópio eletrônico e por possuir uma composição 

química relativamente-homogénea, sendo constituída basicamente de microfibrilas de 

celulose, normalmente arranjadas em padrão helicoidal, ordenadas em estruturas longas 

e finas, unidas por pontes de hidrogênio (ROLAND et al., 1992; SILVA, 1993; 

BRAGATTO, 2007). Juntamente ao longo das microfibrilas de celulose estão os 

polissacarídeos não-celulósicos ou hemicelulósicos, localizados em zonas amorfas sem 

orientação regular. A fase matricial consiste numa variedade de polissacarídeos, 

glicoproteínas e compostos fenólicos, variando a sua composição com as diferentes 

camadas da parede, tipos de células e diferentes fases do ciclo celular (CARPITA; 

GIBEAUT, 1993; TAIZ, ZEIGER, 2004; SILVA, 1993; BRAGATTO, 2007). 

A composição química, a parede celular vegetal é constituída principalmente, por 

celulose, hemicelulose e lignina (Fig. 5). 

A celulose encontrada na parede celular das plantas é a biomolécula mais 

abundante na natureza. Todos os anos as plantas produzem aproximadamente 180 

bilhões de toneladas de celulose. Esta biomolécula tem enorme valor comercial para 

diversos setores industriais, em particular pode-se destacar o setor de produção de 

celulose e papel (FRY, 1988; ENGLEHARDT, 1995; BRAGATTO, 2007). 

A celulose é produzida na forma de microfibrilas de celulose, (semi)-cristalina em 

cadeias lineares de β-1,4 D-Glicose ligadas por pontes de hidrogênio (Fig. 6) 

(DELMER, 1999; BRAGATTO, 2007). Cada microfibrila de celulose consiste de 
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aproximadamente 36 cadeias lineares de glicose, cuja organização determina as 

propriedades mecânicas da célula e promovem o suporte e resistência à parede celular 

(FRY, 1988; EMONS; MULDER, 2000; EMONS et al., 2002; BRAGATTO, 2007). 

Em geral, a parede primária contém de 10 a 40% de celulose e a secundária 

aproximadamente 40 a 60% (McNEIL et al., 1984; BACIC et al., 1988; BRAGATTO, 

2007). 

 

Figura 5- Estruturas parciais dos componentes lignocelulósicos e derivados.  

 
Fonte: Ferreira e Rocha (2009) 

 
Figura 6- Representação esquemática das associações químicas que ocorrem na parede celular 
vegetal: ligações entre moléculas de glucose (A) e interações entre as cadeias lineares 
adjacentes para a formação da fibrila elementar (B); associação entre quatro fibrilas elementares 
adjacentes (C), hemicelulose e lignina para a formação da microfibrila celulósica (D).  

 
Fonte: Carvalho et al. (2009) 
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O termo hemicelulose é utilizado coletivamente para denominar grupos distintos 

de polissacarídeos constituídos por açúcares pentoses (xilose e arabinose) e/ou hexoses 

(glucose, manose e galactose), ácidos urônicos e grupos acetila (FENGEL; WEGENER, 

1989; CARVALHO et al., 2009). São heteropolissacarídeos complexos compostos por 

D-glucose, D-galactose, D-manose, D-xilose, L-arabinose, ácido D-glucurônico e ácido 

4-O-metil-glucurônico (SANTOS et al., 2012).  

As hemiceluloses estão intimamente associadas à celulose, definindo as 

propriedades estruturais na parede celular além de desempenhar funções na regulação 

do crescimento e desenvolvimento das plantas. Os xiloglucanos (Xg) e os 

galactomananos são hemiceluloses presentes tanto em parede primária (função 

estrutural) como em parede de reserva em sementes de algumas espécies (função de 

reserva). O grau de ramificação e o tamanho da cadeia afetam a interação entre Xg e a 

celulose. Enquanto os graus de galactosilação e fucosilação estão relacionados com a 

força de ligação entre os polissacarídeos, o tamanho da molécula do Xg afeta a sua 

capacidade (quantidade) de interação à celulose, consequentemente a autointeração 

(FERREIRA; ROCHA, 2009). 

As estruturas das hemiceluloses apresentam ramificações que interagem 

facilmente com a celulose, dando estabilidade e flexibilidade ao agregado. (CASTRO; 

PEREIRA JUNIOR, 2010). Comparadas com a celulose, as hemiceluloses apresentam 

maior susceptibilidade à hidrólise ácida, pois oferecem uma maior acessibilidade aos 

ácidos minerais comumente utilizados como catalisadores. Esta reatividade é 

usualmente atribuída ao caráter amorfo destes polissacarídeos (FENGEL; WEGENER, 

1989). 

A lignina é o segundo biopolímero mais abundante, superado apenas pela 

celulose. É um componente fundamental da madeira, representando cerca de 15 a 35% 

de seu peso seco. A lignina é um complexo polimérico com caráter fenólico que é 

resistente à hidrólise. Sua rigidez e hidrofobia são importantes para o suporte mecânico. 

Característica que provavelmente permitiu a melhor adaptação das plantas. A 

complexidade deste polímero na célula, lhe confere alta eficiência na condução de água 

da base até o topo do vegetal e também na defesa ao ataque de patógenos. A 

distribuição do conteúdo de lignina é diferente para cada região da célula. A maior 

concentração da lignina está localizada na região da lamela média. Já no interior da 

parede celular secundária a concentração é menor (RAVEN et al., 2001). 
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A lignina é biossintetizada nas plantas vasculares em um complexo processo de 

reações, iniciado pelo metabolismo do ácido shiquímico, seguido da via do aminoácido 

aromático L-fenilalanina. A fenilalanina amônialiase (PAL), é uma enzima que regula o 

metabolismo fenólico nas células vegetais, convertendo o aminoácido L-fenilalanina em 

ácido trans-cinâmico, que posteriormente é hidroxilado para ácido ρ-coumárico. Esse 

último, pela ações de enzimas específicas produz os três principais componentes da 

lignina, o ρ -coumarílico, coniferílico e sinapílico. Portanto por definição, lignina é um 

complexo de biopolímeros com estrutura de natureza aromática, com alto peso 

molecular, composto por várias combinações de três tipos de ligninas, a lignina ρ-

hidroxi-fenila, lignina guaiacila e siringila, tendo como precursores os três álcoois do 

tipo fenilpropanóides (ρ -coumarílico, coniferílico e sinapílico), respectivamente. A 

deposição dos monômeros da lignina na parede celular vai depender da espécie vegetal, 

tipo de célula e estádio do desenvolvimento do tecido. No complexo polimérico da 

lignina ocorre uma variedade de ligações, incluindo ester, éter e carbono-carbono. A 

ligação éter é dominante, representando aproximadamente 2/3 das ligações. O restante 

das ligações são do tipo carbonocarbono e éster. Como resultado destas ligações, ocorre 

a formação de uma complexa rede tridimensional hidrofóbica, com importantes ligações 

covalentes e não covalentes com a celulose e as hemiceluloses, em particular com as 

cadeias de xilanas (BRAGATTO, 2007). 

A celulose e as hemiceluloses são os componentes da parede celular com maior 

importância econômica para o setor de papel e celulose. Portanto, conhecer o 

mecanismo de regulação da biossíntese da celulose e hemiceluloses é um pré-requisito 

para alterarmos as características das fibras e isto pode ser alcançado através de técnicas 

de biologia molecular (REITER et al., 1997; BRAGATTO, 2007). 

 

3.3. Fungos 
 

Os fungos são um grupo grande, diverso e amplamente diversificado de 

organismos, bolores, cogumelos e leveduras. Aproximadamente 100.000 espécies de 

fungos foram descritas, estimando-se a possibilidade de existirem até 1,5 milhões de 

espécies. Os fungos formam um grupo filogenéticamente distinto de outros organismos, 

sendo relacionados de forma mais estreita aos animais (MADIGAN, 2010). 
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Os habitas dos fungos são bastante diversos. Alguns fungos são aquáticos, 

vivendo principalmente em água doce, sendo também conhecidos alguns fungos 

marinhos. A maioria dos fungos, no entanto, é terrestre. Eles habitam o solo ou a 

matéria vegetal morta e desempenham papéis cruciais na mineralização do carbono 

orgânico. Inúmeros fungos são parasitas de plantas. De fato, os fungos acarretam varias 

doenças de importância econômica em grandes plantações. Alguns fungos causam 

doenças em animais, inclusive humanos, embora geralmente os fungos sejam 

patogênicos animais de menor importância do que outros micro-organismos. Os fungos 

também estabelecem associações simbióticas com várias plantas, auxiliando-as na 

aquisição de minerais a partir do solo, e vários fungos contribuem beneficamente a vida 

humana por meio da fermentação e da síntese de antibióticos (MADIGAN, 2010). 

Os fungos são micro-organismos unicelulares (leveduras) ou multicelulares 

(filamentosos), formados por células eucarióticas. A parede celular é rica em quitina, 

além de galactose e manana e alguns também podem apresentar celulose β-glucano 

(Oomycota). A membrana celular e rica em ergosterol. De modo geral, os fungos são 

aeróbios, entretanto alguns estão envolvidos nos processos fermentativos 

(NASCIMENTO, 2011). 

As formas unicelulares podem formar estruturas alongadas, em condições 

especiais, denominadas de pseudo-hifas. As formas filamentosas, mais numerosas, 

apresentam as células tubulares, denominadas de hifas, sendo o conjunto de hifas 

denominadas de micélio. As hifas podem ser continuas, simples ou ramificadas, sendo 

também não septadas (cenocíticas) ou septadas (apocíticas). Quando isolado em meio de 

cultura apropriado, os fungos formam colônias, como resultantes do crescimento 

concêntrico (crescimento em diâmetro e indeterminado) (NASCIMENTO, 2011). 

O micélio dos fungos tem a função de absorver nutrientes e dá forma ao fungo, 

porém, algumas espécies formam estruturas especiais, com funções específicas, tais 

como: rizóides (fixação no meio), esclerócio ou escleroto e clamidósporo (resistência), 

rizomorfas (absorção), grampo de conexão (auxilia no processo de transferência de 

material genético). Os fungos unicelulares formam colônias pastosas, semelhantes às 

formadas por bactérias, com várias pigmentações ou também despigmentadas. Já as 

colônias dos fungos filamentosos são cotonosas ou em forma de pó (secas), também 

podem apresentar várias colorações, sendo estas distintas nos dois versos da placa de 

Petry (NASCIMENTO, 2011). 



24 
 

Os fungos são aclorofilados, heterotróficos (quimiorganotróficos), portanto 

incapazes de realizar fotossíntese ou sintetizar a matéria a partir de elementos simples. 

A nutrição dos fungos ocorre externamente, através da liberação de exoenzimas sobre a 

matéria pré-formada. As moléculas são “quebradas” em formas mais simples, de 

maneira que os fungos possam absorvê-las por qualquer parte do sistema vegetativo ou 

por estruturas especiais. Os fungos necessitam de C, N, P, K, Ca e Mg, além dos 

micronutrientes. Já entre os fungos micorrízicos ou os líquenes, que são considerados os 

mais evoluídos, ocorre uma troca de fotossintatos (macrossimbionte) e nutrientes 

(microssimbionte). As substâncias são armazenadas na forma de glicogênio no micélio 

ou em células especiais (clamidósporos, vesículas). Muitas espécies apresentam 

fototropismo (Pilobolus), necessitam de luz para o seu desenvolvimento, frutificação e 

pigmentação (NASCIMENTO, 2011). 

Os benefícios científicos esperados de um maior conhecimento sobre a 

diversidade microbiana incluem, entre outros, a melhor compreensão das funções 

exercidas pelas comunidades microbianas nos ambientes terrestres e o conhecimento 

das suas interações com outros componentes da biodiversidade, como por exemplo, as 

plantas e animais. Os benefícios econômicos e estratégicos estão relacionados com a 

descoberta de microrganismos potencialmente exploráveis nos processos 

biotecnológicos (SIMÕES, 2006). 

Umas das áreas de interesse biotecnológico é a decomposição dos materiais 

celulósicos, devido ao importante papel no processo de reciclagem de nutrientes, em 

ambientes terrestres, especialmente no ciclo do carbono. Neste aspecto, destacam-se as 

atividades das comunidades fúngicas, das quais espécies celuloliticas e xilanolíticas têm 

sido muito investigadas, algumas já utilizadas industrialmente, outras com grande 

potencial para o mesmo fim (RUEGGER, 2001). 

Em geral, os fungos que decompõem substâncias celulósicas ocorrem no solo, 

colonizando vegetais, suas raízes e resíduos, com importante função de reciclagem de 

nutrientes. A atividade fúngica depende do conteúdo de matéria orgânica no solo, a qual 

determina sobremaneira a ocorrência e a distribuição desses organismos (RUEGGER; 

TAUK-TORNISIELO, 2004). 

Os fungos, em função de suas características de reprodução e crescimento, 

adaptam-se a diversos substratos, entre os quais efluentes de indústrias processadoras de 

alimentos, resíduos agrícolas e agroindustriais (TAVARES et al., 1998). Assim, são 

capazes de degradar a celulose e hemicelulose e utilizá-las como fonte de carbono e 
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energia; inclusive os fungos filamentosos, considerados uma classe de micro-

organismos de grande significado comercial e amplamente distribuídos na natureza, 

encontrados em solos, em vegetais e animais, podendo ter hábitos saprófitos ou 

parasitas (GRIMM et al., 2005). Também são capazes de viver como microrganismo 

endofítico, sistematicamente, no interior das plantas, sem causar danos. 

 

3.4. Enzimas 
3.4.1. Celulases 

 

As enzimas do complexo celulolítico são hidrolases que clivam ligações O-

glicosídicas, sendo classificadas pela Enzyme Comission (EC) com a codificação 

3.2.1.x, onde o valor de x varia com a celulase avaliada (CASTRO; PEREIRA 

JUNIOR, 2010). 

Celulases são enzimas que constituem um complexo capaz de atuar sobre 

materiais celulósicos, promovendo sua hidrólise. Estas enzimas são biocatalisadores 

altamente específicos que atuam em sinergia para a liberação de açúcares, dos quais 

glicose é o que desperta maior interesse industrial, devido à possibilidade de sua 

conversão em etanol (LYND, et al., 2002). 

As celulases são enzimas que clivam as ligações β-1,4 da celulose. Elas podem 

ser produzidas por plantas, participando da formação e remodelamento da parede 

celular, e por bactérias e fungos, com intuito de despolimerizar a cadeia de celulose. As 

celulases são de vários tipos e elas operam sinergisticamente para a hidrólise da celulose 

(SANTOS, 2011) 

Para a degradação completa da celulose são necessárias as atuações sinergísticas 

de quatro tipos de celulases. As endoglucanases (1,4- β-D- glicana-4- glicanohidrolase; 

EC 3.2.1.4) hidrolisam ligações β-(1 → 4) internas da celulose (LYND, et al., 2002). 

Essas enzimas são inativas sobre a celulose cristalina como algodão, mas elas 

hidrolisam celulose amorfa e substratos solúveis como carboximetilcelulose e 

hidroxietilcelulose. A atividade de endoglucanases é caracterizada por hidrólise 

aleatória de ligações β-glicosídicas, resultando em uma rápida diminuição da 

viscosidase acompanhada da taxa de aumento de grupos redutores. Os produtos incluem 

glicose, celobiose e celodextrinas de vários tamanhos (ALMEIDA, 2009). 
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O segundo grupo de enzimas são as celobiohidrolases (1,4-β-D-glicana 

celobiohidrolase; EC 3.2.1.91), que são exocelulases. Este grupo degrada celulose 

amorfa por remoção consecutiva de celobiose dos terminais não redutores do 

polissacarídeo. Quando puras podem degradar Avicel, porém o mesmo não acontece 

com algodão. Em relação às endoglicanases, as celobiohidrolases apresentam uma 

maior capacidade de redução da viscosidade. Celobiohidrolases e endoglicanases atuam 

sinergísticamente para degradação completa da celulose cristalina (ALMEIDA, 2009). 

O terceiro grupo de enzimas são as exoglicohidrolases (1,4-β-D-glicana 

glicobiohidrolase, EC 3.2.1.74), que hidrolisam consecutivamente a remoção de 

unidades de glicose de terminais não redutores de celodextrinas. A taxa de hidrólise 

diminui proporcionalmente à diminuição do tamanho da cadeia (ALMEIDA, 2009). 

O quarto grupo de enzimas são as β-glicosidases (β-Dglicosideoglicohidrolase; 

EC 3.2.1.21) que clivam celobiose em glicose e removem glicose de terminais não 

redutores de pequenas celodextrinas. Ao contrário das exoglicosidases, a taxa de 

hidrólise das celobiases aumenta proporcionalmente à diminuição do tamanho do 

substrato. As β-glicosidases e as exoglicohidrolases têm em comum os substratos de 

cadeias de glicose de 2 até 6 unidades. Elas podem ser distinguidas baseadas na suas 

atividades relativas sobre os dois substratos celobiose e celohexose. As β-glicosidases 

hidrolisam muito mais rapidamente a celobiose do que as celobiohexoses, enquanto o 

oposto ocorre com as exoglicohidrolases (WHITAKER, 1994). 

Quando atuam conjuntamente, as enzimas do complexo celulolítico apresentam 

um rendimento melhor do que a soma dos rendimentos individuais, ou seja, quando 

atuam isoladamente umas das outras. Tal efeito é conhecido como sinergia. A Figura 7 

ilustra a ação sinérgica entre exoglucanases, endoglucanase e β-glicosidase na hidrólise 

da fibra celulósica (CASTRO; PEREIRA JUNIOR, 2010). 

As celulases produzidas por fungos filamentosos apresentam valores ótimos de 

pH na faixa ácida (3,6-5,0), enquanto que bactérias chegam a produzir celulases 

altamente ativas em valores de pH alcalinos. Como exemplo, Zhang e colaboradores 

também trabalharam com uma linhagem de Bacillus sp., cultivando-a, para a produção 

de celulases, em pH 10,5 (CASTRO; PEREIRA JUNIOR, 2010). Em relação às 

celulases de actinomicetos (especialmente do gênero Streptomyces), os resultados 

divulgados indicam que elas possuem melhor atuação em temperaturas por volta de 

50 ºC e valores de pH entre neutros e moderadamente ácidos (CASTRO; PEREIRA 
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JUNIOR, 2010). Já as temperaturas ótimas para atuação encontram-se em sua maioria 

acima de 40 ºC. 

Na natureza, existe uma grande variedade de micro-organismos que produzem 

celulases; apenas alguns são conhecidos como verdadeiros celulolíticos, isto é, são 

capazes de degradar a celulose natural. Em condições laboratoriais, algodão e papel de 

filtro, dentre outros, são usados como substratos indutores para a produção de exo-

glicosidases e para medir a atividade do complexo celulolítico total (ROBSON; 

CHAMBLISS, 1989). 

 

Figura 7- Modo de ação das enzimas do complexo celulolítico. 

 

Fonte:Castro e Pereira Junior (2010) 
 

3.4.2.Hemicelulases 

 

A xilana é o principal carboidrato encontrado nas hemicelulose. As principais 

xilanases podem ser classificadas como endo-1,4-β-xylanase (EC 3.2.1.8) gera 

oligossacarídeos a partir da clivagem do xilano e 1,4-β-xylosidase (EC 3.2.1.37) produz 

xilose de oligossacarídeos mostrada na fig. 8. (SÁNCHEZ , 2009; PEREZ, 2002). 

O complexo xilanolítico pode ser clivado pela ação de diferentes enzimas que 

atuam no xilano. Assim, têm-se: 

Endo-β-1,4-xilanases (1,4-β-D-xilana xilanohidrolase; E.C. 3.2.1.8): clivam as 

ligações glicosídicas β-1,4 internas das moléculas de xilana, liberando 

xilooligossacarídeos e consequentemente reduzindo o grau de polimerização do 

substrato. É uma das principais enzimas envolvidas na degradação deste polímero. De 

acordo com WONG et al. (1988) as endoxilanases podem ser de dois tipo, de acordo com 

o produto final da reação. Assim podem ser endoxilanases não desramificantes as quais 
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não conseguem hidrolisar o ponto de ramificação 1,3-α-L-arabinofuranosil da 

arabinoxilana e as endoxilanases desramficantes as quais conseguem clivar essa ligação 

liberando arabinose. 

Arabinases: as quais removem resíduos de L-arabinose na posição do C2 e C3 

de β-D-xilopiranosil. Elas podem apresentar dois modos de ação: exo-a-L-

arabinofuranosidase (E.C. 3.2.1.55) a qual degrada arabinanas ramificadas e o ρ-

nitrofenil-a-L-arabinofuranosideo; e a endo-1,5-a-L-arabinase (E.C. 3.2.1.99) a qual 

hidrolisa as arabinanas lineares (WONG et al., 1988); 

aaaa-Glicuronosidase (E.C. 3.2.1.-): hidrolisa as ligações α-1,2 entre o ácido 

glicurônico e o β-D-xilopiranosil removendo os resíduos de a-4-O-metil (WONG et al., 

1988); 

β-D-xilosidase (1,4-β-D-xilana xilohidrolase; E.C. 3.2.1.37): liberam xilose a 

partir de xilooligossacarídeos curtos e xilobiose. São capazes de clivar substratos 

artificiais como ρ-nitrofenil e ο-nitrofenil-β-D-xilopiranosideo (WONG et a.l, 1988) 

Acetilxilana esterase (E.C. 3.1.1.6): que remove os grupos O-acetil na posição 

do C2 e\ou C3 d o resíduo β-D-xilopiranosil da acetil xilano (WONG et al., 1988); 

Ácido ferúlico esterase (E.C. 3.1.1.-) e a Ácido ρ-cumaril esterase (E.C. 3.1.1.-) 

as quais clivam as ligações ésteres do xilano, sendo que a primeira cliva entre a 

arabinose e o ácido ferúlico e a segunda entre a arabinose e o ácido ρ-cumarico (WONG 

et al., 1988). 

 

Figura 8- Planta hipotética da estrutura do xilano, mostrando os diferentes 

grupossubstituintes e o ponto de clivagem das xilanases microbianas.  
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Fonte: Beg et al. (2001) 

3.5. Aplicações biotecnológicas das enzimas Celulases e 

Hemicelulases 
 

Há várias aplicações da celulase e hemicelulases em processos biotecnológicos 

em diversas indústrias como de alimentos, papel e celulose, biocombustível, têxtil, 

farmacêutica, etc. Para essas indústrias, a aplicação de tecnologia enzimática reduz 

custos operacionais, aumenta a qualidade do produto, utilizando processos limpos que 

contribuem para diminuir os impactos ambientais (MAYRINK, 2010). 

Na indústria têxtil, as celulases são capazes de tornar os tecidos mais lisos e 

macios, degradando as fibras da superfície. Também usadas no tratamento de jeans para 

retirar o excesso de corante, dão a aparência de lavado, processo denominado 

bioestonagem (DIENES, 2003; LYND et al., 2002). Na indústria de papel e celulose, 

participam do refino da poupa, aumentado sua qualidade e modificam as propriedades 

das fibras, o que aumenta a velocidade de fabricação do papel e tem a função de 

colaborar no processo de despigmentação da matriz celulósica, favorecendo o aumento 

da drenagem da água presente na polpa de papel para fabricação das folhas de papel 

reciclado (BHAT, 2000). 

Na indústria de alimentos, as celulases participam na extração de compostos do 

chá-verde, proteína da soja, óleos essenciais, aromatizantes etc. Atuam também nos 

processos de produção de vinagre de laranja, inclusive, no processamento de sucos de 

frutas e vegetais, a ação combinada das hemicelulases e celulases apresenta um efeito 
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sinergístico que é vantajoso sob os aspectos de rendimento, operacionalidade e 

qualidade do produto final (DaSILVA et al., 1997). 

Quanto às hemicelulases, especialmente a xilanase, podem auxiliar na diminuição 

da poluição ambiental causada pelas industrias de papel e celulose. Nestas industrias, o 

cloro é usado na forma de agente químico branqueador mas resulta em produtos 

residuais chamados compostos orgânicos, nocivos ao meio ambiente (DaSILVA et al., 

1997). 

A xilanase vem sendo empregada no processo de biobranqueamento da polpa 

Kraft, a fim de diminuir a concentração do cloro utilizado no processo. Isto tem a 

função principal de diminuir a taxa de organoclorados produzidos nos efluentes desta 

industria, que são lançados nos rios, poluindo-os. A xilanase degrada a xilana que liga a 

lignina à celulose e também a xilana que se deposita sobre a lignina após o cozimento 

com a redução do pH da pasta. Com esta ação, há uma melhor extração da lignina 

aderida à celulose, além de um favorecimento da acessibilidade do cloro à fração de 

lignina para oxidá-la, solubilizando-a e, consequentemente, levando à sua extração, 

deixando a polpa com grau de alvura adequada à fabricação do papel. O uso destas 

enzimas permite uma redução de 30% na quantidade de cloro usado (DaSILVA et al., 

1997). 

Nas últimas décadas, especial atenção tem sido dada aos processos de 

bioconversão da biomassa lignocelulósica, empregando processos enzimáticos 

microbianos, incluindo fungos, leveduras e bactérias, para despolimerização da 

celulose, conversão à glicose e posterior fermentação na produção de solventes e 

combustíveis como etanol (LEE, 1997; HOWARD, 2003). 

 

3.6. Produção enzimas 
 

Enzimas são proteínas que têm a propriedade de catalisar transformações de 

moléculas orgânicas em condições brandas de reação. A enzima, uma vez elaborada, 

poderá atuar independentemente da célula que a produziu, mesmo “in vitro”, desde que 

o pH, a temperatura e o substrato, entre outros fatores, sejam adequados. As enzimas 

apresentam características peculiares que favorecem seu emprego em processos 

biotecnológicos, sendo relevantes as vantagens de conversões enzimáticas nos 

processos industriais (COLEN, 2006). 
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A obtenção de enzimas é um dos principais exemplos de processos 

biotecnológicos industriais, em amplo desenvolvimento. Na maioria dos casos, as que 

são produzidas comercialmente pelas grandes indústrias da área, são de origem 

microbiana, devida principalmente à maior diversidade de enzimas que são possíveis de 

se obter pelos micro-organismos (SIMÕES, 2006). 

Devido ao modo de nutrição por absorção, os fungos devem inicialmente liberar 

enzimas digestivas no ambiente externo. Estas enzimas quebram moléculas grandes e 

relativamente insolúveis como os carboidratos, proteínas e lipídios em moléculas 

pequenas e mais solúveis que podem ser absorvidas (RUEGGER, 2001). 

As enzimas microbianas ocupam um papel crucial na ciclagem de nutrientes, 

realizando uma variedade de reações de fixação, oxidação, redução e hidrólise na 

conversão da matéria orgânica necessária para a manutenção de equilíbrio num 

ecossistema (RUEGGER, 2001). 

A biomassa vegetal, constituída basicamente de celulose, hemicelulose e lignina, 

é o único recurso natural que tem um ciclo de reposição suficientemente rápido para 

sustentar a demanda do mercado mundial de produtos bioquímicos e químicos, 

inclusive combustíveis. Os resíduos lignocelulósicos têm sido considerados como fonte 

promissora para produção de etanol, pela abundância e facilidade de serem encontrados 

na natureza e nos resíduos agroindustriais (KIM et al., 1997). 

A degradação microbiológica da celulose constitui-se na maior fonte de carbono 

para o solo. Considerando-se os materiais naturais, a celulose compõe o biopolímero 

mais abundante do mundo, apresentando uma quantidade global estimada em 26,5.1010 

toneladas (TEUNISSEN; CAMP, 1993). 

A produção industrial de enzimas é frequentemente limitada pelos custos dos 

meios para o cultivo de micro-organismos produtores de enzimas. A utilização de 

substratos de baixo custo, tais como resíduos agrícolas, tem sido sugerido como uma 

alternativa para reduzir os custos de produção de enzimas (PANDEY, 2000). O Brasil é 

um país com uma grande extensão territorial e com uma grande área agrícola. Assim, os 

resíduos agrícolas e/ou agroindustrial, tais como bagaço de cana, farelo de trigo, casca 

de arroz, palha de milho, sabugo de milho, efluentes de indústria de papel, cascas de 

frutas e sementes estão disponíveis para uso. Em alguns casos, estes resíduos podem 

causar problemas ambientais devido à sua grande quantidade e o não reaproveitamento. 

Sendo assim, esses resíduos representam fontes de carbono alternativas para o 

crescimento microbiano, visando a produção de biomassa ou enzimas. Celulose e 
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hemicelulose podem ser convertidas em açúcares solúveis a partir desses resíduos por 

hidrólise ácida ou enzimática. Assim, eles podem ser utilizados como uma fonte 

abundante e barata de energia renovável no mundo (DaSILVA, 2005; SÁNCHEZ, 

2009; PANDEY, 2000). 

As duas principais estratégias para a produção de celulases e hemicelulases por 

micro-organismos são a fermentação no estado sólido (FES) e a fermentação submersa 

(FSm). A tabela 1 apresenta algumas características comparativas desses dois processos 

fermentativos (CASTRO; PEREIRA JUNIOR, 2010). 

Um dos parâmetros mais exaltados na diferenciação desses dois tipos de 

processos é o teor de água presente no meio reacional. Na FES há ausência ou quase 

ausência de água livre (PANDEY, 2003; CASTRO; PEREIRA JUNIOR, 2010). A água 

presente nesses sistemas encontra-se complexada com a matriz sólida de substrato ou 

como uma fina camada absorvida pela superfície das partículas. Em geral, nesses 

processos o teor de umidade varia entre 30-85% e a atividade de água típica vai de 0,40-

0,90, mimetizando condições encontradas na natureza e permitindo até que sejam 

conduzidos sem prévia esterilização, visto que a contaminação é pouco provável 

(CASTRO; PEREIRA JUNIOR, 2010). A grande maioria dos microrganismos 

utilizados no processo de fermentação no estado sólido é de fungos filamentosos 

(SILVA, 2002). A quantidade reduzida de água no substrato limita bastante o número 

de micro-organismos capazes de se adaptar a este processo, porém os fungos se 

mostram bastante tolerantes a esse ambiente (FERNANDES, 2006). 

 

Tabela 1- Comparação das características da fermentação no estado sólido (FES) e da 

fermentação submersa (FSm)  

FES FSm 
Menor gama de produtos obtidos e de 
micro-organismos aptos a crescer nessas 
condições  
 

Maior demanda energética associada à 
esterilização do meio e à remoção de 
produto do meio fermentado 

Menor possibilidade de contaminação, 
pela ausência de água livre no sistema 

Em que pese a menor concentração de 
produtos obtida pela FS, a purificação 
dessas moléculas é facilitada pela 
ausência ou baixa concentração de 
partículas de substrato 

Menor disponibilidade de informações na 
literatura, no que tange a fenômenos de 
transporte e cinéticas de crescimento e de 
produção enzimática 

O alto teor de água e a natureza diluída do 
meio facilitam o controle da temperatura 
de cultivo, reduzindo a degradação do 
produto, em especial enzimas com baixa 
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termoestabilidade 
O extrato obtido é em geral de três a 
quatro vezes menos diluído que na FS, de 
forma que a produtividade e a 
concentração final de produto são maiores 
na FES 

Quando operando com elevadas 
concentrações de substrato, podem ocorrer 
problemas reológicos no sistema 

Maior dificuldade no controle do processo 
e na adição de soluções desejadas  

Processos difusionais e de mistura são 
facilitados devido ao caráter homogêneo 
do sistema 

Menor volume de resíduos líquidos 
gerado 

Tecnologias de monitoramento de 
variáveis on line mais amplamente 
disponíveis  

Fonte: Castro e Pereira Junior (2010) 

 

A FSm é tradicionalmente utilizada para  produção de enzimas, pois há melhor 

controle de alguns parâmetros importantes do processo como pH e crescimento celular, 

além de ser facilitada a recuperação de enzimas extracelulares e a determinação da 

biomassa. É principalmente utilizada em fermentações bacterianas (FERNANDES, 

2006; OLIVEIRA, 2011). 

Na produção de enzimas por fungos e bactérias, os efeitos da fonte de carbono, 

além dos fatores físico-químicos, como pH e temperatura, são muito importantes como 

fatores de regulação da biossíntese (ALI; HOSSAIN, 1991; GHOSH et al., 1991; 

KILIKIAN, 1996; GONÇALVES, 2006). 
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4.MATERIAL E MÉTODOS 
 

4.1. Área de Coleta 
 

As coletas foram realizadas em duas áreas de Cerrado do estado do Mato Grosso 

do Sul, MS, próximas da divisa com o estado de São Paulo. Uma área está localizada no 

município de Selvíria, MS, na Fazenda de Ensino, Pesquisa e Extensão (FEPE) da 

Faculdade de Engenharia, Campus de Ilha Solteira – UNESP (20°20’38’’ S; 51°24’36’’ 

O). A outra área está localizada em uma propriedade particular, Fazenda São José, 

localizada no município de Inocência, MS. Foram realizadas coletas nas áreas de 

Cerrado da FEPE – UNESP – Campus de Ilha Solteira, em março de 2011 e na fazenda 

Santa Fé, em maio de 2011 e setembro de 2011. 

Na FEPE foram amostrados 7 pontos de coleta, localizados 5 metros da borda da 

mata, onde foram coletadas amostras de solo e serrapilheira em três posições diferentes 

em torno do ponto de coleta. Na fazenda Santa Fé, foram marcados 15 pontos de coleta 

e foram adotado os mesmos procedimentos que na FEPE. A figura 9 mostra a 

disposição geográfica destes pontos. 

 

Figura 9- Disposição geográfica dos pontos de coleta das amostras. 

a) Faz. Santa Fé, Inocência, MS 
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b) Faz. Santa Fé, Inocência, MS 

 

c) FEPE, Selvíria, MS 
 

 
 

Fonte: Santos (2012) 
 

Na Figura 10 estão dispostas imagens dos locais de coleta, quando as mesmas 

foram realizadas. As amostras foram transportadas até o Laboratório de Biotecnologia 

da Faculdade de Engenharia do Campus de Ilha Solteira – UNESP, onde as amostras 

foram transferidas para frascos contendo meio nutriente.  
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Figura 10-  Vista das áreas e pontos de coleta. a e b) FEPE-UNESP, Selvíria, MS; c, d, e, f) 

Fazenda São José, Inocência,MS.  

a) 

 

b) 

 
c) 

 

d) 

 
e) 

 

f) 

 
 

Fonte: Santos  (2012) 
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4.2. Isolamento das linhagens fúngicas 
 

As linhagens de fungos filamentosos foram isoladas a partir de madeira e material 

orgânico em decomposição, serrapilheira das áreas de Cerrado. Aproximadamente 1,0 g 

de amostra de serrapilheira que foi transferida diretamente para frascos contendo 4 mL 

de meio nutriente, composto de: 0,5% xilano como fonte de carbono; 0,1% peptona; 

0,14% (NH4)2SO4; 0,20% K2HPO4; 0,02% MgSO4.7H2O; 0,03% uréia; 1,60 mg.L-1 

MnSO4.H2O; 1,40 mg.L-1 ZnSO4.7H2O; 2,0 mg.L-1 CoCl2; 5 mgL-1 FeSO4.7H2O, pH 

5,0. 

Após incubação a 30ºC e 45ºC por 12 a 24 h, o material líquido foi transferido por 

esgotamento em estria, com o auxílio de uma alça de inoculação, para placas de Petri 

contendo o meio nutriente, contendo 0,5% xilana, acrescido de 1,5% agar. Todas as 

colônias morfologicamente diferentes foram purificadas por estriamento em placas. As 

culturas puras foram estocadas em tubo inclinado com rosca contendo o mesmo meio e 

mantidas a 7ºC, para os testes de produção. Os isolados fúngicos foram mantidos 

também em meio Sabourand. 

 

4.3. Produção Enzimática 
 

A produção das xilanases, CMCases e avicelases extracelulares foram analisadas 

utilizando-se a fermentação em estado sólido (FES). Como substrato foi adotado o 

farelo de trigo, o qual foi obtido no comércio local. 

A fermentação em estado sólido foi realizada em frascos Erlenmeyer de 250 ml 

contendo 5,0 g de substrato, o qual foi umedecido com 10 ml de solução de minerais 

(1.5 g l-1 (NH4)2SO4, 2.0 g l-1 KH2PO4, 0.3 g l-1 uréia, 0.03 g l-1 CaCl2, 0.2 g l-1 

MgSO4.7H2O), visando um teor de umidade inicial em torno de 75%. Após a 

esterilização dos frascos, esse material sólido foi umedecido com solução salina e 

inoculado com a cultura microbiana. O inoculo fúngico foi preparado a partir do cultivo 

em placa Petri contendo meio Agar Dextrose Sabourand por 48 h. Cinco discos (0,5 cm 

de diâmetro) do crescimento em placa de Petri foi utilizado como inoculo e transferido 

para frascos de Erlenmeyer contendo o substrato. Foi utilizado um bastão de vidro para 

homogenizar o inoculo no substrato. Os frascos de erlenmeyer foram incubados em 

estufa a 30°C por 72h. O crescimento microbiano foi avaliado através da visualização 
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do crescimento micelial típico. A solução enzimática bruta foi obtida pela adição de 50 

mL de água destilada nos frascos com crescimento. Esse meio foi suavemente 

misturado usando um bastão de vidro e, em seguida, levado a agitação em shaker a 100 

ciclos/min por 1 hora à temperatura ambiente. A suspensão foi filtrada sob vácuo 

utilizando papel de filtro Whatman seguido por centrifugação a 10.000 rcf, 5 °C durante 

15 min. O sobrenadante líquido foi utilizado como enzima bruta para a determinação 

das atividades enzimáticas. 

 

4.4. Determinação da atividade enzimática 
 

As enzimas analisadas foram algumas das que se caracterizam como degradadoras 

de parede celular de plantas: celulases (avicelase e CMCase) e a hemicelulase 

(xilanase). 

A determinação da atividade CMCase, avicelase e xilanase foram determinadas 

pela formação de açúcares redutores a partir dos substratos carboximetilcelulose, 

celulose microcristalina (avicel) e xilana, respectivamente. A mistura de reação 

contendo 0,1 ml da enzima bruta foi incubada a 55°C em banho maria com 0,9 ml de 

uma solução contendo 1,0% de substrato em tampão acetato 100 mM a pH 6,0. Após 

incubação a 50 °C por 10 min, o açúcar redutor liberado foi quantificado pelo método 

do ácido 3,5-dinitrossalicílico (DNS) (MILLER, 1959). Os controles foram preparados 

com a adição da enzima após a adição do reagente DNS. As leituras 

espectrofotométricas foram realizadas a 540 nm. Uma unidade (U) de atividade de 

CMCase ou avicelase foi definida como a quantidade de enzima necessária para libertar 

1 µmol de glicose por minuto sob as condições de reação acima, utilizando uma curva 

padrão de glicose para CMCase e avicelase, enquanto, uma unidade (U) de atividade de 

xilanase foi definida como a quantidade de enzima necessária para libertar 1 µmol de 

xilose por minuto sob as condições de reação acima, utilizando uma curva padrão de 

xilose. 

 

4.5. Características Físico-Químicas 
 

As propriedades físicas e químicas das enzimas bruta foram determinadas 

utilizando as maiores atividades enzimáticas obtidas para os isolados. Assim, a enzima 
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foi caracterizada usando a solução enzimática bruta produzida na fermentação em 

estado sólido utilizando farelo de trigo, como fonte de carbono. 

Para determinação do pH ótimo da atividade enzimática foi utilizado o tampão 

Mcllvaine 100 mM (pH 3,0-8,0) e tampão glicina-NaOH 100 mM (pH 8,0-10,5). A 

mistura de reação para determinação do pH ótimo da atividade enzimática foi realizada 

utilizando xilano 0,5% a 55 °C para a atividade da xilanase. 

Em seguida, foram realizados os ensaios para determinar a temperatura ótima de 

atuação da atividade enzimática. As misturas reacionais foram incubadas em diferentes 

temperaturas, de 45 °C a 90 °C, por 10 min. em banho-maria. As temperaturas ótimas 

foram determinadas utilizando os substratos nas mesmas condições do pH ótimo, 

descrito acima.  
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

5.1. Isolamento das linhagens fúngicas 
 

 A partir das amostras de serrapilheira coletada nas duas áreas de Cerrado em 

estudo, foram isoladas 65 linhagens de fungos filamentosos e 58 linhagens 

leveduriformes produtoras de xilanase e celulases, as quais estão representadas na 

Tabela 2. Os micro-organismos foram selecionados através de analises morfológicas 

 
Tabela 2- Isolados fúngicos de áreas de Cerrado do Mato Grosso do Sul. 

Local Fungo filamentoso Levedura 
30 °C 45 °C 30 °C 45 °C 

Fazenda São José, 
Inocência, MS 

39 2 25 15 

FEPE-UNESP 
Selvíria, MS 

16 8 13 5 

Fonte: Santos (2012) 

 

Algumas linhagens foram selecionadas de forma aleatória para os ensaios de 

produção das enzimas celulolíticas e hemicelulíticas. Assim, as linhagens foram 

cultivadas sob fermentação em estado sólido por 72 horas, utilizando farelo de trigo 

como fonte carbono. A tabela 3 apresenta as análises de atividade enzimática para 

alguns fungos filamentosos cultivado. A melhor atividade de xilanase foi obtida pelas 

linhagens P1-14, P5-2, P2-2A e P1-13. A atividade CMCase foi maior para as linhagens 

P5-2, P1-14, P2-2A, P1-2, P1-13 e P1-3. Para a atividade avicelase as atividades não 

foram superiores a 0,20 U ml-1, sendo os isolados P1-13, P1-14, P1-14B, P5A-9 e P1-

21A os que apresentaram as maiores atividades. 

 Na tabela 4 foram apresentados alguns isolados representativos de cada ponto de 

amostragem e as atividades xilanase foi inferior a encontrada pelos micro-organismos 

isolados na propriedade de Inocência, MS. As linhagens P2-16A e P2D19 foram as 

linhagens com as maiores atividades para xilanase. 
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Tabela 3- Micro-organismos isolados de solo do Cerrado, Fazenda São José, município de 

Inocência/MS cultivado sob fermentação em estado sólido usando farelo de trigo 

como substratos, por 72 horas de fermentação. 

Linhagens 
Atividade enzimática (U ml-1) 

Linhagens 
Atividade enzimática (U ml-1) 

Xilanase CMCase Avicelase Xilanase CMCase Avicelase 

P1-2 33,26 0,497 0,068 P1-21B 2,335 0,107 0,084 

P1-3 29,23 0,340 0,059 P2-1B 0,499 0,220 0,055 

P1-11 0,974 0,092 0,076 P2-2A 76,43 1,213 0,119 

P1-13 58,88 0,481 0,239 P2-3 0,836 0,105 0,093 

P1-14 99,20 1,765 0,194 P2B-6.1 1,420 0,114 0,079 

P1-14B 2,065 0,199 0,160 P2B-6.2 1,201 0,111 0,076 

P1-15 0,452 0,231 0,061 P5-2 86,87 2,356 0,122 

P1-16 0,542 0,276 0,057 P5-7 0,419 0,076 0,087 

P1-17 0,400 0,063 0,074 P5A 0,400 0,076 0,084 

P1-19 0,423 0,079 0,086 P5A-6 0,362 0,071 0,048 

P1-21A 2,131 0,137 0,125 P5A-9 1,306 0,133 0,142 

Fonte: Santos  (2012) 

 

Tabela 4- Micro-organismos isolados de solo do Cerrado, da Fazenda de Ensino, Pesquisa e 

Extensão (FEPE), município de Selviria/MS, cultivado sob fermentação em estado 

sólido usando farelo de trigo como substratos, por 72 horas de fermentação. 

Linhagens 
Atividade Enzimática ( U ml-1) 

Xilanase CMCase 

P2D19 5,6 0,15 

P3.2 3,9 0,22 

P4.3 1,1 0 

P7.2 4,5 0,17 

P2-16A 9,2 0,41 

Fonte: Santos  (2012) 

 

5.2. Perfil de produção enzimática 
 

Com base nos resultados apresentados na tabela 3, foram selecionadas as 

linhagens P1-2, P1-3, P-13, P1-14, P2-2A e P5-2 para os estudos de produção ao longo 

do tempo. No entanto, ao cultivar os isolados apenas as linhagens P1-13 e P2-2A 
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apresentaram crescimento, mas com atividade enzimática baixa para xilanase. Assim, 

foram selecionadas outras linhagens para realização desse ensaio. As linhagens P2-1B, 

P1-21B, P1-15, P1-16 e P1-17 foram selecionadas e cultivadas sob FES por 72 horas. A 

atividade xilanase não foi tão alta como os ensaios iniciais, apresentando entre 0,45 à 

0,54 U ml-1. Mesmo com esses resultados, sendo menor que os iniciais foi realizado um 

ensaio para avaliar a produção enzimática ao longo do tempo. Abaixo estão ilustrados o 

crescimento característico de cada um desses isolados, os quais foram submetidos ao 

estudo de produção enzimática ao longo do tempo (Fig 11). 

 

Figura 11-  Micro-organismos isolados de solo de Cerrado. 

Local de coleta Linhagem Imagem do verso da 
placa 

Imagem da frente da 
placa 

Fazenda São 
José 

P2-2A 

  

Fazenda São 
José 

P1-21B 

 

  

Fazenda São 
José 

P1-13 

  

Fazenda São 
José 

P1-15 
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Fazenda São 
José 

P1-16 

 

  

Fazenda São 
José 

P1-17 

 

  

FEPE 
P2-D19 

 

 
 

Fonte: Santos  (2012) 

Para determinação das atividades enzimáticas foram realizadas amostragens a 

cada 24 horas por um período de 120 horas. A Figura 12 está ilustrada a produção de 

xilanase, CMCase e avicelase produzida pelas linhagens P1-13, P1-15, P1-16 e P1-17. 

Na figura 12 a atividade xilanase foi maior entre 72 e 120 horas para todas as 

linhagens avaliadas, de modo que as linhagens P1-13 e P1-15 foram as que mostraram 

maior atividade entre 96 e 120 horas, com 0,50 e 0,52 U ml-1, respectivamente. Para a 

atividade de CMCase as linhagem P1-15 e P1-16 apresentaram maior atividade em 48 

horas, com 0,45 e 0,41 U ml-1, respectivamente. As atividades de Avicelase mostraram-

se bem inferiores as das outras enzimas. A linhagem P1-13 apresentou maior atividade 

em 24 horas com 0,20 U ml-1.  
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Figura 12-  Perfil de produção de xilanase, CMCase e Avicelase produzida pelas linhagens P1-

13, P1-15, P1-16 e P1-17 em fermentação em estado sólido, usando farelo de trigo 

como substrato.  

 

 
 

 
 

Fonte: Santos  (2012) 
 

Na figura 13 observa-se uma grande variação nas atividades da Xilanase. As 

amostras P2-1B e P2-2A mostraram uma atividade maior com 24 horas de cultivo com 

0,57 e 0,55 U ml-1, respectivamente. Porém as amostras P1-21B e P2-D19 mostraram 

maior atividade com 72 horas de cultivo, com 0,48 e 20,6 U ml-1, respectivamente. Para 

a atividade de CMCase todas as amostras apresentaram maior atividade entre 72 e 120 

horas de cultivo, com 0,29 U ml-1 para P2-1B com 96 horas de cultivo. Para as 

atividades de Avicelase as amostras P1-21B e P2-1B apresentaram melhor atividade em 

24 horas de cultivo com 0,20 e 0,21 U ml-1, respectivamente. 
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Figura 13-  Perfil de produção de xilanase, CMCase e Avicelase produzida pelas linhagens P2-

1B, P1-21B, P2-2A e P2-D19 em fermentação em estado sólido, usando farelo de 

trigo como substrato.  

  

  

Fonte: Santos  (2012) 

 

Atividade enzimática de Aureobasidium pullulans cultivado sob fermentação em 

estado sólido, usando farelo de trigo como fonte de carbono apresentou atividade 

xilanase de 5.0 U.mL-1 (LEITE et al., 2007). 

Melhores resultados de produção de xilanase foram obtidos com Thermoascus 

aurantiacus sob FES com 107 U.ml-1, 102 U.ml-1 e 97 U.ml-1 usando sabugo de milho, 

grama e palha de milho, respectivamente, como fonte de carbono (DaSILVA et al., 

2005).  

 

5.3. Efeito da fonte carbono na produção xilanase 
 

Como a linhagem P2-D19 apresentou maior produção enzimática, foi realizado 

um estudo para a produção enzimática com diferentes fontes de carbono os quais estão 

apresentados na tabela 5. 
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Tabela 5-  Atividade enzimática produzida por P2D19 cultivado sob fermentação em estado 

sólido usando diferentes substratos, após 72 horas de fermentação.  

Substratos 
Atividade enzimática (U ml-1) 

Xilanase CMCase 

Sabugo de milho 8,6 0,20 

farelo de mandioca 0,7 0,73 

farelo de trigo 20,6 0,15 

ft + serragem 8,5 0,10 

ft + bagaço de cana-de-
açúcar 

5,6 0,08 

ft: Farelo de trigo. 

Fonte: Santos  (2012) 
 

O farelo de trigo é um substrato complexo rico em proteínas (14%), carboidratos 

(27%), minerais (5%), gordura (6%) e vitamina B (ALVES-PRADO et al., 2010). Isto 

provavelmente contribui para um melhor crescimento e produção de enzimas por vários 

micro-organismos (LEITE et al., 2008; LEITE et al., 2007). Assim, as atividades 

enzimáticas foram melhores com a utilização do farelo de trigo como substrato com 

atividade enzimática de 20,6 U ml-1. 

A atividade enzimática para xilanase foi alta comprada às demais linhagens 

citadas neste estudo. Isto é um indicativo que P2-D19 tem um potencial para produzir 

bons níveis de xilanase.  

Na literatura encontrou-se produção enzimática de xilanase inferior aos 

apresentados para P2-D19. A atividade enzimática de xilanase para Aspergillus niger 

ANL301 cultivado sob fermentação em estado sólido, usando farelo de trigo como fonte 

de carbono foi de 6,47 U ml-1 em 96 horas de cultivo, quando utilizado bagaço de cana 

como substrato a atividade enzimática foi de 0,95 U ml-1 em 96 horas de cultivo 

(OKAFOR, 2007). 

Gawande and Kamat (1999) obtiveram resultados semelhantes aos observados 

nos ensaios aqui apresentados, uma vez que a atividade xilanase produzida por 

Aspergillus terreus quando cultivado sob fermentação em estado sólido, utilizando 

farelo de trigo como substrato foi de 21,2 U ml-1. A atividade de CMCase foi de 0,48 U 
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ml-1 obtendo uma baixa produção enzimática similar aos resultados apresentados neste 

trabalho. Os mesmos autores estudando a linhagem Aspergillus. niger 44 nas mesmas 

condições de cultivo obtiveram uma atividade enzimática um pouco mais alta, sendo 

26,7 U ml-1 e 0,62 U ml-1 para xilanase e CMCase respectivamente. 

Utilizando bagaço de cana como substrato para fermentação em estado solido 

para os fungos A. terreus e A. niger 44 a atividade enzimática de xilanase foi de 

3,5 U ml-1 e 18,0 U ml-1 respectivamente. Para a atividade de CMCase nas mesmas 

condições de cultivo e para as mesmas linhagens os resultados obtidos foram de 

0,13 U ml-1 e 0,5 U ml-1respectivamente (GAWANDE; KAMAT, 1999). 

Alguns autores tem otimizado meios de cultura para cultivo sob FES utilizando 

alguns aditivos na fonte de carbono. Assim, o fungo termofílico Paecilomyces 

themophila J18 apresentou um pico de produção de xilanase de 18.580 U g-1 quando 

cultivado a 50°C por 192 h e utilizando palha de trigo enriquecido com extrato de 

levedura como fonte de nitrogênio (DAMIANO et al., 2006). Aspegillus niger B03 

apresentou atividade xilanase com 996 U ml-1, quando cultivado sob FES em uma 

mistura de substratos composta de 1,5% de farelo de trigo, 2,4% de sabugo de milho e 

0,6% de cevada (MILLER, 1959). Fusarium oxysporum quando cultivado sob FES, 

usando 2% de sabugo de milho, como fonte de carbono apresentou atividade xilanase de 

245 U ml-1 (BERGMEYER; BERNT, 1974). 

 

5.4. Características Físico-Químicas 
 

As características físico-químicas foram avaliadas para enzima bruta produzida 

por P2-D19, sob FES utilizando o farelo de trigo como fonte de carbono, no tempo de 

72 horas para produção de xilanase. 

A xilanase produzida por P2D19 foi mais ativa em pH 5,0. Cerca de 85% da 

atividade foi mantida em pH 7,5 (Fig. 14a). A temperatura ótima dessa xilanase foi em 

60 °C (Fig. 14b). Estes dados corroboram com os resultados anteriores para P2-D19 

(ALVES-PRADO et al., 2010). O pH ótimo e temperatura ótima obtida para a xilanase 

produzida por Aureobasidium pullulans foi respectivamente, pH 5,0 e 50 °C (LEITE et 

al., 2007). A xilanase produzida por Thermoascus aurantiacus apresentou pH óptimo 

entre 5,0-5,5 e a temperatura ótima de 75 °C (DaSILVA et al., 2005), sendo superior ao 

obtido no presente estudo. 
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Figura 14-  Efeito do pH (a) e da temperatura (b) na atividade da xilanase produzida P2D19. Os 

tampões usados foram: MacIlvaine (pH 3.0-8.0) e glicine-NaOH (pH 8.0-10).  

a) 

 

b) 

 

Fonte: Santos  (2012) 
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6. CONCLUSÃO 
 

As áreas amostradas de Cerrado nativo tem uma grande diversidade de 

micro-organismos os quais mostraram-se com um alto potencial biotecnológico. 

Neosartorya spinosa P2D19 apresentou com uma alta produção enzimática 

quando cultivada em fermentação em estado sólido utilizando farelo de trigo como 

substrato. 

Outro fator importante no perfil de produção da N. spinosa P2D19 é a baixa 

atividade celulase produzida por esse fungo em presença de resíduos agroindustriais 

rico em fibras. Tal característica pode ser interessante quando da aplicação de xilanase 

fúngica na indústria de papel e celulose. 
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