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RESUMO 
 
 
As xilanases são glicosidases que catalisam a hidrólise das ligações 1,4-β-xilosídicas da xilana 
e que possuem potencial biotecnológico em vários processos industriais, como na 
clarificação de sucos e vinhos, na fabricação de pães, na filtração da cerveja e no tratamento 
das polpas celulósicas. Recentemente, recebem atenção pela produção dos 
xilooligossacarídeos como ingredientes prebióticos. Embora possuam diversas vantagens 
sobre os métodos químicos, as enzimas são, geralmente, limitadas para uso industrial. A 
imobilização em suportes sólidos melhora a estabilidade dos biocatalisadores e o controle 
operacional, promovendo a recuperação do produto sem a contaminação pela enzima. 
Assim, os objetivos deste trabalho foram: produzir e caracterizar a xilanase de Aspergillus 
niger; imobilizar covalentemente, em suportes sólidos, a xilanase de A. niger e quatro 
outras, provenientes de diferentes fontes (Aspergillus versicolor, Trichoderma 
longibrachiatum, Thermomyces lanuginosus e Streptomyces halstedii); caracterizar os 
derivados obtidos; analisar o produto de hidrólise da xilana pelos derivados. A xilanase de A. 
niger mostrou ótima estabilidade até 55°C, com meia-vida de 15 minutos a 60°C, e sua 
produção foi induzida por pequenas concentrações de xilose. O fungo secretou pelo menos 
duas isoformas com atividade xilanolítica. A xilanase I foi purificada em uma única etapa, por 
adsorção em suporte ativado com quelatos, assim como a enzima de S. halstedii, contendo 
cauda de histidina. A xilanase de T. longibrachiatum (comercial) foi parcialmente purificada 
com suportes iônicos, e as de T. lanuginosus (comercial) e A. versicolor já apresentavam alto 
grau de pureza. As enzimas foram imobilizadas em agarose ativada com diferentes grupos 
reativos, com fatores de estabilização entre 12 (T. lanuginosus) e 600 (A. versicolor), em 
glioxil-agarose. De modo geral, os derivados exibiram aumento da temperatura ótima de 
atividade, capacidade de reutilização e diferentes perfis de hidrólise, sendo que o derivado 
com a enzima de T. lanuginosus foi o único que não produziu xilose ao final do processo. As 
enzimas estudadas foram imobilizadas e estabilizadas com êxito, gerando novos 
biocatalisadores para a eficiente e sustentável síntese de xilooligossacarídeos.  
 
Palavras-chave: Xilanases. Imobilização de enzimas. Estabilização térmica. Produção de 
xilooligossacarídeos.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 

ABSTRACT 
 
 
Xylanases are glycosidases that catalyze the hydrolytic cleavage of β-1,4-linked polymers of 
D-xylose and they have biotechnological potential in various industrial processes such as in 
the clarification of juices and wines, in the manufacturing of breads, in beer filtration and in 
the treatment of cellulose pulps. Recently, attention is given to the production of xylo-
oligosaccharides as prebiotic ingredients. While enzymes have several advantages over 
chemical methods, they are generally limited for industrial use. Immobilization on solid 
supports improves the stability of the biocatalyst and the operational control, and promotes 
the easy recovery of the product without contamination by the enzyme. The objectives of 
this study were: to produce and characterize xylanases from Aspergillus niger; to immobilize 
the xylanase of Aspergillus niger and four others from different sources (Aspergillus 
versicolor, Trichoderma longibrachiatum, Thermomyces lanuginosus and Streptomyces 
halstedii) covalently on solid supports; to characterize the derivatives obtained; to analyze 
the products profile of xylan hydrolysis by the derivatives. The xylanase of A. niger showed 
excellent stability up to 55°C, with a half-life of 15 minutes at 60°C, and its production was 
induced by low concentrations of xylose. The fungus produced at least two isoforms with 
xylanolytic activity. Xylanase I was purified in one step by adsorption on support activated 
with chelates, as well as the histidine-tagged enzyme of S. halstedii. The xylanase of T. 
longibrachiatum (commercial) was partially purified with ionic supports, and those from T. 
lanuginosus (commercial) and A. versicolor already showed high degree of purity. The 
xylanases were then immobilized on agarose activated with different reactive groups, and 
presented stabilization factors between 12 (T. lanuginosus) and 600 (A. versicolor) on 
glyoxyl-agarose. In general, the derivatives exhibited an increase of the optimum 
temperature of activity, reusability and different profiles of hydrolysis, whereas the 
derivative with the enzyme of T. lanuginosus was the unique that produced no xylose at the 
end of the process. The enzymes here studied were successfully immobilized and stabilized, 
resulting in new catalysts suitable for the efficient and sustainable production of xylo-
oligosaccharides. 
 
Keywords: Xylanases. Enzyme immobilization. Thermal stabilization. Xylo-oligosaccharides 
production. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 Xilana 

 

A xilana é um dos principais polissacarídeos estruturais de células vegetais e o 

segundo mais abundante polissacarídeo na natureza (PRADE, 1995). Além disso, é a principal 

constituinte da hemicelulose, um complexo polimérico que inclui, também, a xiloglucana 

(heteropolímero de D-xilose e D-glicose), a glucomanana (heteropolímero de D-glicose e D-

manose), a galactoglucomanana (heteropolímero de D-galactose, D-glicose e D-manose) e a 

arabinogalactana (heteropolímero de D-galactose e arabinose) (SHALLOM; SHOHAM, 2003). 

Todas, juntamente com a celulose (1,4-β-glucana) e a lignina (um complexo polifenólico), 

formam quase toda a parede celular vegetal (KULKARNI et al., 1999). 

A xilana localiza-se, sobretudo, na parede celular secundária, formando uma 

interface entre a lignina e os outros polissacarídeos. Existem evidências de que a xilana e os 

resíduos fenólicos de lignina estejam unidos por ligações covalentes, sendo que ligações de 

hidrogênio e forças de Van der Waals unem este polissacarídeo à cadeia de celulose 

(FERREIRA FILHO, 1994). Na natureza, a xilana é completamente hidrolisada a 

monossacarídeos por ação conjunta de diversas enzimas. A heterogeneidade na estrutura da 

xilana é responsável pela diversidade das enzimas xilanolíticas (Figura 1). O sistema de 

degradação da xilana inclui, em especial, β-1,4-xilanases e β-xilosidases, além de outras, 

como α-D-glucuronidases, α-L-arabinofuranosidase, acetil-xilana esterase, ácido ferúlico 

esterases e ácido p-cumárico esterases (BEG et al., 2001; PRADE, 1995). As xilanases atuam 

nas ligações β-1,4 internas das cadeias de xilana, para formarem xilooligossacarídeos (XOS) 

de diversos tamanhos como produto final (BRODEL et al., 1990; SHALLOM; SHOHAM, 2003).  

 

1.2  Xilanases 

 

As xilanases são glicosidases que catalisam a hidrólise das ligações 1,4-β-xilosídicas da 

xilana. Primeiramente descrita em 1955, a xilanase foi reconhecida pela União Internacional 

de Bioquímica e Biologia Molecular (IUBMB) em 1961, quando se atribuiu a ela o número de 

classificação EC 3.2.1.8 e o nome endo-1,4-β-xilanase; no entanto, possui alguns sinônimos, 

como endoxilanase, 1,4-β-D-xilana xilanohidrolase, endo-1,4-β-D-xilanase, β-1,4-xilanase e 
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β-xilanase (COLLINS et al., 2005). Juntamente com as β-xilosidases, ela faz parte de um vasto 

grupo de enzimas envolvidas na produção de xilose, uma fonte primária de carbono para o 

metabolismo celular de diversos organismos (BIELY et al.,1995; PRADE, 1995; 

INTERNATIONAL..., 2012).  

De modo geral, as xilanases microbianas são glicoproteínas monoméricas, com massa 

molecular que varia de 8 a 145 kDa (KULKARNI et al., 1999).  

 

 
Figura 1 – Principais enzimas xilanolíticas envolvidas na degradação da xilana. Estrutura da O-acetil-4-O-
metilglucuronoxilana de madeira dura (A) e da arabino-4-O-metilglucuronoxilana de madeira mole (B). 
Hidrólise realizada pela β-xilosidase (C).  
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1.3  Principais aplicações das xilanases  

 

As enzimas xilanolíticas de diversos microrganismos têm sido bastante estudadas na 

última década, sobretudo devido ao seu potencial biotecnológico em vários processos 

industriais. Na indústria de alimentos, podem ser utilizadas na clarificação de sucos e vinhos 

(BIELY et al.,1995); na fabricação de pães, visando a aumentar o volume e melhorar a textura 

da casca e miolo; e na etapa de filtração da cerveja, rompendo sólidos em suspensão 

(MUTSAERS, 1991).  

A adição da xilanase termoestável de Chaetomium sp., na produção de pão, 

aumentou o volume em 20-24,5%, em relação ao controle, e diminuiu em 8,9-24,2% a 

rigidez do produto (JIANG et al., 2010). Qiu et al. (2010) utilizaram, na indústria de bebidas, a 

xilanase de Streptomyces megasporus expressa em Pichia pastoris, observando redução da 

taxa de filtração e da viscosidade em 36,33% e 35,51%, respectivamente. 

Adicionadas à ração para aves e suínos, as xilanases aumentam a digestibilidade. Há, 

também, o interesse em utilizá-las para produção de xilose, xilobiose e xilooligômeros, que 

podem ser empregados como insumos para obtenção de xilitol ou ácido lático, por via 

fermentativa (WONG et al., 1988; PESSOA JUNIOR et al., 1997).  

Na indústria, o sistema xilanolítico pode ser empregado de duas maneiras: a) livre de 

celulases; b) associado a polissacaridases. Como exemplo da primeira, tem-se o uso da         

β-xilanase na biopolpação, em indústrias de papel e celulose, e no processamento de fibras 

vegetais. Nesse caso, um sistema xilanolítico puro, ou seja, com ausência de celulases, torna 

tais processos mais eficientes, uma vez que a celulose é preservada (BIELY, 1995). A ação da 

xilanase, no tratamento das polpas celulósicas, auxilia a remoção da lignina que resta após 

cozimento e que lhes confere cor. Com esse tratamento adicional, a quantidade de produtos 

químicos alvejantes utilizados, como o cloro, pode ser diminuída, aumentando a qualidade 

do papel e reduzindo impactos ambientais (WONG, 1986; PURKARTHOFER et al., 1993). 

Como exemplo, ao ser aplicada no branqueamento, a xilanase de Thermomyces lanuginosus 

causou diminuição de 18,6% do número kappa (que define o grau de deslignificação) e 

aumento de 2,63% no brilho da polpa (BOKHARI et al., 2010). Ko et al. (2010) verificaram um 

aumento de 4,4% no brilho, utilizando xilanase de Paenibacillus campinasensis. 

Demais usos dessas enzimas são citados na revisão de Beg et al. (2001): a) elas 

melhoram a eficiência de conversão alimentar e ganho de peso em frangos, devido à 



24 
 

 

redução da viscosidade intestinal causada pela incorporação de xilanases na dieta desses 

animais; b) auxiliam no tratamento de detritos agrícolas e industriais e resíduos 

hemicelulósicos, pela hidrólise da xilana; c) induzem a glicosilação e a acetilação graxa de 

fitoesteróis em células vegetais; d) melhoram a digestibilidade de forragens para 

ruminantes, além de facilitarem a compostagem; e) participam da produção de alquil 

glicosídeo, um promissor surfactante, por meio de processo de transglicosilação direta da 

xilana; f) aromatizam mostos, vinhos e sucos de frutas; g) junto com outras enzimas 

(manase, ligninase, glucanase, glicosidase, etc.), podem ser usadas para a geração de 

combustíveis biológicos, como etanol e xilitol, a partir de biomassa lignocelulósica; h) em 

conjunto com enzimas pectinolíticas, possuem potencial de aplicação na desengomagem de 

fibras, como linho, sisal, juta e rami.  

Uma das possibilidades de produção de XOS para as diversas aplicações industriais é 

com o uso de resíduos agroindustriais. Teng et al. (2011) utilizaram fragmentos de diversos 

tamanhos de sabugo de milho e, após tratamento de explosão a vapor a 196°C, por cinco 

minutos, obtiveram uma solução contendo 22,8% de hemicelulose, que foi hidrolisada pela 

xilanase de Paecilomyces themophila. O resultado foi uma produção máxima de 28,6 g de 

xilooligossacarídeos por 100 g de xilana contida no sabugo de milho, com mais de 90% de 

xilobiose e xilotriose.  

 

1.4  Xilooligossacarídeos como ingredientes prebióticos 

 

Além das diferentes aplicações citadas, as xilanases vêm recebendo importante 

destaque na produção de XOS como potenciais ingredientes prebióticos. Embora não 

possuam aprovação para uso alimentício em grande parte dos países, os XOS são 

consumidos há pelo menos duas décadas na Ásia, sobretudo no Japão. Os prebióticos são 

alimentos funcionais, definidos como ingredientes seletivamente fermentescíveis, que 

permitem alterações específicas na composição e/ou na atividade da microbiota intestinal, 

conferindo benefícios ao bem-estar e à saúde do hospedeiro (GIBSON et al., 2004). Por 

exemplo, as bifidobactérias intestinais são conhecidas por estimular o sistema imune, 

produzir vitamina B, inibir o crescimento de patógenos, reduzir os níveis sanguíneos de 

amônia e colesterol e auxiliar na restauração da flora normal, após terapia com antibióticos 

(GIBSON; ROBERFROID, 1995). 



25 
 

 

Diversos estudos são citados na revisão de Aachary e Prapulla (2011), e parece ainda 

haver certa controvérsia quanto ao uso de cada xilooligossacarídeo por diferentes 

microrganismos probióticos, assim como o mecanismo envolvido. No entanto, é consenso 

que os XOS favorecem o crescimento seletivo de bifidobactérias e somente de algumas 

espécies de Lactobacillus sp. A xilobiose, para fins alimentícios, é considerada um 

oligossacarídeo (VAZQUEZ et al., 2000). 

Recentemente, Gullón et al. (2011) extraíram XOS, por auto-hidrólise, a partir de 

resíduos industriais sólidos contendo, principalmente, casca de cevada. Após a obtenção de 

misturas com diferentes médias de massas moleculares, essas preparações foram avaliadas, 

in vitro, pela fermentação de amostras inoculadas com microbiota fecal humana. A formação 

de produtos metabólicos (succinato, lactato, formiato, acetato, propionato e butirato) 

confirmou o potencial prebiótico dos concentrados.  

A vantagem dos xilooligossacarídeos, se comparados com os fruto-oligossacarídeos 

(FOS), é que os XOS são mais estáveis em uma larga faixa de pH (2,5-8,0) e de temperatura 

(acima de 100°C). Além disso, possuem odor aceitável, não causam cáries e são de baixo 

valor calórico, o que permite seu uso em dietas visando à redução de peso corpóreo 

(VAZQUEZ et al., 2000). 

Assim, os XOS poderiam ser adicionados a produtos alimentícios, como leite de soja, 

refrigerantes, produtos lácteos, bolos, balas, biscoitos, geleias ou, ainda, em preparações 

especiais para idosos ou crianças (AACHARY; PRAPULLA, 2011). O enriquecimento de iogurte 

com XOS em diferentes proporções foi estudado em análises físico-químicas e sensoriais 

(MUMTAZ et al., 2008). Os resultados mostraram que a adição de até 3,5% de XOS não 

influencia o sabor e a aceitabilidade do produto.  

 

1.5  Fontes e produção de xilanases 

 

As enzimas xilanolíticas, além de hidrolisarem a xilana, no processo de germinação de 

algumas sementes, são importantes na quebra da parede celular de vegetais, juntamente 

com demais enzimas que hidrolisam polissacarídeos. Elas podem ser encontradas em 

vegetais superiores, algas marinhas, protozoários, crustáceos, insetos, entre outros. Dentre 

as fontes microbianas, os fungos filamentosos são de maior interesse, por secretarem, no 

meio de cultura, a xilanase em níveis muito superiores àquelas provenientes de leveduras e 
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bactérias. Além disso, em bactérias, a maior parte das xilanases está restrita às frações 

intracelular e periplasmática e não sofre modificações, como a glicosilação (POLIZELI et al., 

2005).  

As xilanases são, geralmente, induzidas em meios contendo xilana ou resíduos ricos 

em xilana, mas também são descritas induções em L-sorbose, diversos xilooligossacarídeos, 

xilose e resíduos lignocelulósicos (BEG et al., 2001). Embora as xilanases possam ser 

produzidas industrialmente, em meios sólidos, a maior parte é obtida por cultivo submerso 

(POLIZELI et al., 2005).  

Uma variedade de produtos vem sendo utilizada como fonte de carbono alternativa 

para a produção de xilanases por fungos, tais como o bagaço de cana-de-açúcar (MILAGRES 

et al., 2004; SILVA et al., 2005; SANDRIM et al., 2005; BOCCHINI et al., 2005), sabugo de 

milho (JIANG et al., 2010), grama (BOCCHINI et al., 2005; SILVA et al., 2005), farelo de trigo 

(CARMONA et al., 1998; GAWANDE; KAMAT, 1998; SILVA et al., 2005; GOULART et al., 2005; 

CHAPLA et al., 2010), resíduo de árvores (SILVA et al., 2005; MILAGRES et al., 2005), fibra de 

palmeira (LAKSHMI et al., 2009), água de maceração de milho (FANG et al., 2010), palha de 

arroz (KO et al., 2010), resíduo de laranja (SILVA et al., 2005; ALEXANDRINO et al., 2007), 

hemicelulose do grão de arroz (HARADA et al., 2008) e cevada (MANDALARI et al., 2008).  

Silva et al. (2005) estudaram a produção de xilanase e carboximetilcelulase por 

Thermoascus aurantiacus, em fermentação semissólida, usando diferentes tipos de resíduos 

agrícolas (farelo de trigo, bagaço de cana-de-açúcar, bagaço de laranja, sabugo de milho, 

palha de milho, grama verde, grama seca e serragem) como substrato, sem enriquecimento 

do meio. Os autores observaram que o fungo usado possuía maior atividade xilanolítica que 

celulolítica e que os maiores níveis de enzimas foram produzidos em sabugo e palha de 

milho e gramas verde e seca. A máxima atividade da xilanase foi em pH 5,0-5,5 e a 75°C.  

Silva et al. (2005) estudaram a produção de enzimas hidrolíticas por nove cepas de 

cogumelos Lentinula edodes, cultivados em resíduos de madeira. A atividade da xilanase 

variou de 12958,3 a 16101,8 U.kg-1 de substrato seco e houve boa correlação positiva entre 

o crescimento fúngico e a produção de enzimas hidrolíticas e oxidativas. 

A metodologia de superfície-resposta também vem sendo muito empregada para a 

otimização da produção de enzimas xilanolíticas (BOCCHINI et al.,2002; FARINAS et al., 2010; 

HE et al., 2010; SU et al., 2011).  
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Técnicas de cromatografia em coluna, sobretudo por troca iônica e exclusão 

molecular, são utilizadas nos protocolos de purificação da xilanase, embora outros métodos, 

como a cromatografia por interação hidrofóbica, sejam também reportados. Em muitos 

casos, o sobrenadante das culturas é inicialmente concentrado por meio de técnicas 

precipitantes ou de ultrafiltração (SUBRAMANIYAN; PREMA, 2002). 

As xilanases comerciais são produzidas, por exemplo, no Japão, Finlândia, Alemanha, 

Irlanda, Dinamarca, Canadá e Estados Unidos (POLIZELI et al., 2005). As cepas mais citadas 

para a produção industrial de xilanases incluem Trichoderma reesei, Thermomyces 

lanuginosus, Aureobasidium pullulans, Bacillus subtilis e Streptomyces lividans (BEG et al., 

2001). Além dessas fontes, utilizam-se, também, Aspergillus niger e Humicola insolens. Entre 

os fungos mesófilos, os gêneros Aspergillus e Trichoderma são preeminentes na produção de 

xilanase (POLIZELI et al., 2005). 

 

1.6  Estabilidade de xilanases  

 

Recentemente, pesquisas com o isolamento de microrganismos termófilos e 

extremófilos têm recebido especial atenção, uma vez que eles produzem enzimas mais 

estáveis, melhorando técnica e economicamente os processos industriais na hidrólise da 

xilana. De modo geral, as xilanases demonstram uma máxima atividade entre 40°C e 80°C, e 

pH entre 4,0 e 7,0 (KULKARNI et al., 1999; POLIZELI et al., 2005). Diversos estudos de 

purificação e caracterização da xilanase apresentaram valores ótimos de atividade em pH e 

temperaturas dentro dessa faixa (KANDA et al., 1985; MONTI et al., 1991; KESKAR, 1992; 

ALMEIDA et al., 1995; CARDOSO; FERREIRA FILHO, 2003; MEDEIROS et al., 2003; CARMONA 

et al., 2005; SANDRIM et al., 2005; MILAGRES et al., 2005; GUIMARÃES et al., 2006; HARADA 

et al., 2008; WAKIYAMA et al., 2008; SHAH; GUPTA, 2008). 

No entanto, têm sido reportadas xilanases estáveis e ativas em valores extremos de 

pH (2,0 a 11,0) e temperatura (5 a 105°C) (COLLINS et al., 2005). As xilanases de fungos 

costumam ser menos termoestáveis que as de bactérias, embora diversos fungos mesófilos 

produzam enzimas termoestáveis, como o Ceratocystis paradoxa, cuja xilanase é estável a 

80°C, por uma hora (DEKKER; RICHARDS, 1975).  

Os principais fungos termofílicos estudados incluem Chaetomium thermophile, 

Humicola insolens, Humicola lanuginosa, Humicola grisea, Melanocarpus albomyces, 
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Paecylomyces variotii, Talaromyces byssochlamydoides, Talaromyces emersonii, 

Thermomyces lanuginosus e Thermoascus aurantiacus. As xilanases desses fungos possuem 

temperaturas ótimas entre 60°C e 80°C, sendo muito estáveis nessa faixa. As enzimas 

mostraram atividade máxima em pH ácido (4,5-6,5) (POLIZELI et al., 2005).  

Goulart et al. (2005) purificaram parcialmente e caracterizaram a xilanase de 

Rhizopus stolonifer. Foram obtidos dois valores de pH (6,0 e 9,0) em que a atividade da 

enzima foi máxima, sugerindo a presença de mais de uma xilanase na fração purificada. A 

enzima apresentou, também, uma temperatura ótima entre 40°C e 60°C. Tavares et al. 

(1997) estudaram uma linhagem alcalófila e termofílica de Bacillus sp, por possuir alta 

produção de xilanase livre de celulase. A enzima apresentou pH ótimo de 6,0 (com cerca de 

70% da atividade em pH 9,0), temperatura ótima de 60°C e estabilidade em pH 5,0-10,0 e a 

50°C. Sharma et al. (2010) produziram duas xilanases do fungo termofílico Malbranchea 

flava, com massa molecular de 25,2 e de 30 kDa. As enzimas obtidas foram mais ativas em 

pH 9,0 e a 60°C, com meia-vida de quatro horas a essa temperatura. Essas xilanases são 

importantes e desejáveis em diversos processos industriais que requerem altas 

temperaturas, como o branqueamento da polpa kraft. 

Wakiyama et al. (2010) purificaram uma endo-1,4-β-xilanase extracelular, com 

atividade específica de 566 U mg-1, do filtrado da cultura do fungo filamentoso Aspergillus 

japonicus, crescido em xilana (oat spelt). A enzima apresentou uma massa molecular 

aparente de 25,1 kDa e máxima atividade em pH 5,0 e a 60°C. A proteína demonstrou uma 

identidade de 69% com a xilanase produzida por Aspergillus niger.  

Jiang et al. (2010) isolaram uma nova xilanase termofílica de Chaetomium sp., que 

apresentou atividade de 131 U.ml-1 quando crescido em meio contendo 3,5% de sabugo de 

milho, a 37°C, por seis dias. A massa molecular estimada foi de 25,1 kDa, e a máxima 

atividade ocorreu em pH 7,5 e a 65°C.  

Diversos estudos com xilanases vêm sendo feitos no campo da engenharia genética, 

visando a uma maior produção de enzimas mais estáveis. Qiu et al. (2010) realizaram uma 

expressão gênica de xilanase de Streptomyces megasporus em Pichia pastoris. A enzima 

apresentou máxima atividade em pH 5,5 e a 70°C, com boa estabilidade a 60-70°C e em      

pH 4,0-11,0. Os produtos de hidrólise foram, principalmente, xilose e xilobiose. 
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Kim et al. (2010) clonaram o gene de uma xilanase de Streptomyces 

thermocarboxydus, obtendo a enzima com massa molecular de 43,96 kDa e máxima 

atividade em pH 6,0 e a 55°C.  

O gene responsável pela produção de xilanase por Paecilomyces thermophila foi 

isolado e expresso em Escherichia coli BL21. A enzima purificada foi mais ativa em pH 7,0 e a 

75°C (ZHANG et al., 2010).  

 Um gene híbrido de xilanase foi expresso em Pichia pastoris por Jun et al. (2009). A 

enzima obtida possuiu massa molecular de 26 kDa e não apresentou atividade de celulases. 

A atividade ótima foi em pH 6,0 e a 65°C, sendo estável a 60°C, retendo 85% da atividade, 

por meia hora, nessa temperatura. O principal produto da hidrólise pela enzima foi 

xilotriose. 

Uma xilanase produzida por Thermomyces lanuginosus reteve 10% de sua atividade 

após 10 minutos a 100°C, mantendo-se estável na faixa de pH entre 6,0 e 10,0 (GAFFNEY et 

al., 2009). 

  Squina et al. (2009) realizaram expressão heteróloga de xilanase de Aspergillus 

clavatus em Aspergillus awamori. O produto de hidrólise consistiu, basicamente, de 

xilobiose, xilotriose e xilotetraose, sendo de particular interesse para a produção de 

xilooligossacarídeos, visando a benefícios para a microflora intestinal humana. 

 Bokhari et al. (2010) produziram uma xilanase de Thermomyces lanuginosus 

selvagem e uma variação mutante, em diferentes substratos. Maiores níveis de xilanase 

foram obtidos em meio contendo sabugo de milho e água de maceração de milho. Entre os 

substratos solúveis, a xilose foi a melhor indutora e, na presença de glicose, houve produção 

de 26 U de xilanase por grama de glicose pela cepa selvagem e 224 U pela mutante.  

 

1.7  Uso das enzimas em indústrias 

 

Em 2004, a demanda global por enzimas industriais foi de 2,5 bilhões de dólares, com 

um crescimento anual de 5-10%. EUA, Europa e Japão são responsáveis por mais de 90% das 

vendas mundiais, conforme ilustrado na Figura 2 (IYER; ANANTHANARAYAN, 2008).  
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Figura 2 – Vendas mundiais das principais enzimas por diversos setores da indústria. Fonte: Iyer; 

Ananthanarayan, 2008 (adaptado e traduzido). 

 

Comparados com os processos químicos convencionais, esses biocatalisadores 

operam em condições mais suaves, produzindo menor quantidade de resíduos tóxicos, de 

emissões e de subprodutos. Em virtude de sua seletividade, as enzimas diminuem a 

necessidade de purificação do produto, reduzindo-se, assim, a demanda de energia e o 

impacto ambiental (GAVRILESCU; CHISTI, 2005). No caso da produção de XOS, há, ainda, a 

conveniência de se minimizar a produção do monossacarídeo, além de ser desnecessário o 

uso de equipamentos especiais (AACHARY; PRAPULLA, 2011). 

Embora possuam diversas vantagens, as enzimas são solúveis e, geralmente, muito 

instáveis fora de estreitas faixas de temperatura e pH; sofrem inibição por substratos e 

produtos e, muitas vezes, não possuem seletividade quando se objetiva a catálise em 

condições experimentais não convencionais.  

As reações, nas indústrias, são, às vezes, realizadas sob diversas condições, como 

altas temperatura e pressão, pH extremo e ambientes não aquosos. Aumento da 

temperatura, alterações de pH ou uso de solventes orgânicos podem apresentar vantagens 

devido à redução do risco de contaminação, à diminuição da viscosidade e ao aumento da 

solubilidade do substrato e da taxa de transferência de massa. Essas condições podem, 

também, aumentar a velocidade de formação do produto e/ou diminuir subprodutos 

indesejáveis (LISZKA et al., 2012).  

Pelos diversos fatores citados, em diversos processos, o uso de altas temperaturas 

em reações enzimáticas é de fundamental importância nas indústrias farmacêuticas e 

17% 
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Detergente
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alimentícias (IYER; ANANTHANARAYAN, 2008). No entanto, as condições extremas de reação 

tornam-se, muitas vezes, inadequadas para as enzimas, que podem se desnaturar.  

Desnaturação é o desdobramento da estrutura terciária da enzima em um 

polipeptídeo desordenado no qual os resíduos-chave não se encontram mais alinhados e 

nem próximos o suficiente para participar das interações funcionais ou estruturais de 

estabilização (Figura 3). Após o desdobramento de sua estrutura tridimensional, a proteína 

está sujeita a diversas alterações químicas, levando à perda irreversível de atividade, ou seja, 

tornando-se inativa (FÁGÁIN, 1995).  

 

 
Figura 3 – Eventos moleculares que levam à perda da estrutura e da função de uma proteína. Diferença entre 
desnaturação e inativação. Fonte: Fágáin, 1995 (adaptado e traduzido). 

 

A estabilidade de uma enzima é afetada por muitos fatores, como temperatura, pH, 

estresse oxidativo, solventes, ligação de íons metálicos ou cofatores, presença de 

surfactantes, etc. É comprovado que, salvo exceções, as enzimas com alta estabilidade 

térmica também se tornam mais resistentes a outros fatores desnaturantes (EIJSINK et al., 

2005). 

A termoestabilidade é resultado de pequenas diferenças em sequências específicas 

de aminoácidos, que conferem uma conformação mais rígida e um maior número de 

resíduos hidrofóbicos (IYER; ANANTHANARAYAN, 2008).  

O estudo de métodos que forneçam às enzimas a capacidade de catalisar reações em 

condições não usuais é de grande interesse para o desenvolvimento dos processos 

industriais (LISZKA et al., 2012). Com esse intuito, há três linhas de pesquisa: 1) triagem e 

isolamento de enzimas de termófilos; 2) produção de enzimas estáveis em organismos 

mesófilos geneticamente modificados; 3) estabilização por métodos de engenharia proteica 
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(evolução dirigida), modificação química, uso de aditivos ou por imobilização (IYER; 

ANANTHANARAYAN, 2008).  

Os microrganismos termofílicos têm, geralmente, pequeno genoma referente ao 

ambiente, o que limita o número de enzimas a serem produzidas por engenharia genética. 

Além disso, a expressão de uma dessas proteínas, em um hospedeiro diferente pode ter a 

estabilidade e a atividade diminuídas (LISZKA et al., 2012). 

Assim, a imobilização em suportes sólidos talvez seja a estratégia preferida e mais 

utilizada para melhorar a estabilidade de biocatalisadores, o controle operacional, a fácil 

recuperação do produto (sem a contaminação do catalisador) e a flexibilidade para desenhar 

novos reatores. Com a imobilização, a estabilidade térmica resulta, sobretudo, do 

enrijecimento molecular causado pela ligação da enzima ao suporte sólido e pela criação de 

um microambiente protegido (IYER; ANANTHANARAYAN, 2008). Consequentemente, a 

estabilização da estrutura tridimensional da proteína oferece uma proteção contra o 

desdobramento causado por agentes desnaturantes, como a temperatura, o pH e a presença 

de dissolventes orgânicos.  

 

1.8  Imobilização de enzimas  

 

Para aplicações práticas, a imobilização de microrganismos ou enzimas em materiais 

sólidos oferece muitas vantagens, entre as quais o reúso da enzima, a fácil separação do 

produto e o aumento da estabilidade enzimática (BEG et al., 2001). O termo “enzimas 

imobilizadas” refere-se a enzimas fisicamente confinadas ou localizadas em determinada 

região de espaço, com retenção de suas atividades catalíticas, e que podem ser utilizadas 

repetida e continuamente (BRENA; BATISTA-VIERA, 2006). 

O suporte ideal para imobilização deve: possuir hidrofilicidade e resistência física à 

compressão; ser de fácil derivação; ser biocompatível; oferecer resistência ao ataque 

microbiano; apresentar baixo custo. As enzimas podem ser ligadas a um suporte (orgânico 

ou inorgânico) por interações que vão desde uma adsorção física ou ligações iônicas 

reversíveis até as estáveis ligações covalentes. Os métodos de imobilização enzimática 

podem ser classificados em reversíveis (Figura 4) e irreversíveis (Figura 5) (BRENA; BATISTA-

VIERA, 2006).  
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Figura 4 – Métodos reversíveis de imobilização enzimática. 

 

 
 
Figura 5 – Métodos irreversíveis de imobilização enzimática. 

 

Uma matriz muito utilizada é a agarose, um polímero natural extraído do ágar de 

algas vermelhas (Figura 6). Suas fibras são constituídas, basicamente, de unidades repetidas 

de agarobiose (D-galactose e 3,6-anidro-L-galactose), cujas hidroxilas serão transformadas, 

por meio de reações químicas, em grupos ativos, onde se ligarão as enzimas a serem 

imobilizadas (GUISÁN et al., 1997). 

  

 
Figura 6 – Estrutura química básica da agarose, formada por repetidas unidades de agarobiose. Fonte: Sassolas 
et al., 2012. 
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Além de ser atóxica e possuir alta porosidade, a agarose apresenta outras vantagens: 

caráter hidrofílico, facilidade de manuseio, ausência de grupos com cargas (o que previne a 

adsorção não específica do substrato e do produto) e disponibilidade comercial. No entanto, 

uma limitação do uso da agarose e demais suportes porosos é o alto custo, o que pode ser 

compensado com o emprego de métodos reversíveis de imobilização, permitindo a 

regeneração da matriz e sua reutilização (GUISÁN et al., 1997; BRENA; BATISTA-VIERA, 

2006).  

Dentre os suportes preparados a partir do gel de agarose, está o glioxil-agarose, 

obtido pela transformação dos grupamentos hidroxilas da agarose em grupos gliceril, sendo 

logo levados a glioxil (GUISÁN et al., 1997).  

Esse suporte (pequenos grupos aldeídos alifáticos) orienta a imobilização da enzima 

por meio de sua área de superfície que contém maior densidade de grupamentos amino, 

incluindo-se o amino-terminal da molécula e os grupamentos �-amino das cadeias laterais 

das lisinas. Em condições amenas de pH, durante o processo de imobilização, são 

estabelecidas, preferencialmente, as ligações com os grupos amino-terminal, enquanto que 

condições de altos valores de pH (10,0-10,2) possibilitam que os grupamentos amino das 

lisinas estejam reativos (Figura 7) e se estabeleçam ligações entre esses resíduos de 

aminoácidos e o suporte (GUISÁN et al., 1997). 

 
Figura 7 – Desprotonação dos grupos ε-amino das lisinas, após incubação em pH 10,0. Em pH 8,0-9,0, apenas o 
grupamento amino-terminal encontra-se reativo.  
 

Suportes de glioxil são descritos como um sistema bastante adequado para 

imobilização por ligação covalente multipontual (Figura 8). Dezenas de outras enzimas têm 

sido imobilizadas e bem estabilizadas nesse tipo de suporte, como penicilina G acilase de 

Escherichia coli e Kluyvera citrophila, tripsina, quimiotripsina, alcalase, carboxipeptidase A, 
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ferredoxina-NADP redutase, esterase, termolisina, D-aminoácido oxidase, catalases, lipases 

de diferentes fontes, uroquinase, L-aminoacilase, e quitosanase (MATEO et al., 2005).  

 
Figura 8 – Ilustração de uma enzima hipotética, imobilizada em glioxil-agarose. A redução com boroidreto de 
sódio torna irreversíveis as ligações imino formadas entre enzima e suporte.   
 

No caso de a enzima a ser imobilizada possuir baixa quantidade de lisina em sua 

superfície, pode-se aminar a proteína, previamente ao processo de imobilização. Tardioli      

et al. (2010) modificaram os grupos carboxílicos de uma glicoamilase com uso de 

cabodiimida e etilenodiamina, e a enzima aminada imobilizou-se rapidamente em suporte 

glioxil-agarose, originando derivados 500 vezes mais estáveis que a enzima solúvel.  

Os suportes ativados com grupos epóxidos possuem as seguintes vantagens: são 

fornecidos já em suas formas ativadas; são estáveis durante armazenamento; permitem 

imobilização em longos períodos; reagem com diferentes grupos das enzimas ― amino, tiol, 

fenol, imidazol ― e em condições suaves (pH 7,0, por exemplo), promovendo muito poucas 

modificações químicas na proteína. Entre os diversos suportes que podem ser ativados com 

esses grupos, destacam-se o Eupergit C, o Eupergit 250 e o Sepabeads. Por meio desses 

suportes, é possível obterem-se suportes heterofuncionais, ou seja, contendo dois tipos de 

grupos funcionais reativos: a) um que seja capaz de promover uma adsorção física da 

proteína (por exemplo, por troca iônica ou por adsorção metal-quelato); b) os grupos 

epóxidos, capazes de formar ligações covalentes com as enzimas (MATEO et al., 2007). 

Também com a finalidade de se imobilizarem enzimas em duas etapas, a agarose pode ser 

ativada com epicloridrina, em condições alcalinas, para a obtenção de suportes glioxil 

heterofuncionais (MATEO et al., 2010).  

Mais recentemente, foi proposto o direcionamento da imobilização por uma região 

específica da proteína, com modificação genética de sua superfície. Grazú et al. (2010) 

introduziram resíduos de cisteína em seis diferentes regiões ricas em lisina de uma penicilina 
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G-acilase de E. coli. Um dos derivados obtidos preservou mais de 90% da atividade inicial, foi 

30 vezes mais estável que a enzima solúvel e apresentou melhora na enantiosseletividade na 

hidrólise de ésteres quirais. 

Em se tratando de imobilização de xilanases, os estudos são poucos até então, 

quando comparados aos de demais enzimas. No entanto, a partir da última década, diversos 

métodos vêm sendo estudados com o intuito de se aumentarem a estabilidade e a 

possibilidade de reutilizações da enzima (Tabela 1). Ainda assim, nota-se que baixos fatores 

de estabilização foram obtidos, o que demonstra tratar-se de uma área a ser explorada em 

busca de melhores catalisadores para as possíveis aplicações industriais da xilanase.  
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

 O principal objetivo deste trabalho foi imobilizar e estabilizar xilanases microbianas, 

por método covalente multipontual. 

 

2.2 Objetivos específicos 

Os objetivos específicos foram:  

- produzir, caracterizar e purificar a enzima xilanase de Aspergillus niger;  

- produzir a xilanase de Aspergillus versicolor; 

- purificar parcialmente a xilanase comercial de Trichoderma longibrachiatum; 

- imobilizar covalentemente e de forma multipontual, em suportes sólidos, as 

xilanases de Aspergillus niger, Aspergillus versicolor, Trichoderma longibrachiatum, 

Thermomyces lanuginosus e Streptomyces halstedii; 

- caracterizar os derivados, de acordo com os parâmetros de atividade e estabilidade 

térmica;  

- analisar os produtos de hidrólise das xilanas beechwood ou birchwood, obtidos 

pelos melhores derivados. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Material  

  

Para este estudo, foram utilizadas enzimas xilanases obtidas de diferentes fontes, 

quatro fúngicas e uma bacteriana.  

 

3.2 Fontes de xilanase  

  

O fungo Aspergillus niger foi isolado no laboratório de Enzimologia (Departamento de 

Alimentos e Nutrição – FCFAr – UNESP de Araraquara), de um fruto de cupuaçu (Theobroma 

grandiflorum) em decomposição. Duas xilanases comerciais, produzidas por Trichoderma 

longibrachiatum e Thermomyces lanuginosus, foram obtidas da Sigma-Aldrich® (St. Louis, 

MO, EUA). Uma cepa do fungo Aspergillus versicolor foi gentilmente cedida pela Prof.a Dr.a 

Sandra Helena da Cruz (ESALQ, Universidade de São Paulo). A xilanase recombinante de 

Streptomyces halstedii, expressa em Streptomyces lividans, foi produzida e fornecida pelo 

grupo do Dr. Ramón Santamaría, do Consejo Superior de Investigaciónes Científicas (CSIC), de 

Salamanca, Espanha. 

 

3.3 Produção de xilanase de Aspergillus niger 

  

As culturas foram mantidas a 37°C, em tubos de ensaio contendo meio inclinado de 

2% (m/v) de ágar e 4% (m/v) de farinha de aveia (Quaker®). Após quatro dias de 

crescimento, o microrganismo foi guardado em geladeira (4°C). Em seguida, aos tubos de 

cultura foram adicionados 10 ml de água estéril; um volume de 2 ml da suspensão 

(aproximadamente 5 x 107 células.ml-1) foi então transferido para um erlenmeyer contendo 

50 ml de meio líquido com pó de sabugo de milho. Em determinados momentos, utilizaram-

se também, como fonte de carbono, xilana (oat spelt), glicose, xilose, avicel, 

carboximetilcelulose ou papel.  

 O meio líquido utilizado foi o descrito por Benedetti (2009), composto por 0,1% (m/v) 

de CaCO3, 0,5% (m/v) de NaCl, 0,1% (m/v) de NH4Cl, 0,5% (m/v) de água de maceração de 

milho e 1% (m/v) de fonte de carbono, em pH 6,0. Após a esterilização ― a 120°C, por 15 
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minutos ―, o meio foi inoculado e incubado a 37°C, com agitação constante a 140 rpm, em 

uma mesa incubadora de movimento linear. 

 Após 18 horas, os micélios resultantes das culturas foram colhidos, por filtração, em 

funil de separação com papel de filtro e auxílio de uma bomba de vácuo. O filtrado (meio de 

cultura livre de células) foi usado como preparação de enzimas extracelulares.   

 O extrato bruto, produzido por A. niger, foi deixado em contato com caulim a          

4% (m/v), por 30 minutos e a 4°C, quando foi filtrado, sob vácuo, para obtenção de um 

extrato mais puro. Em seguida, o extrato foi liofilizado. 

  

3.4 Produção de xilanase de Aspergillus versicolor 

 

As culturas de Aspergillus versicolor cresceram em um meio contendo 2% (m/v) de 

ágar, 2% (m/v) de sacarose, 2% (v/v) de sais de Vogel (Vogel, 1956) e 0,006% (v/v) de uma 

solução de biotina a 5% (m/v) em etanol a 50% (v/v), a 25°C, por cinco dias, de acordo com 

Andrade (2002).  

A cada tubo de cultura, foram adicionados 10 ml de água estéril; 2 ml dessa 

suspensão (contendo aproximadamente 5 x 107 esporos.ml-1) foram inoculados em 50 ml de 

meio líquido de Vogel (Vogel, 1956) contendo 1% (m/v) de xilana (oat spelt). Em seguida, o 

meio foi incubado a 25°C, com agitação a 140 rpm, por três dias. O extrato bruto foi filtrado 

em papel e centrifugado a 7400g, a 4°C, por 20 minutos.  

 

3.5 Produção de xilanase de Streptomyces halstedii JM8 

  

A cepa de S. halstedii JM8, aqui utilizada, foi originalmente isolada de resíduos 

agrícolas, verificando-se a produção de uma xilanase extracelular de 45 kDa (Xys1 L), 

contendo um domínio catalítico e um de ligação à celulose. As proteases extracelulares do 

tipo serínica clivam a xilanase na região carbóxi-terminal, liberando o domínio catalítico 

(Xys1S, de 33,7 kDa), que exibe a mesma atividade sobre a xilana que a proteína completa 

(RUIZ-ARRIBAS et al., 1995). Um códon que codifica o primeiro de uma sequência de 

resíduos de glicina foi substituído por outro de terminação, causando a remoção de uma 

região rica em glicina, localizada no grupo carboxílico terminal da Xys1S, originando uma 

proteína de 32,6 kDa (RUIZ-ARRIBAS et al., 1998). Esta proteína foi, então, modificada com 
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cauda de seis resíduos de histidina, na região carbóxi-terminal. Streptomyces lividans JI66 foi 

utilizado como hospedeiro para a produção de xilanase, realizada em meio YES, contendo 

1% (m/v) de extrato de levedura, 10,3% (m/v) de sacarose, e 5 mmol.l-1 de cloreto de 

magnésio, em pH 7,2, suplementado com 1% (m/v) de xilose e     10 �g.ml-1 de neomicina. O 

cultivo foi feito em frascos de 500 ml contendo 150 ml de meio, a 28°C, com agitação de 200 

rpm. O sobrenadante, obtido após seis dias de crescimento, foi utilizado como fonte da 

enzima xilanase (DÍAZ et al., 2004).  

 

3.6 Purificacão da enzima recombinante de Streptomyces halstedii JM8 

  

Para a purificação da enzima, a agarose 6 CL foi ativada com IDA-Ni, contendo          

10 μmol de grupos quelatos por ml de gel agarose, de acordo com método proposto por 

Armisén et al. (1999). O extrato bruto de xilanase foi diluído dez vezes, em tampão fosfato 

de sódio 50 mmol.l-1, contendo 150 mmol.l-1 de NaCl e 20 mmol.l-1 de imidazol, em pH 7,0. O 

NaCl foi adicionado para prevenir interações iônicas entre as proteínas não recombinantes e 

o suporte, e o imidazol, para minimizar a adsorção dessas proteínas ao suporte. Assim, 50 ml 

dessa solução (contendo 0,8 mg de proteína por ml) foram adicionados a 1 ml de suporte, a 

25°C, sob constante e suave agitação. Depois de a enzima ser completamente adsorvida ao 

suporte (aproximadamente uma hora), o derivado foi recuperado por filtração e lavado com 

50 ml de tampão fosfato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 7,0, contendo imidazol 50 mmol.l-1 e 

NaCl 150 mmol.l-1. Finalmente, a dessorção da xilanase foi realizada com incubação do 

suporte em 50 ml de tampão fosfato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 7,0, contendo 100 mmol.l-1 

de imidazol e 150 mmol.l-1 de NaCl, por 30 minutos.  

 

3.7 Dosagem de proteína 

 

As proteínas foram quantificadas de acordo com método desenvolvido por Lowry 

(1951), modificado por Hartree (1972). Nos estudos de imobilização das enzimas, utilizou-se 

o método de Bradford (1976). Em ambos os casos, usou-se soroalbumina bovina como 

padrão.  
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3.8 Atividade xilanolítica 

 

A atividade da xilanase foi medida com base no aparecimento de açúcares redutores 

(xilooligossacarídeos), após a hidrólise de xilana birchwood ou beechwood (Sigma-Aldrich), 

de acordo com metodologia de Miller (1959).  

Uma mistura de 4% (m/v) de xilana birchwood ou beechwood, em tampão acetato de 

sódio 100 mmol.l-1 e em pH 5,0, foi agitada por duas horas, a 25°C, e centrifugada por 30 

minutos, a 5000g. Após liofilização da parte solúvel, assumiu-se que 50% de ambos os 

substratos se solubilizaram, nestas condições. A fração solúvel foi diluída cinco vezes no 

mesmo tampão e utilizada como substrato para a determinação da atividade enzimática.   

A um volume de 0,9 ml de substrato adicionou-se 0,1 ml de solução enzimática, 

convenientemente diluída. A reação foi conduzida a 25°C, com agitação constante, durante 

dez minutos, quando se acrescentou 1 ml do reagente alcalino DNS (ácido                          

3,5-dinitrossalicílico), para detecção do produto. Após fervura por cinco minutos, fez-se a 

leitura em espectrofotômetro, em comprimento de onda de 540 nm. A curva de calibração, 

com uso de xilose, permitiu a obtenção de um coeficiente de extinção molar igual a                     

240 mol-1.l.cm-1. Uma unidade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima 

capaz de produzir 1 μmol de açúcar redutor (AR) por minuto. Obteve-se a atividade 

específica pela razão das unidades totais de enzima (U) por miligramas de proteínas.  

 

3.9 Efeito da adição de íons sobre a atividade da xilanase de Aspergillus niger  

 

Para a verificação do efeito de íons sobre a atividade da xilanase, o extrato 

concentrado foi diluído em tampão acetato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0, contendo os 

diferentes sais ― AgCl, CuCl2, NH4Cl, ZnSO4, KCl, FeCl3, BaCl2, MgSO4, NaCl, CaCl2 e HgCl2 ― 

nas concentrações de 1 mmol.l-1 e 5 mmol.l-1 O controle não sofreu adição de nenhum íon. A 

atividade foi medida como descrito no item 3.8. 

 

3.10 Estabilidade frente a diferentes valores de pH 

 

Os extratos de xilanase e os derivados foram incubados em diferentes valores de pH 

(3,0-9,0). Em determinados tempos, retiraram-se amostras para o ensaio de atividade 
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enzimática. Os tampões utilizados foram: acetato de sódio 100 mmol.l-1 (pH 4,0-5,0), fosfato 

de sódio 100 mmol.l-1 (pH 6,0-8,0), bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1 (pH 9,0-10,0) e borato 

de sódio 100 mmol.l-1 (pH 11,0). 

  

3.11 Determinação do pH ótimo 

 

A determinação do pH ótimo da enzima livre e dos derivados foi realizada em 

diferentes valores de pH. Para esse fim, utilizaram-se tampões acetato de sódio 100 mmol.l-1 

(pH 4,0-5,0), fosfato de sódio 100 mmol.l-1 (pH 6,0-8,0), bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1 

(pH 9,0-10,0) e borato de sódio 100 mmol.l-1 (pH 11,0). A atividade foi medida como descrito 

no item 3.8. 

 

3.12 Determinação da temperatura ótima 

 

As enzimas solúveis e os derivados foram submetidos à reação em diversas 

temperaturas, em tampão acetato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 5,0. A atividade foi medida 

como descrito no item 3.8. O valor da energia de ativação (EA) foi calculado pela regressão 

linear da curva obtida no gráfico de Arrhenius. 

 

3.13 Estabilidade térmica 

 

A xilanase de Aspergillus niger foi incubada por uma hora, em tampão acetato de 

sódio 100 mmol.l-1, em pH 5,0, em temperaturas entre 25 e 90°C, sendo, em seguida, 

submetida ao ensaio enzimático, conforme descrito no item 3.8. 

 

3.14 Inativação térmica 

 

As enzimas livres e os derivados foram incubados em diferentes valores de pH e de 

temperatura, em solução tampão acetato de sódio 100 mmol.l-1, fosfato de sódio                

100 mmol.l-1 ou, ainda, bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1. Em determinados tempos, uma 

amostra foi retirada, e a atividade, verificada, conforme descrito no item 3.8. A atividade 

residual foi calculada pela razão entre a atividade em um dado tempo e a atividade no início 
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da incubação. O fator de estabilização foi definido pela razão entre o tempo de meia-vida do 

derivado em questão e o do controle.  

  

3.15 Determinação de Km e Vmax aparentes 

 

A xilanase de Aspergillus niger foi ensaiada em concentrações de xilana birchwood de 

1 a 20 mg.ml-1 de tampão acetato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0. Os valores de Km e Vmax 

foram estimados após a elaboração de gráficos de Eadie-Hofstee, Lineweaver-Burk e Hanes-

Woolf. 

 

3.16 Preparo dos suportes de imobilização 

  

Os suportes carboximetil-sepharose fast flow (CM-sepharose), dietilaminoetil-

sepharose fast flow (DEAE-sepharose), Q-sepharose fast flow, Sulfopropil-sepharose fast 

flow (SP-sepharose) e sepharose 4 CL ativada com brometo de cianogênio (CNBr-sepharose) 

foram adquiridos da GE Healthcare Life Sciences® (Uppsala, Suécia).  

 

3.16.1 Glioxil-agarose  

 

As agaroses (4, 6 ou 10 CL) foram ativadas com diferentes concentrações de grupos 

aldeídos por grama de suporte, de acordo com metodologia descrita por Guisán (1988).  

Suspenderam-se 105 g de agarose em água, até um volume final de 180 ml (0,7 g de 

agarose equivale a 1 ml do gel). Sob suave homogeneização, adicionaram-se 50 ml de uma 

solução de NaOH 1,7 mol.l-1 com 1,425 g de boroidreto de sódio. Em um banho de gelo, 

foram acrescentados, gota a gota, 36 ml de glicidol. A mistura foi levemente agitada em 

temperatura ambiente, por 18 horas, e o gel, lavado excessivamente com água destilada. Os 

grupos gliceril formados foram oxidados com o uso de determinadas quantidades de 

periodato de sódio, de acordo com o grau de ativação desejado (Figura 9). Após duas horas, 

o gel foi lavado com água destilada, filtrado em vácuo e armazenado a 4°C.  

A quantidade de periodato de sódio não consumida na reação foi verificada por meio 

de titulação com iodeto de potássio. Amostras do sobrenadante foram retiradas 

periodicamente e acrescentadas a 0,7 ml de iodeto de potássio 10% (em água) e 0,7 ml de 
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solução de bicarbonato de sódio saturado. Após 10 minutos, as amostras foram lidas em 

espectrofotômetro, em comprimento de onda de 450 nm, e comparadas com um branco. O 

número de grupos gliceril formados na reação de eterificação é estequiométrico ao 

periodato consumido, correspondendo, portanto, à quantidade de grupos glioxil reativos.  

 

 
Figura 9 – Representação do suporte glioxil-agarose, contendo grupos aldeídos alifáticos.  
 

3.16.2 Monoaminoetil-N-aminoetil agarose (MANAE-agarose) 

  

 O suporte MANAE-agarose foi preparado de acordo com Fernandez-Lafuente et al. 

(1993). Em 35 g do suporte glioxil-agarose, adicionaram-se 200 ml de uma solução de 

etilenodiamina (EDA) 2 mol.l-1, em pH 10,0. Após duas horas de suave agitação, adicionou-

se boroidreto de sódio, obtendo-se uma concentração final de 10 mg.ml-1. Após duas horas 

de agitação, o suporte MANAE foi lavado, sucessivamente, com tampão acetato de sódio 

100 mmol.l-1, em pH 4,0, tampão borato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 9,0, e água destilada.  

 

3.16.3 Glutaraldeído-agarose 

  

 O suporte glutaraldeído-agarose foi preparado pela ativação dos grupos amino-

primários do suporte MANAE-agarose, de acordo com Fernandez-Lafuente et al. (1993), 

com pequenas modificações. Uma quantidade de 20 g de MANAE-agarose foi suspensa em     

22,4 ml de tampão fosfato de sódio 200 mmol.l-1, em pH 7,0. Posteriormente, 33,6 ml de 

uma solução de glutaraldeído a 25% foram adicionados, mantendo-se a mistura em suave 

agitação, por 16 horas, à temperatura ambiente. Por fim, o suporte foi lavado com água 

destilada, sob vácuo.   
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Figura 10 – Representação do suporte glutaraldeído-agarose. 
 

3.16.4 Polietilenoimina-agarose (PEI-agarose) 

 

O suporte polietilenoimina-agarose foi preparado de acordo com método de Mateo 

et al. (2000). Um volume de 90 ml de polietilenoimina (600 kDa) a 10% (m/v), em pH 10,5, 

foi adicionado a 7 g do suporte glioxil-agarose, sob suave agitação, por três horas. Em 

seguida, adicionou-se boroidreto de sódio até se obter uma concentração final de                 

10 mg.ml-1. Dessa forma, os grupos que não reagiram com a PEI foram reduzidos sob suave 

agitação, por duas horas. O gel foi filtrado e lavado com tampão acetato de sódio                

100 mmol.l-1, em pH 4,0, tampão borato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 9,0, e, finalmente, 

com água destilada. 

  

3.16.5 Suportes heterofuncionais 

 

Os suportes foram preparados de acordo com os métodos descritos por Mateo et al. 

(2010), conforme se observa na Figura 11. Nesse caso, a imobilização se dá em duas etapas: 

a) adsorção física ou química, em pH 7,0; b) união covalente multipontual, em pH 10,0. 

Para ativação com grupos epóxidos, 10 g de agarose 10 CL foram adicionados em      

44 ml de água, 16 ml de acetona, 3,28 g de hidróxido de sódio, 0,2 g de boroidreto de sódio 

e 11 ml de epicloridrina. Nessas condições, parte dos grupos epóxidos se abrem 

(aproximadamente 60%), originando dióis. A suspensão foi agitada suavemente, por 16 

horas, e lavada com excesso de água, sendo essa a base para obtenção dos seguintes 

suportes: 
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- IDA-glioxil: adicionou-se ácido iminodiacético 0,5 mol.l-1, em pH 11,0, por 24 horas, 

a 25°C.  

- Boronato-glioxil: fez-se a reação com ácido p-aminofenilborônico 5% dissolvido em 

dioxano 20%, em pH 11,0, por 24 horas, a 25°C. 

- Amino-glioxil: adicionou-se trietilamina a 1 mol.l-1 em solução de acetona 50% em 

água, em pH 12,0, por 24 horas, a 25°C.  

Finalmente, todos os suportes foram oxidados com periodato de sódio, como 

descrito por Guisán (1988), e lavados com água. 

 

 
Figura 11 – Preparação dos suportes glioxil-agarose heterofuncionais. Fonte: Mateo et al., 2010 (adaptado e 
traduzido). 
 

3.16.6 Quelato-agarose (IDA-Cu+2 agarose)  

 

Uma solução de 10 ml do suporte epóxido-agarose foi adicionada a 10 ml de tampão 

bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1 contendo 0,9 g de ácido iminodiacético, com pH ajustado 

a 11,0, como descrito por Armisén et al. (1999). Após 12 horas de suave agitação, a 25°C, o 

suporte foi lavado com água destilada e, em seguida, incubado com uma solução de               

5 mg.ml-1 de sulfato de cobre, por 30 minutos, e lavado, novamente, com água destilada 

(Figura 12). 
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Figura 12 – Representação do suporte IDA-quelato agarose. 

 

3.16.7 CNBr-sepharose  

 

Um grama de gel de sepharose ativada com CNBr (Figura 13) foi misturado em 100 ml 

de água, em pH 2,0-3,0. A suspensão foi agitada por 30 minutos e secada a vácuo. O gel foi 

utilizado como controle, uma vez que a imobilização das enzimas ao suporte ocorre, em 

suaves condições, de modo a formar majoritariamente ligações unipontuais. Assim, espera-

se que esse derivado apresente uma estabilidade próxima à da enzima solúvel.  

 

 
Figura 13 – Suporte comercial de sepharose ativada com brometo de cianogênio (CNBr), contendo éster de 
cianato e imido carbonato. Fonte: Sigma-Aldrich (adaptado).  
 

3.17 Imobilização de xilanases 

  

Os derivados foram preparados com baixas cargas enzimáticas, para que os estudos 

de atividade e estabilidade fossem realizados na ausência de limitações difusionais. 
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Durante o processo de imobilização, amostras do sobrenadante, da suspensão e do 

controle foram periodicamente retiradas, medindo-se a atividade enzimática. O processo foi 

considerado completo quando não mais se observou atividade no sobrenadante. A 

imobilização foi realizada com suave agitação e a 25°C, exceto quando mencionada outra 

temperatura. 

O rendimento de imobilização foi definido como a relação entre as atividades no 

sobrenadante e no branco da enzima solúvel, de acordo com a fórmula:  

���������	 �� ��	
����
çã	 (%) =
� − �

�
 � 100, 

em que A é a atividade enzimática da solução utilizada para a imobilização (branco), e B é a 

atividade verificada no sobrenadante, representando a enzima que não se ligou ao suporte.  

A atividade recuperada foi calculada pela razão entre a atividade da suspensão final, 

após o processo de imobilização, e a atividade inicial da enzima oferecida. 

������
�� �������
�
 (%) =
�

�
 � 100, 

em que A é a atividade enzimática da solução utilizada para a imobilização (branco), e C é a 

atividade do derivado obtido após imobilização.  

 

3.17.1 Xilanase de Aspergillus niger  

 

Uma quantidade máxima de 2 mg de enzima pura foi solubilizada em 10 ml de 

tampão fosfato de sódio (5 mmol.l-1 ― para imobilização em PEI-agarose, CM-sepharose, 

DEAE-sepharose, amino-glioxil e IDA-glioxil; 50 mmol.l-1 ― para imobilização em boronato-

glioxil; 100 mmol.l-1 ― para imobilização em IDA-Cu2+-agarose), em pH 7,0; 1 g de suporte foi 

adicionado a cada uma dessas soluções.  

A imobilização em sepharose ativada com CNBr também foi feita com 2 mg de 

enzima, diluídos em tampão fosfato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 7,0, a 4°C. Após 15 

minutos, o derivado foi filtrado e suspenso em uma solução de etanolamina 1 mol.l-1, em pH 

8,0, por duas horas, para bloqueio de qualquer grupo reativo remanescente.  

Quando o suporte utilizado foi o glioxil-agarose, a imobilização foi realizada com a 

diluição da enzima (2 mg) em tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0. Ao 

final do processo, fez-se a redução com 1 mg de boroidreto de sódio por ml de suspensão, 

por 30 minutos. O derivado foi lavado com água destilada. 
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3.17.2 Xilanase de Aspergillus versicolor 

 

A imobilização em glioxil-agarose foi feita com a diluição de 0,3 mg de proteína do 

extrato bruto em 10 ml de tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0, a 25°C. A 

solução enzimática foi adicionada a 1 g de suporte, e a suspensão, mantida em suave 

agitação. Ao fim da imobilização, o derivado foi reduzido com 1 mg de boroidreto de sódio 

por ml de suspensão, por 30 minutos, e lavado com água destilada.  

As mesmas condições, mas usando-se tampão fosfato de sódio 100 mmol.l-1, em      

pH 7,0, foram utilizadas para a imobilização em suporte glutaraldeído-agarose. A 

imobilização em MANAE-agarose e em PEI-agarose foi realizada com a mesma quantidade 

de enzima, diluída em tampão fosfato de sódio 5 mmol.l-1, em pH 7,0, a 25°C. Após a 

imobilização, os derivados foram lavados com água destilada.  

 

3.17.3 Xilanase de Trichoderma longibrachiatum 

 

Para a purificação parcial, prévia à etapa de imobilização, foram utilizados os 

suportes comerciais Q-sepharose e Sulfopropil-sepharose (SP-sepharose). A enzima foi 

diluída em tampão fosfato de sódio 5 mmol.l-1, em pH 8,0 (Q-sepharose) ou em pH 6,0 (SP-

sepharose).  

Para imobilização em glioxil-agarose, uma quantidade de 0,25 mg da enzima 

parcialmente purificada foi diluída em 10 ml de tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, 

em pH 10,0. Essa solução foi adicionada a 1 g de suporte. Ao final da imobilização, o 

derivado foi reduzido com boroidreto de sódio (1 mg.ml-1 de suspensão), sob agitação suave, 

por 30 minutos e, em seguida, lavado com água destilada.  

Em um único momento, testou-se a imobilização em glioxil-agarose em pH 8,5. O 

tampão utilizado foi o fosfato de sódio 100 mmol.l-1. Nesse caso, manteve-se a imobilização 

overnight e, após filtração, o derivado foi ressuspenso em tampão bicarbonato de sódio 100 

mmol.l-1, em pH 10,0, por duas horas, quando se fez a redução com boroidreto de sódio.  

A imobilização em CNBr-sepharose foi realizada conforme descrito no item 3.17.1, 

utilizando-se 0,25 mg de enzima parcialmente purificada.  
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3.17.4 Xilanase de Thermomyces lanuginosus 

 

A imobilização da xilanase de T. lanuginosus em 1 g de glioxil-agarose foi feita com 

diluição de 0,1 mg de enzima em tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0. Ao 

final do processo, o derivado foi reduzido com boroidreto de sódio (1 mg.ml-1 de suspensão).  

Da mesma forma descrita no item 3.17.1, realizou-se a imobilização em sepharose 

ativada com CNBr, utilizando-se 0,1 mg de enzima. 

 

3.17.5 Xilanase de Streptomyces halstedii 

 

A imobilização em glioxil-agarose foi obtida com a diluição de 0,2 mg de xilanase em 

10 ml de tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0. A solução foi adicionada a 

1 g de suporte, e a suspensão, suavemente agitada.  

A imobilização em CNBr-sepharose foi realizada conforme descrito no item 3.17.1. 

 

3.18 SDS-PAGE 

 

As amostras de enzimas livres e imobilizadas foram submetidas à eletroforese, em 

condições desnaturantes, em gel de poliacrilamida a 12%, de acordo com o método de 

Laemmli (1970). Nas situações em que a amostra foi uma enzima imobilizada em glioxil-

agarose, o derivado foi utilizado previamente ao processo de redução com boroidreto de 

sódio. O padrão de massa molecular (GE Healthcare Life Sciences, Uppsala, Suécia) consistiu 

em fosforilase b (97 kDa), albumina sérica bovina (66 kDa), ovoalbumina (45 kDa), anidrase 

carbônica (30 kDa), inibidor de tripsina (20,1 kDa) e α-lactoalbumina (14,4 kDa). Os géis 

foram corados com coomassie brilliant blue ou com prata, de acordo com Heukeshoven e 

Dernick (1985).  

 

3.19 Hidrólise de xilana pelos derivados  

  

A hidrólise da fração solúvel de xilana beechwood ou birchwood 4% (m/v), em 

tampão acetato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0, foi realizada pela reação de 300 mg de 

derivado (contendo de 0,03 a 0,6 mg de proteína) com 15 ml da solução de substrato. A cada 
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intervalo de tempo, uma amostra foi retirada, determinando-se a quantidade formada de 

açúcares redutores (Miller, 1959). O máximo aparecimento de açúcares redutores, ou seja, 

quando sua concentração se manteve constante, foi considerado como 100% de liberação. 

Em alguns momentos, a hidrólise ocorreu em diferentes valores de pH ― em tampão fosfato 

de sódio 50 mmol.l-1 (pH 6,0-8,0) ou bicarbonato de sódio 50 mmol.l-1 (pH 9,0-10,0) ― e em 

diferentes temperaturas. Os produtos foram analisados por cromatografia de troca iônica de 

alto desempenho ou em camada delgada de sílica gel. 

 

3.20 Cromatografia de troca aniônica de alto desempenho com detecção por pulso 

amperométrico (HPAEC-PAD) 

 

Os xilooligossacarídeos foram analisados por HPAEC-PAD, usando-se um sistema 

Dionex ICS2500, que consistiu em uma bomba de gradiente GP50 e um detector 

eletroquímico ED50 com eletrodo de trabalho de ouro e eletrodo de referência de Ag/AgCl. 

O processamento dos dados foi realizado com o software Chromeleon, versão 6.7 (Dionex 

Corporation, Sunnyvale, CA, EUA). Para o preparo dos eluentes, utilizaram-se água MilliQ, 

NaOH 50% (m/v) e acetato de sódio. Todos os eluentes foram desgaseificados com gás hélio, 

por 25 minutos.  

As análises foram feitas, a 25°C, em uma coluna CarboPac PA-1 (250×4mm), com uma 

coluna de guarda CarboPac PA-1 (50×4mm). A separação foi realizada com fluxo de                

1 ml.min-1, de acordo com método de Gullón et al. (2010), com algumas modificações. 

Foram utilizados dois eluentes ― NaOH 100 mmol.l-1 (A); NaOH 100 mmol.l-1 e acetato de 

sódio 500 mmol.l-1 (B) ―, com um gradiente de 0-70% do eluente B, em 0-45 minutos. Após 

cada corrida, a coluna foi lavada, por dez minutos, com NaOH 100 mmol.l-1 e acetato de 

sódio 1 mol.l-1, e reequilibrada, por 15 minutos, com as condições iniciais do gradiente 

empregado. 

Antes da injeção (20 μl), as amostras e os padrões foram filtrados em uma membrana 

de náilon Millipore FH (0,22 μm) (Bedford, MA, EUA). Os XOS foram quantificados por 

calibração externa, com uso de soluções contendo padrões de xilose e de XOS (xilobiose a 

xilohexose), sendo os coeficientes de regressão da curva de calibração maiores que 0,99.  
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3.21 Cromatografia em camada delgada (TLC) 

 

Os produtos de hidrólise das enzimas livres ou imobilizadas foram, algumas vezes, 

analisados por cromatografia em camada delgada, em sílica gel G-60. A fase móvel utilizada 

foi composta por acetato de etila, ácido acético, ácido fórmico e água (9:3:1:4 v/v), como 

descrito por Fontana et al. (1988). Os açúcares foram detectados com 0,2% (m/v) de orcinol 

em ácido sulfúrico e metanol (1:9 v/v). Xilose e xilobiose foram usadas como padrões.  

 

3.22 Reúso dos derivados  

 

A possibilidade de reúso do derivado obtido com a xilanase de A. versicolor foi 

verificada após reação de 0,5 g de derivado (0,15 mg de proteína) em 5 ml da porção solúvel 

de xilana birchwood 1%, em tampão acetato de sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0, a 25°C. Para o 

derivado da enzima de S. halstedii, a reação foi feita com 0,5 g de derivado (0,1 mg de 

proteína) para 15 ml da solução contendo xilana beechwood 1%, em tampão acetato de 

sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0, a 25°C. 

Após cada ciclo de reação, o derivado foi lavado, por três vezes, com tampão acetato 

de sódio 50 mmol.l-1, em pH 5,0, e o substrato foi adicionado para um novo ciclo e, assim, 

sucessivamente.  

 

3.23 Produção de XOS em reator de leito empacotado  

 

Um reator de leito empacotado (vidro borossilicato; 12 cm de comprimento; 1 cm de 

diâmetro), contendo 3 g de um derivado com baixa carga de xilanase (0,3 mg de proteína/g) 

de Aspergillus versicolor em glioxil-agarose, foi usado para a produção de XOS. Um volume 

de 25 ml da fração solúvel de xilana birchwood 4% (m/v), em tampão acetato de sódio 50 

mmol.l-1, em pH 5,0, foi introduzido no reator por uma bomba peristáltica. A temperatura de 

reação foi mantida em 55°C, com uso de um circulador de água (MLW, U2C, Berlim). Um 

diagrama esquemático do reator com a xilanase imobilizada é mostrado na Figura 14.  

Foram testados dois métodos de produção de XOS em reator. Na operação contínua, 

a solução de xilana foi introduzida no reator para, em seguida, ser direcionada a outro 

reservatório, a um fluxo de 12 ml.h-1. No modo de operação contínua com recirculação, 
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apenas um reservatório foi utilizado, sendo mantido sob agitação. A recirculação ocorreu 

por quatro horas, a um fluxo de 60 ml.h-1.  

As amostras foram retiradas periodicamente, e os açúcares redutores, quantificados. 

O perfil do produto de hidrólise foi analisado por cromatografia em camada delgada.  

 

 
Figura 14 – Esquema ilustrando a imobilização covalente multipontual da xilanase de Aspergillus versicolor, em 
suporte glioxil-agarose, e seu uso em um reator de leito empacotado, para produção contínua de 
xilooligossacarídeos.  

 

3.24 Análise dos dados 

 

Os ensaios foram todos realizados em triplicatas, e o desvio padrão nunca 

ultrapassou 5%, em relação à média.  
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4 RESULTADOS 

 

4.1 Xilanase de Aspergillus niger  

  

4.1.1 Identificação do fungo 

 

O fungo foi isolado de um fruto de cupuaçu (Theobroma grandiflorum) e identificado 

morfologicamente como uma cepa do fungo filamentoso Aspergillus niger, pelo grupo da 

Dr.a Derlene Attili de Angelis, do Instituto de Biociências da UNESP de Rio Claro, SP. A Figura 

15 mostra o conidióforo desse fungo, contendo os conidiósporos.  

 

 
Figura 15 – Microscopia óptica (400x) do conidióforo do fungo Aspergillus niger.  
 

 Em seguida, para confirmação, o fungo foi enviado ao Instituto André Tosello 

(Campinas, SP), para identificação molecular. O fungo apresentou 100% de similaridade com 

as sequências de linhagens de Aspergillus niger van Thiegem, depositadas nos bancos de 

dados Genbank e CBS. Na árvore filogenética, a amostra agrupou-se com as linhagens 

Aspergillus niger NRRL1956 e CBS55465. 

 

4.1.2 Clarificação e concentração do extrato enzimático 

  

Em estudos prévios, realizados com esse mesmo microrganismo, Benedetti (2009) 

observou que, dentre as fontes de carbono de baixo custo testadas (farelo de trigo, pó de 

sabugo de milho e bagaço de cana-de-açúcar), a melhor para a produção de xilanase pelo 
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fungo A. niger foi o sabugo de milho em pó. Sendo assim, optou-se por fazer, aqui, a 

produção da enzima com uso desse resíduo agroindustrial.  

Além disso, a mesma autora verificou que a adsorção do extrato em caulim 

possibilitava a visualização de apenas uma banda proteica, correspondente à xilanase. 

No entanto, logo após o início deste trabalho, a empresa fornecedora do caulim teve 

suas atividades encerradas, e o uso do produto proveniente de outras marcas não causou o 

mesmo efeito sobre o extrato, mantendo-o com algumas outras proteínas (Figura 16).  

Como se observa na Tabela 2, há uma diminuição da quantidade de proteína no 

extrato tratado com caulim, ou seja, ocorre a adsorção de parte da proteína total ao 

minério. Porém, ao fim do processo, a atividade específica é praticamente igual à do extrato 

bruto. Dessa forma, optou-se por manter o tratamento com o caulim, até pelo fato de ser 

notável, ainda que visualmente, a diminuição da turvação decorrente da retirada de algumas 

impurezas pelo caulim.  

 

 
Figura 16 – SDS-PAGE do extrato bruto de Aspergillus niger. Raias: (1) marcador de massa molecular; (2) 
extrato bruto. 
 

Tabela 2 – Efeito do tratamento do extrato bruto com caulim, na atividade da xilanase de A. niger 
 Sem tratamento Tratamento com caulim 
Atividade (U.ml-1) 0,45 0,40 
Proteína (mg.ml-1) 0,87 0,76 
Atividade específica (U.mg-1) 0,52 0,53 
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 Em seguida, testou-se o efeito da liofilização do extrato bruto e do tratado com 

caulim (Tabela 3). Nota-se uma atividade específica final semelhante em ambos os casos. 

Preferiu-se a liofilização do extrato tratado com caulim aos demais métodos, o que permitiu 

o transporte e o armazenamento da enzima, por longos períodos, com menores riscos de 

contaminação.  

 

Tabela 3 – Efeito da liofilização do extrato bruto e do extrato tratado com caulim, na atividade da xilanase de 
Aspergillus niger 
 Sem tratamento Filtração com caulim 
Atividade (U.ml-1) 1,83 1,56 
Proteína (mg.ml-1) 2,11 1,82 
Atividade específica (U.mg-1) 0,87 0,86 
 

4.1.3 Produção de xilanase por Aspergillus niger em diferentes fontes de carbono 

 

Para se estabelecer o efeito da fonte de carbono na produção de xilanase, o fungo    

A. niger foi crescido em meio líquido contendo diferentes fontes de carbono e em meio sem 

fonte de carbono adicional, por 18 horas (Tabela 4).  

 
Tabela 4 – Atividade xilanolítica em filtrado de cultura do fungo A. niger, em diferentes fontes de carbono 

Fonte de carbono  pH Atividade 
(U.ml-1) 

Proteína 
(mg.ml-1) 

Atividade específica 
(U.mg-1) 

Ausente 6,6 0 1,07 0 
Xilana 1% 7,4 0,39 0,70 0,56 
Glicose 1% 4,6 0,02 0,59 0,03 
Xilose 1% 6,9 0,57 1,09 0,52 
Xilana 1% + Glicose 0,5% 6,6 0,37 0,71 0,52 
Xilana 1% + Glicose 1% 4,6 0,06 0,66 0,09 
Xilana 1% + Glicose 2% 5,3 0 0,97 0 
Xilana 1% + Xilose 0,5% 7,0 0,55 0,94 0,58 
Xilana 1% + Xilose 1% 6,1 0,67 1,17 0,57 
Xilana 1% + Xilose 2% 6,7 0,29 1,71 0,17 
 

Os resultados apresentados mostram que a glicose atuou como repressora de síntese 

das xilanases nesse microrganismo. Houve 100% de inibição da produção da enzima quando 

foram utilizados 2% de glicose no meio de cultivo. Em presença de glicose, o pH final do 

meio de cultivo, por 18 horas, ficou levemente acidificado (pH 4,6). 
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Entre os fungos, há diferentes tipos de mecanismos de indução enzimática. Na 

literatura, a repressão catabólica (ou repressão por glicose) é um consenso na síntese de 

xilanase por Aspergillus sp. e representa o principal mecanismo de repressão de 

determinadas enzimas. Nesse caso, os carboidratos prontamente metabolizáveis, como a 

glicose, reprimem a síntese de enzimas relacionadas ao catabolismo de fontes alternativas 

de carbono, garantindo a utilização da fonte de carbono presente mais acessível. Isso ocorre 

por meio da proteína CREA (codificada pelo gene creA), que se liga a pequenas e específicas 

sequências no DNA, união que impede a transcrição de genes alvos  (RUIJTER; VISSER, 1997).  

Enquanto alguns fungos possuem a produção de xilanase reprimida por xilose (como 

ilustrado na Figura 17), outros não apresentam o mesmo comportamento.  

 

 
Figura 17 – Esquema hipotético da regulação do complexo xilanolítico envolvendo a xilanase e a β-xilosidase. 
Fonte: Polizeli et al., 2005 (adaptado e traduzido).  

 

De fato, a presença de baixas concentrações de xilose no cultivo não reprimiu, e até 

induziu, a síntese das xilanases no fungo estudado (Tabela 4). Quando se utilizou 1% desse 

açúcar, a atividade específica foi apenas 6% menor que a obtida no crescimento com xilana 

e, na presença de 1% de xilana com 0,5% ou 1% de xilose, houve um ligeiro aumento da 
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atividade xilanolítica. Quando se utilizaram, concomitantemente, as fontes de carbono 

xilana 1% e xilose 2%, já se notou uma grande inibição da atividade enzimática.  

Em Aspergillus niger, o ativador transcricional XlnR controla a expressão dos genes 

codificadores de enzimas xilanolíticas e celulolíticas (PEIJ et al., 1998). De acordo com Vries 

et al. (1999), o nível de expressão de cada enzima xilanolítica é influenciado pelo balanço 

entre a indução por XlnR e a repressão por creA. Os mesmos autores comprovaram que o 

nível de expressão dos genes xilanolíticos é, de modo geral, maior em xilana que em xilose. 

Em Aspergillus niger, isso é explicado pelo fato de a xilose ser liberada gradualmente a partir 

da xilana, resultando em baixa concentração de xilose no meio. Nessas condições, a 

repressão por xilose, mediada pela proteína CREA, é baixa, e maiores níveis de expressão de 

genes xilanolíticos são observados. No entanto, em um meio contendo, aproximadamente, 

70 mmol.l-1 de xilose, a repressão por creA passa a ser significante, resultando em níveis 

reduzidos de expressão. 

Na Tabela 5, encontram-se os valores de atividade xilanolítica no filtrado de cultura 

do fungo A. niger, crescido com demais fontes de carbono (avicel, carboximetilcelulose, 

papel e xilana) e em diferentes tempos (8, 24 e 36 horas). 

 

Tabela 5 – Atividade de xilanase em filtrado do A. niger crescido com quatro diferentes fontes de carbono 

Tempo de cultivo 
(horas) Fonte de carbono Atividade 

(U.ml-1) 
Proteína 
(mg.ml-1) 

Atividade 
Específica 
(U.mg-1) 

8 

Avicel 0,01 0,63 0,02 
Carboximetilcelulose 0,01 0,57 0,02 

Papel 0 0,41 0 
Xilana 0,01 0,68 0,01 

24 

Avicel 0,01 0,42 0,02 
Carboximetilcelulose 0,22 0,54 0,41 

Papel 0,10 0,49 0,20 
Xilana 0,34 0,45 0,76 

36 

Avicel 0,04 0,43 0,09 
Carboximetilcelulose 0,14 0,58 0,24 

Papel 0,09 0,42 0,21 
Xilana 0,32 0,41 0,78 

 

Como esperado, as atividades foram maiores quando a fonte de carbono foi a xilana, 

tanto em 24 quanto em 36 horas de cultivo. Quando se usou avicel, carboximetilcelulose ou 

papel, atividades inferiores foram obtidas, com destaque para a carboximetilcelulose, em 24 
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horas de cultivo (0,41 U.mg-1). Não se observou atividade de avicelase em nenhum caso, e 

irrisórias atividades de carboximetilcelulase foram encontradas apenas quando a fonte de 

carbono foi a xilana, por oito horas de crescimento (0,03 U.mg-1), e a carboximetilcelulose, 

por 24 horas (0,04U.mg-1).  

Com o pó de sabugo de milho como fonte de carbono, não foram detectadas 

atividades de beta-xilosidase, avicelase e carboximetilcelulase no extrato bruto. 

  

4.1.4 Caracterização da xilanase produzida por Aspergillus niger  

 

4.1.4.1 Determinação do pH ótimo 

 

A máxima atividade da xilanase foi em pH 5,0 (Figura 18), valor semelhante aos 

demais determinados para xilanases microbianas (CARMONA et al., 1998; SUNNA; 

ANTRANIKIAN, 1997; POLIZELI et al., 2005; MILAGRES et al., 2005; FENGXIA et al., 2008). 

Mais de 85% de atividade são observados na faixa de pH 4,5-6,0.  

 
 

 
Figura 18 – Efeito do pH na atividade xilanolítica do filtrado de A. niger.  
 

4.1.4.2 Determinação da temperatura ótima 

 

A temperatura ótima da xilanase presente no extrato bruto tratado com caulim foi de 

55°C (Figura 19). Esse valor foi igual ao de Ceriporiopsis subvermispora (MILAGRES et al., 

2005) e de Aspergillus fischeri (CHANDRA; CHANDRA, 1996) e comparável com o de xilanases 
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de outros fungos termoestáveis, cujas temperaturas ótimas variam de 40°C a 60°C, tais como 

Humicola grisea var. thermoidea (MONTI et al., 1991; MONTI et al., 2003), Rhyzopus 

stolonifer (GOULART et al., 2005), Aspergillus versicolor (CARMONA et al., 1998) e 

Thermomyces lanuginosus (PUCHART et al., 1999).  

O valor da energia de ativação (EA) foi de 19,05 KJ.mol-1 (4,55 Kcal.mol-1), ou seja, a 

energia necessária para a hidrólise da xilana birchwood foi inferior àquelas obtidas para a 

xilanase de Aspergillus fischeri (CHANDRA; CHANDRA, 1996) e para a de Aspergillus tamarii 

(GOUDA; ABDEL-NABY, 2002), que foram de 27,4 KJ.mol-1 e 24,06 KJ.mol-1, respectivamente. 

 

 
Figura 19 – Efeito da temperatura na atividade xilanolítica do filtrado de A. niger.  
 

4.1.4.3 Determinação de Km e Vmax aparentes 

 

Na Tabela 6, encontram-se os valores de V0 para cada concentração de substrato ([S]) 

utilizada. A xilanase presente no extrato clarificado apresentou uma típica cinética 

michaeliana (Figura 20). 

Valores de Km e Vmax da xilanase de A. niger foram estimados por diferentes métodos, 

usando-se xilana birchwood como substrato (Figura 21). Em média, o Km obtido foi de       

10,41 mg.ml-1, e a Vmax igual a 3,32 U.mg proteína-1 (Tabela 7).  
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Tabela 6 – Valores de concentração de substrato e velocidade inicial de xilanase presente no extrato de A. 
niger, filtrado em caulim 

[S]a V0
 b 1.[S] -1 1.V0

-1 V0.[S] -1 [S].V0
-1 

mg.ml-1 μmols.min-1.mg-1         
1 0,2927 1 3,42 0,29 3,42 

2,5 0,6553 0,4 1,53 0,26 3,81 
5 1,0533 0,2 0,95 0,21 4,75 

10 1,5989 0,1 0,62 0,16 6,25 
20 2,2195 0,05 0,45 0,11 9,01 

aConcentração de substrato; bVelocidade inicial.  

 

 
Figura 20 – Gráfico de Michaelis-Menten da enzima xilanase de Aspergillus niger.  
 

 
Figura 21 – Cálculo de Km e Vmax da enzima xilanase de A. niger por diferentes métodos. Gráfico de Lineweaver-
Burk (A); gráfico de Eadie-Hofstee (B); gráfico de Hanes-Woolf (C). O substrato utilizado foi a xilana birchwood.  

0

0,5

1

1,5

2

2,5

0 5 10 15 20

V 0
  (

μm
ol

.m
in

-1
.m

g-1
)  

Concentração de substrato  
(mg.ml-1) 



64 
 

 

Tabela 7 – Valores de Km e Vmax aparentes do filtrado de A. niger, obtidos por diferentes métodos 

Método 
Km  Vmax  

(mg.ml-1) (μmols.min-1.mg-1) 
Lineweaver-Burk 10,20 3,28 

Eadie-Hofstee 10,30 3,30 
Hanes-Woolf 10,73 3,38 

 

4.1.4.4 Estabilidade térmica 

 

 
Figura 22 – Estabilidade térmica da xilanase de Aspergillus niger, após uma hora de incubação, nas diferentes 
temperaturas.  
 

A enzima mostrou ótima estabilidade até 55°C, com preservação da atividade por, 

pelo menos, uma hora de incubação. Já a 60°C, a xilanase manteve 20% da atividade (Figura 

22). 

 

4.1.4.5 Inativação térmica 

 

A 55°C, a enzima manteve, aproximadamente, 70% da atividade, por até oito horas 

de incubação (Figura 23), sendo que, em 24 horas, não mais se observou atividade (dados 

não mostrados). Já a 60°C, houve uma rápida queda da mesma (Figura 24). 
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Figura 23 – Inativação térmica, a 55°C, da enzima xilanase de Aspergillus niger.  

 

A meia-vida da xilanase foi de 10-15 minutos, a 60°C (Figura 24). Esse valor foi 

próximo ao de xilanases de Aspergillus sp. (GAWANDE; KAMAT, 1998) e de Aspergillus 

versicolor (CARMONA et al., 1998). Foi, porém, inferior ao de Humicola grisea var. 

thermoidea (LUCENA NETO; FERREIRA FILHO, 2004), de 5,5 horas, ao de Aspergillus tamarii 

(GOUDA; ABDEL-NABY, 2002), de 50 minutos, e ao de Acrophialophora nainiana (CARDOSO; 

FERREIRA FILHO, 2003), de uma hora. 

 

 
Figura 24 – Inativação térmica, a 60°C, da enzima xilanase de Aspergillus niger.  
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4.1.4.6 Estabilidade ao pH  

  

A xilanase mostrou-se bastante estável, mormente entre os valores de pH 4,0 a 9,0, 

sendo que, em pH 10,0 e 11,0, ela manteve mais de 70% de atividade, mesmo após 24 horas 

de incubação a 25°C (dados não mostrados). Na Figura 25, observa-se a estabilidade da 

xilanase de A. niger em pH 10,0. Os dados obtidos são de grande importância quando se 

trata de imobilização, uma vez que os métodos mais eficientes exigem que o processo seja 

realizado em meio alcalino, quando os grupamentos amino das lisinas se encontram 

reativos, possibilitando, portanto, o estabelecimento de reações covalentes entre a proteína 

e o suporte.  

 

 
Figura 25 – Estabilidade da xilanase de A. niger em pH 10,0.  
 

4.1.5 Efeito da adição de íons na atividade xilanolítica 

  

A Tabela 8 apresenta os valores de atividade após reação contendo os diversos íons, 

nas concentrações de 1 mmol.l-1 e 5 mmol.l-1. Os efeitos inibitórios mais relevantes foram 

observados com a adição de 5 mmol.l-1 dos íons Cu+2, Zn+2, Fe+3 e Hg+2, sugerindo uma 

complexão desses metais, em especial com grupos imidazol, tiol ou indol dos resíduos de 

aminoácidos possivelmente presentes no sítio ativo da enzima. De acordo com a revisão de 

Bastawde (1992), diversas xilanases fúngicas e bacterianas apresentam inibição por esses 

íons, sendo mais comum o Hg+2. Por exemplo, Carmona et al. (2005) verificaram total 
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inibição da xilanase II de A. versicolor com os íons Hg+2 e Cu+2, embora Fe+3 e Zn+2 houvessem 

também inibido a atividade enzimática, em menores proporções.   

 
Tabela 8 – Efeito da adição de íons na atividade da xilanase de A. niger 

Íon 
1 mmol.l-1 5 mmol.l-1 

Atividade 
(U.ml-1) 

Ativação/Inibição (%) Atividade 
(U.ml-1) 

Ativação/Inibição 
(%) 

Controle 9,77 -- 9,47 -- 
Ag+ 9,50 - 2,76 9,50 + 0,32 

Mg+2 9,03 - 7,58 8,87 - 6,34 
Cu+2 8,15 -16,58 4,28 - 54,81 
NH4

+ 10,07 + 3,07 8,15 - 13,94 
Zn+2 10,38 + 6,24 7,08 - 25,24 
K+ 9,66 - 1,13 10,38 + 9,61 

Fe+3 10,04 + 2,76 5,60 - 40,87 
Ba+2 9,58 - 1,95 10,26 + 8,34 
Ca+2 9,33 - 4,5 10,35 + 9,29 
Na+ 10,21 + 4,5 9,02 - 4,75 
Hg+2 10,41 + 6,55 4,95 - 47,73 

 

4.1.6 Purificação  

 

O extrato bruto, contendo a enzima xilanase e algumas outras proteínas, foi 

secretado no meio de cultivo pelo fungo Aspergillus niger, crescido com pó de sabugo de 

milho como fonte de carbono (Figura 26, raia 2). Inicialmente, realizaram-se experimentos 

com o objetivo de se purificar a enzima de interesse, por meio de batch em suportes com 

diferentes tipos de ativação (Tabela 9).  

 
Tabela 9 – Rendimento e atividade recuperada do extrato bruto de xilanase imobilizado em diferentes suportes 
Suportes Rendimento de imobilização (%) Atividade recuperada (%) 
DEAE-sepharose 16,9 ND 
PEI-agarose 0 ND 
Amino-glioxil-agarose 3,4 ND 
Carboximetil-sepharose 10,8 ND 
IDA-glioxil-agarose 17,5 ND 
IDA-Cu-agarose 50,4 71,5 
Boronato-glioxil-agarose 5 ND 
ND: não determinado. Os suportes foram preparados como descrito em Métodos.  

 

Quando oferecidas 20 U.g de suporte-1, cerca de 50% da enzima foram adsorvidos no 

suporte IDA-Cu agarose, com boa atividade recuperada. Após dessorção com 20 mmol.l-1 de 
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imidazol, verificou-se uma única proteína, de aproximadamente 35 kDa, com atividade de 

xilanase (Figura 26, raia 4). O fator de purificação foi de 4,14 (Tabela 10). Com os demais 

suportes testados, insignificantes valores de rendimento de imobilização foram obtidos.  

 

 
Figura 26 – SDS-PAGE da purificação da endo-1,4-β-xilanase em IDA-Cu. Raias: (1) marcador de massa 
molecular; (2) extrato bruto proteico de Aspergillus niger; (3) proteínas não adsorvidas em IDA-Cu; (4) endo-
1,4-β-xilanase após dessorção de IDA-Cu com 20 mmol.l-1 de imidazol; (5) idem à raia 4, porém corado com 
nitrato de prata. 

 

Tabela 10 – Valores de proteína e atividade após purificação da endo-1,4-β-xilanase de Aspergillus niger com 
IDA-Cu agarose 

 Proteína 
(mg) 

Atividade 
(UI) 

Atividade específica 
(U.mg-1) 

Fator de 
purificação 

Extrato bruto 26 52,8 2,03 1,00 
Endoxilanase 2,7 22,7 8,41 4,14 
 

4.1.7 Estudos de imobilização 

 

Preparou-se um suporte agarose 10 CL, ativado com 180 μmol de grupos glioxil por 

ml de gel. A endoxilanase purificada, aqui denominada xilanase I (xil I), foi então imobilizada 

em glioxil-agarose e, após duas horas, 100% da enzima ligaram-se ao suporte, preservando 

80% da atividade inicialmente oferecida (Figura 27).  
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Figura 27 – Curso de imobilização da xilanase I de Aspergillus niger em glioxil-agarose 10 CL. (♦) controle 
(enzima solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A imobilização foi realizada em tampão bicarbonato de 
sódio 100 mmol.l-1 pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  

 

O fungo Aspergillus niger pode expressar ao menos cinco formas majoritárias de 

xilanases, além de outras dez secundárias. Isso pode resultar do processamento alternativo 

do mRNA, de proteólises parciais e/ou de diferenças no grau de amidação e glicosilação 

(BIELY, 1985). Assim, a segunda fração (xilanase II), que não se adsorveu ao suporte quelato, 

foi também imobilizada em glioxil-agarose. No entanto, o tempo para a imobilização foi bem 

superior: após 48 horas, apenas 70% da enzima uniram-se ao suporte (Figura 28). Dessa 

forma, há, também, a possibilidade de o extrato conter outras isoenzimas, que nem mesmo 

em longos períodos foram capazes de se ligar ao suporte. 

As duas frações de xilanase (xil I e xil II) também foram imobilizadas em suporte de 

sepharose ativada com CNBr. Uma imobilização muito suave é realizada nesse suporte, em 

pH 7,0 e a 4°C, por 15 minutos. Assim, qualquer tipo de união multipontual é evitado, e as 

ligações ocorrem por um único ponto, por meio do grupamento amino-terminal da proteína; 

desse modo, sua estrutura tridimensional não se estabiliza (MATEO et al., 2005). Esse 

suporte é utilizado como um controle, cujo comportamento deve representar o da enzima 

solúvel nativa na ausência de qualquer outro fator de interferência, como agregação, 

interações com superfícies hidrofóbicas de bolhas de ar, etc. Verificou-se que o derivado xil 

I-CNBr foi pelo menos 2,5 vezes mais estável que o derivado xil II-CNBr (Figura 29).  
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Figura 28 – Curso de imobilização da xilanase II de Aspergillus niger em glioxil-agarose 10 CL. (♦) controle 
(enzima solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A imobilização foi realizada em tampão bicarbonato de 
sódio 100 mmol.l-1, pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  

 

 
Figura 29 – Inativação térmica dos derivados CNBr-agarose de xilanases produzidas por Aspergillus niger. (♦) 
Xilanase I; (■) Xilanase II. Os experimentos foram realizados a 60°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e 
em pH 5,0.  

 

Para se verificar a estabilidade dos derivados glioxil de ambas as frações, os mesmos 

foram submetidos à inativação térmica, a 75°C. O derivado obtido com a enzima purificada 

(xil I) foi, aproximadamente, cinco vezes mais estável que o outro (com xil II) (Figura 30).  
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Figura 30 – Inativação térmica dos derivados Glioxil-agarose de xilanases produzidas por Aspergillus niger. (♦) 
Xilanase I; (■) Xilanase II. Os experimentos foram realizados a 75°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e 
em pH 5,0.  
 

Uma vez observado que a xilanase I foi purificada de forma simples, que se unia 

rapidamente a glioxil e que ainda foi o derivado mais estável, os seguintes experimentos 

foram realizados com o objetivo de se verificar e se melhorar a estabilização da estrutura 

tridimensional da enzima. Assim, diferentes derivados foram preparados controlando-se as 

condições de imobilização, como o tempo extra de incubação em pH 10,0, após união 

proteína-suporte, o grau de ativação dos suportes e a porcentagem de ligações cruzadas da 

agarose utilizada.  

O processo de imobilização em pH alcalino e em suportes altamente ativados pode 

ocorrer de forma rápida, muitas vezes em poucos minutos. No entanto, nesse momento, a 

proteína pode estar apenas imobilizada ao suporte (por, pelo menos, dois pontos), e a 

máxima intensidade da reação enzima-suporte pode não ter sido alcançada (Figura 31). Uma 

vez que o suporte e a proteína não possuem estruturas complementares, a enzima perde 

sua flexibilidade após as primeiras ligações; assim, novas uniões podem apresentar maior 

dificuldade para acontecer, requerendo tempos mais prolongados de imobilização. Como 

consequência, consegue-se o correto alinhamento entre os grupos reativos da enzima e os 

do suporte (MATEO et al., 2006).  
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Figura 31 – Imobilização versus estabilização. A ocorrência de novas ligações enzima-suporte, após 
imobilização, pode depender de um maior tempo de contato.  
 

Após o processo de imobilização, amostras do derivado xil I-glioxil-agarose foram 

filtradas e submetidas a diferentes tempos de incubação em pH 10,0, antes de serem 

reduzidas com boroidreto de sódio (Figura 32).  

 

 
Figura 32 – Inativação térmica dos derivados submetidos a diferentes tempos de incubação em pH 10,0, após 
imobilização da xilanase I em glioxil-agarose 10 CL. (♦) sem incubação; (■) 5 horas; (▲) 20 horas. Os 
experimentos foram realizados a 70°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  
 

 Observa-se que há o aumento das uniões multipontuais covalentes entre as lisinas da 

enzima e os grupos aldeídos do suporte, produzindo derivados mais estáveis. De fato, a 

incubação em pH 10,0, por 20 horas, torna o derivado pelo menos três vezes mais estável 

que o controle e duas vezes mais que o incubado por cinco horas. 
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A agarose 10 CL pode ser totalmente ativada com 180-220 μmol de grupos glioxil por 

ml de gel. O grau de ativação do suporte permite controlar a intensidade da interação 

proteína-suporte. Dessa forma, pode-se reduzir esse grau ao nível desejado, visando à 

diminuição de uma possível distorção da enzima (MATEO et al., 2006). 

Para verificação desse efeito, os suportes foram ativados com menores quantidades 

de grupos aldeídos por ml de gel. Quanto mais grupos aldeídos disponíveis para a união com 

a proteína, maior estabilidade foi alcançada pelo derivado, comprovando a ocorrência de 

mais uniões suporte-proteína sem graves alterações estruturais na enzima. O derivado 

obtido do suporte contendo apenas 22 μmol de grupos reativos por ml de gel foi 

consideravelmente menos estável, o que era esperado, por limitar a formação de uniões 

multipontuais. Quando se aumenta a quantidade de grupos reativos na superfície do gel, os 

derivados tornam-se também mais estáveis (Figura 33).  

 

 
Figura 33 – Inativação térmica dos derivados xilanase I-glioxil-agarose 10 CL produzidos com diferentes graus 
de ativação. Suportes contendo 90 μmol de grupos reativos por ml de gel (♦), 45 μmol de grupos reativos por 
ml de gel (■) e 22 μmol de grupos reativos por ml de gel (▲). Os experimentos foram realizados a 70°C e em 
pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  
 

Finalmente, foram produzidos derivados com uso de agarose com diferentes graus de 

ligações cruzadas (Figura 34). Quando utilizada a agarose 4 CL (4% de crosslinking), 

observou-se uma diminuição na estabilidade do derivado, devido à menor quantidade de 

grupos reativos com que se pode ativar esse gel (40 μmol de grupos glioxil por ml). 
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Consequentemente, na agarose 10 CL, maior superfície proteica estará em contato com o 

suporte, e maior multi-interação suporte-proteína é possível (MATEO et al., 2006).  

 

 
Figura 34 – Inativação térmica dos derivados xilanase I-glioxil-agarose obtidos de agaroses 4 e 10 CL. (■) 
agarose 4 CL; (♦) agarose 10 CL. Os experimentos foram realizados a 60°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 
25°C e em pH 5,0.  
 

4.1.8 Estabilidade do derivado xil I-glioxil-agarose ao pH  

 

Uma vez comprovada a estabilização da estrutura terciária da enzima, o derivado      

xil I-glioxil-agarose foi produzido com agarose 10 CL completamente ativada com grupos 

aldeídos (180 μmoles por ml de gel), sendo mantido incubado por 20 horas, em pH 10,0, 

antes de ser reduzido com boroidreto de sódio. 

Esse derivado teve sua estabilidade térmica comparada com a do xil I-CNBr-agarose. 

Ambos foram incubados em pH 5,0, 7,0 e 9,0, todos a 60°C (Figuras 35 e 36). O aumento do 

pH causou a diminuição da estabilidade em ambos os derivados. 

O derivado xil I-glioxil-agarose, em pH 5,0, foi 150 vezes mais estável que o xil I-CNBr-

sepharose, no mesmo pH, e quase 20 vezes mais estável que o derivado glioxil, em pH 7,0 

(Figura 36).  
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Figura 35 – Inativação térmica dos derivados de xilanase I em glioxil-agarose e CNBr-sepharose, em diferentes 
valores de pH. Glioxil-agarose: pH 5,0 (♦); pH 7,0 (■); pH 9,0 (▲); CNBr-sepharose: pH 5,0 (x); pH 7,0 (+); pH 9,0 
(●). Os experimentos foram realizados a 60°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  
 

 
Figura 36 – Inativação térmica dos derivados de xilanase I em glioxil-agarose e CNBr-sepharose, em diferentes 
valores de pH. Glioxil-agarose: pH 5,0 (♦); pH 7,0 (■); CNBr-sepharose: pH 5,0 (▲); pH 7,0 (x). Os experimentos 
foram realizados a 60°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0.  
 

4.1.9 Temperatura ótima do derivado xil-glioxil-agarose  

 

As atividades dos derivados glioxil-agarose e CNBr-sepharose foram também 

observadas em diferentes temperaturas (Figura 37). Xil I-glioxil-agarose mostrou-se ativo a 
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temperaturas mais altas, com um significante aumento de 10°C em sua temperatura ótima 

de atividade, em pH 5,0, comparado com o xil I-CNBr-sepharose. 

 

 
Figura 37 – Influência da temperatura na atividade enzimática da xilanase I, imobilizada em glioxil-agarose e 
em sepharose ativada com CNBr. (♦) glioxil-agarose 10 CL; (■) CNBr-sepharose. Os ensaios de atividade foram 
realizados em pH 5,0.  
 

4.1.10 Hidrólise de xilana pelo derivado xil I-glioxil-agarose  

 

O derivado xil I-glioxil-agarose teve seu produto inicialmente analisado por 

cromatografia em camada delgada, pela hidrólise de 4% (m/v) de xilana, a 37°C. Nota-se a 

diminuição qualitativa de XOS com grau de polimerização (DP) maior que quatro, com a 

formação de XOS menores (incluindo xilose), ao longo do tempo (Figura 38). 

Em seguida, foi realizada a hidrólise da xilana beechwood pelo derivado xil I-glioxil-

agarose, a 4, 25 e 55°C (Figura 39). 
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Figura 38 – Cromatografia em camada delgada dos produtos de hidrólise da xilana beechwood pelo derivado xil 
I-glioxil-agarose de A. niger, em diferentes tempos, a 37°C. X1: padrão de xilose; X2: padrão de xilobiose.  
 

 

  
Figura 39 – Curso de hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v) pelo derivado xil I-glioxil-agarose 10 CL, em 
diferentes temperaturas. (♦) 4°C; (■) 25°C; (▲) 55°C. Os experimentos foram realizados em pH 5,0.  
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Quanto mais alta a temperatura, mais rapidamente foi alcançada a hidrólise total da 

xilana. Por exemplo, a 55°C, a hidrólise estava quase completa após 24 horas, com 90% de 

açúcares redutores formados. No mesmo tempo, a 4°C, apenas 10% de açúcares redutores 

foram produzidos. 

A Figura 40 representa o cromatograma HPAEC-PAD de dois tempos distintos da 

hidrólise de xilana, a 55°C: com duas horas de hidrólise (A), quando há a formação de 

aproximadamente 45% de açúcares redutores; ao final da hidrólise (B), quando se nota o 

aparecimento majoritário de xilose, xilobiose e, em menor quantidade, xilotriose. 
 

 
Figura 40 – Cromatograma HPAEC-PAD da hidrólise de xilana beechwood pelo derivado xil I-glioxil-agarose. (A) 
2 horas de hidrólise (44% de AR); (B) 125 horas de hidrólise (100% de AR), a 55°C. 1) xilose, 2) xilobiose,            
3) xilotriose, 4) xilotetraose, 5) xilopentose, 6) xilohexose e 7) outros XOS de DP>6. 
  

O perfil de XOS produzidos em vários tempos de reação e em diversas temperaturas 

é mostrado na Tabela 11. Quando comparados com diferentes temperaturas de hidrólise e 

similares quantidades de açúcares redutores formadas, as menores temperaturas 

favoreceram a formação de compostos com 1-3 unidades de xilose. Quando se aumentou a 

temperatura, favoreceu-se a formação de XOS com DP>4 unidades de xilose. Isso pode ser 

facilmente observado quando a quantidade de açúcares redutores se encontra entre 42 e 

45%, nas diferentes temperaturas. Esse é um ponto importante, uma vez que, dependendo 

da composição do produto final desejado, a hidrólise pode ser controlada não apenas pela 

remoção do derivado, quando o grau de hidrólise é alcançado, mas também pelo ajuste da 

temperatura do meio de reação.  

Nota-se, também, que aproximadamente 70% da xilana foram hidrolisados a 55°C, o 

que é interessante pelo fato de a xilana possuir diversas ramificações nos carbonos 2 e 3, nas 

quais a endoxilanase não é específica, sendo, portanto, inativa.  
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Tabela 11 – Formação de XOS, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), em diferentes temperaturas, pelo 
derivado xil I-glioxil-agarose 

T  
(°C) 

t Açúcar 
redutor (%) 

% carboidratos totais (m/m) 
(h) X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros XOS 

- - 4,5 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 14,03 4,56 5,72 75,69 

4 

0,5 5,3 0,00 0,00 0,00 19,61 6,82 7,93 65,64 
1 6,1 0,00 0,00 0,00 11,81 4,62 5,04 78,53 

24 34,3 0,73 16,42 10,58 7,93 3,12 1,90 57,95 
50 44,9 1,20 21,10 13,68 6,34 1,93 1,09 54,66 
75 55,5 1,93 25,36 14,21 4,86 1,22 0,75 51,67 

125 61,5 3,15 31,25 14,04 3,08 0,68 0,52 47,28 

25 

0,5 8,6 0,00 0,43 0,00 11,75 4,96 5,11 77,94 
1 12,1 0,00 3,04 2,41 9,52 4,37 3,88 76,78 

24 42,7 0,13 12,88 10,73 7,70 3,48 2,02 63,06 
32 75,7 3,26 35,37 14,33 2,43 0,47 0,43 43,71 

125 90,9 7,87 45,09 8,50 1,00 0,25 0,32 36,98 

55 

0,5 17,3 0,00 3,45 3,56 8,39 4,52 3,75 76,33 
1 28,0 0,00 6,30 7,09 8,32 4,86 3,41 70,02 
2 44,4 0,00 8,53 9,32 7,98 4,86 3,20 66,12 

10 89,6 1,74 31,06 17,34 5,25 0,77 0,43 43,42 
24 96,8 4,89 42,54 15,54 1,12 0,24 0,29 35,38 

100 100,0 10,23 52,01 4,86 0,65 0,25 0,32 31,68 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  
 

Comparando-se o perfil de hidrólise das xilanas beechwood e birchwood, verifica-se 

que as curvas (Figura 41) e as porcentagens dos produtos obtidos (Tabela 12) são muito 

parecidas.  
 

 
Figura 41 – Curso de hidrólise de xilanas beechwood e birchwood pelo derivado xilanase glioxil-agarose. (♦) 
xilana beechwood 4% (m/v); (■) xilana birchwood 4% (m/v). Os experimentos foram realizados a 25°C e em pH 
5,0. Os dados representam a média de três experimentos independentes.  
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Tabela 12 – Formação de XOS, após hidrólise das xilanas beechwood 4% (m/v) e birchwood 4% (m/v), pelo 
derivado xil I-glioxil-agarose 

Xilana t 
(h) 

Açúcar 
redutor (%) 

% carboidratos totais (m/m) 

X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros 
XOS 

Beechwood 

- 4,5 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 14,03 4,56 5,72 75,69 

1 7,2 0,00 6,92 0,81 7,91 4,63 4,28 75,44 
4 26,8 0,00 10,00 6,55 7,87 5,03 3,85 66,69 
8 50,3 0,00 14,57 10,11 8,19 4,46 2,91 59,76 

24 81 2,34 32,29 15,99 4,34 1,00 0,67 43,37 
144 100 8,82 49,99 4,96 0,89 0,30 0,75 34,29 

Birchwood 

- 5,8 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 15,65 5,02 6,43 72,90 

2 16,3 0,00 5,34 5,97 6,88 5,15 4,24 72,42 
4 31,7 0,00 9,17 8,96 7,83 5,00 3,61 65,43 
6 48,6 0,01 12,82 11,04 8,02 4,31 2,76 61,03 

24 83,2 3,07 35,20 15,27 2,15 0,59 0,54 43,17 
144 100 8,62 50,84 2,37 0,81 0,30 0,39 36,66 

X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  
 

 Quando testada a hidrólise da xilana beechwood em pH 5,0 e 7,0, a 25°C, pelo 

derivado xilanase I-glioxil-agarose, apenas 80% de hidrólise estavam completos em pH 7,0, 

quando a hidrólise em pH 5,0 foi finalizada. A Tabela 13 mostra que, ao se compararem 

graus de hidrólise mais elevados (aproximadamente 80% AR), em pH 7,0, há a tendência de 

produção de XOS de menores graus de polimerização (X1-X3). Em pH 5,0, esses XOS 

aparecem em maiores quantidades que em pH 7,0 quando o grau de hidrólise é menor, por 

exemplo, quando há a formação de 25% de açúcares redutores.  

 

Tabela 13 – Formação de XOS, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), em diferentes valores de pH, pelo 
derivado xil I-glioxil-agarose 

pH de 
hidrólise 

t 
(h) 

Açúcar 
redutor (%) 

% carboidratos totais (m/m) 

X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros 
XOS 

- - 4,5 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 17,43 4,91 6,18 71,48 

5,0 
2 25,1 0,08 11,24 5,31 7,79 3,69 2,63 69,26 
6 47,9 0,08 10,47 7,78 8,22 3,75 2,49 67,20 

24 82,7 0,11 11,56 10,20 7,73 3,49 1,99 64,92 

7,0 
4 25,0 0,00 3,74 4,25 9,16 4,14 3,03 75,69 
8 43,5 0,00 7,34 7,80 8,09 3,88 2,35 70,54 

32 76,8 1,09 18,27 13,77 6,89 1,92 0,83 57,24 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  
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O perfil de hidrólise foi também verificado quando se utilizaram os derivados obtidos 

com as xilanases I e II (Tabela 14), em pH 5,0 e a 25°C. A xilanase II parece possuir menor 

atividade de exoxilanase, uma vez que produz de 65 a 70% menos xilose que xilanase I, ao se 

compararem graus de hidrólise semelhantes.  

 

Tabela 14 – Formação de XOS, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), pelos derivados glioxil-agarose 
obtidos com as enzimas xilanase I e xilanase II 

Derivado t 
(h) 

Açúcar 
redutor 

(%) 

% carboidratos totais (m/m) 

X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros 
XOS 

- - 4,5 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 14,03 4,56 5,72 75,69 

Xil I-glioxil-
agarose 

6 47,0 0,13 12,88 10,73 7,70 3,48 2,02 63,06 
32 83,4 3,26 35,37 14,33 2,43 0,47 0,43 43,71 

125 100 7,87 45,09 8,50 1,00 0,25 0,32 36,98 
Xil II-glioxil-

agarose 
24 51,7 0,04 15,21 11,44 7,38 3,18 1,82 60,93 

125 83,3 1,20 33,33 11,36 3,63 0,87 0,52 49,10 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  
 

4.2 Xilanase de Aspergillus versicolor 

 

4.2.1 Produção da xilanase  

 

A endoxilanase foi produzida em meio Vogel, por 72 horas, a 25°C, com uma 

atividade de 45 U.mg de proteína-1. Essa enzima, de 21 kDa, não apresentou atividade 

celulolítica detectável e foi majoritária no extrato bruto (Figura 43, raia 2). Mostrou-se 

bastante estável em pH alcalino, mantendo 100% de atividade após 12 horas de incubação 

em pH 10,0, a 25°C (dados não mostrados). 

 

4.2.2 Imobilização da xilanase 

 

A xilanase foi imobilizada em agarose 6 CL ativada com 95 μmol de grupos glioxil, PEI, 

MANAE ou glutaraldeído por ml de gel. Foram oferecidas 18 U de enzima por grama de 

suporte. Os suportes iônicos, como PEI-agarose e MANAE-agarose, não foram apropriados 

para a imobilização dessa enzima (Tabela 15). Isso pode ser explicado pelo fato de tratar-se 

de uma glicoproteína com 71% de carboidrato, como descrito por Carmona et al. (1998), o 
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que pode dificultar as interações iônicas entre o suporte e as regiões carregadas 

negativamente da superfície proteica. Por outro lado, quase toda enzima uniu-se ao suporte 

glutaraldeído-agarose, no qual a proteína se liga por seu amino-terminal. No entanto, a 

atividade recuperada manteve-se em torno de apenas 30%.  

 

Tabela 15 – Rendimento de imobilização e atividade recuperada da xilanase de A. versicolor, imobilizada em 
agarose com diferentes ativações 
Suporte Rendimento de Imobilização 

(%) 
Atividade recuperada 

(%) 
Glioxil-agarose 88 84 
Glutaraldeído-agarose 97 32 
MANAE-agarose 34 12 
PEI-agarose 19 6 
Os suportes foram preparados como descrito em Métodos.  
 

O melhor suporte testado para a imobilização da xilanase de Aspergillus versicolor foi 

o glioxil-agarose. Aproximadamente 90% da enzima ligaram-se ao suporte após uma hora, 

retendo 84% da atividade (Figura 42).  

 

 
Figura 42 – Curso de imobilização da xilanase de A. versicolor em glioxil-agarose 6 CL. (♦) controle (enzima 
solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A imobilização foi realizada em tampão bicarbonato de sódio 100 
mmol.l-1, em pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em 
Métodos.  

 

Como já visto, a ocorrência de múltiplas xilanases é observada em diversos 

microrganismos, como o Aspergillus niger, que pode secretar até cinco diferentes xilanases 

(BIELY, 1985). Isso pode explicar o motivo de parte da enzima oferecida não se imobilizar, 
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mesmo após duas horas de incubação. Ou seja, uma das isoformas pode conter maior 

quantidade de resíduos de lisina expostos na superfície da proteína, de modo que apenas 

essa se imobilize. De fato, Carmona et al. (1998; 2005) purificaram duas xilanases de 

Aspergillus versicolor, sendo uma majoritária (xil I) e outra existente em pequenas 

proporções no extrato bruto (xil II). De acordo com as características observadas ― massa 

molecular, estabilidade térmica e temperatura ótima ―, a enzima aqui estudada é a    

xilanase I, produzida em maior quantidade pelo fungo.  

A Figura 43 mostra o gel de eletroforese, em condições desnaturantes, do extrato 

bruto de Aspergillus versicolor e do derivado xil I-glioxil-agarose, antes (raia 3) e após (raia 4) 

a redução com boroidreto de sódio. Como se observa, a xilanase liga-se ao suporte, 

formando uma base de Schiff reversível que, após redução com NaBH4, mantém a enzima 

covalentemente ligada ao suporte, mesmo em condições desnaturantes, confirmando a 

imobilização irreversível da xilanase.  

 

 
Figura 43 – SDS-PAGE da xilanase de A. versicolor. Raias: (1) marcador de massa molecular; (2) extrato bruto 
proteico; (3) xilanase imobilizada em suporte glioxil-agarose, antes da redução com boroidreto de sódio;         
(4) xilanase imobilizada em suporte glioxil, após redução com boroidreto de sódio. Os experimentos foram 
realizados como descrito em Métodos.  

 

4.2.3. Estudo da estabilidade térmica  

 

A estabilidade térmica da enzima solúvel e dos melhores derivados obtidos 

(glutaraldeído-agarose e glioxil-agarose) foi investigada. A meia-vida foi de 17 minutos e     
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25 minutos para a enzima solúvel e para o derivado xil I-glutaraldeído-agarose, 

respectivamente (Figura 44). A baixa estabilidade deste último é explicada por tratar-se de 

um suporte que, de modo geral, não confere estabilidade à proteína, uma vez que as 

interações covalentes entre proteína e suporte ocorrem, em pH neutro, por meio do amino-

terminal da enzima, o único reativo nessas condições. Assim, não há a formação de ligações 

multipontuais, originando um derivado com propriedades similares àquelas da enzima 

solúvel (GUISÁN et al., 1997; MATEO et al., 2005).  

Por outro lado, o suporte glioxil-agarose conferiu mais estabilidade à estrutura 

terciária da enzima, uma vez que as proteínas são imobilizadas, por meio da região mais rica 

em resíduos de lisina, por um mecanismo multipontual que promove a estabilização da 

estrutura tridimensional da enzima (GUISÁN, 1988; MATEO et al., 2005).  Assim, o derivado 

xil I-glioxil-agarose manteve quase 100% da atividade após duas horas de incubação a 60°C, 

sendo estável por longo período, com uma meia-vida de 68 horas. O fator de estabilização 

foi de 240, comparado com a enzima solúvel, e de 160, comparado com a ligação unipontual 

da enzima ao suporte ativado com glutaraldeído, o que demonstra o efeito da imobilização 

covalente multipontual no enrijecimento da estrutura terciária da proteína, refletindo em 

sua estabilidade. 

 

 
Figura 44 – Inativação térmica dos derivados e da enzima solúvel de A. versicolor. (♦) enzima solúvel; (■) 
derivado xilanase-glutaraldeído-agarose; (▲) derivado xilanase-glioxil-agarose. O gráfico interno representa a 
continuação da inativação térmica até o alcance da meia-vida pelo derivado xilanase-glioxil-agarose. O 
experimento foi realizado a 60°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em 
Métodos.  
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4.2.4 Melhora da estabilidade do derivado xil I-glioxil-agarose 

  

É descrito que algumas enzimas possuem a estabilidade aumentada com uma 

incubação extra em pH 10,0, após o processo de imobilização e antes da redução do 

derivado com boroidreto de sódio. Dessa forma, novas interações entre proteína e suporte 

podem ser formadas (MATEO et al., 2006). Uma vez verificado que o derivado xil I-glioxil-

agarose foi o mais estável, ele foi incubado em pH 10,0, por diferentes tempos, e a 

estabilidade térmica foi estudada (Figura 45).  

A máxima estabilidade foi obtida após 24 horas de incubação em pH 10,0. Nessa 

condição, o derivado mostrou-se três vezes mais estável que o controle, que já havia 

apresentado um fator de estabilização de 240. Sendo assim, pode-se assumir que esse novo 

derivado é, pelo menos, 600 vezes mais estável que a enzima solúvel. Tomando-se por base 

a literatura científica, esse deve ser o maior fator de estabilização de uma xilanase 

imobilizada. 

 

 
Figura 45 – Inativação térmica dos derivados xil I-glioxil-agarose com diferentes tempos de incubação em pH 
10,0, após 1 hora de imobilização e antes da redução com boroidreto de sódio. (♦) sem incubação; (■) 8 h de 
incubação; (▲) 24 h de incubação. O experimento foi realizado a 70°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 
25°C e em pH 5,0.  
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4.2.5 Influência da temperatura na atividade enzimática  

  

A temperatura ótima do derivado foi na faixa de 55-60°C (Figura 46). A enzima 

solúvel, a 60°C, perdeu 15% de sua atividade. Isso demonstra outro efeito da estabilização 

da estrutura terciária da enzima xilanase, ou seja, a rigidificação da estrutura terciária da 

enzima possibilita seu uso em temperaturas mais elevadas.  

 

 
Figura 46 – Influência da temperatura na atividade enzimática da enzima solúvel e do derivado xil I-glioxil-
agarose. (■) xil I-glioxil-agarose; (♦) enzima solúvel. A atividade foi verificada em pH 5,0 e a 25°C.  
 

4.2.6 Influência do pH na hidrólise da xilana 

 

Quando realizada a hidrólise da xilana birchwood pelo derivado xil I-glioxil-agarose, 

com variação de pH e a 25°C, notou-se que, em valores extremos de pH, a formação de 

açúcares redutores é muito baixa, enquanto que, em pH 5,0, a hidrólise alcançou 100% de 

liberação após sete horas de reação (Figura 47).  
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Figura 47 – Curso de hidrólise da xilana birchwood 4% (m/v) pelo derivado xil I-glioxil-agarose, em diferentes 
valores de pH, a 25°C. (♦) pH 3,0; (■) pH 5,0; (▲) pH 7,0; (x) pH 9,0.  
  

4.2.7 Produção de XOS em reator de leito empacotado 

 

O derivado demonstrou-se ideal para ser utilizado em um reator para produção de 

XOS, uma vez que apresentou ótima estabilidade em altas temperaturas, assim como 

eficiência para reações de longos períodos e capacidade de reúso. Empregou-se xil I-glioxil-

agarose em um reator de leito empacotado, a 60°C, para hidrolisar a fração solúvel de xilana 

birchwood 4% (m/v), permitindo uma síntese contínua de XOS, sem que houvesse 

contaminação do produto pela enzima.  

Quando testado o derivado no modo de operação contínua (sem recirculação), houve 

liberação de 56% (30 minutos) e 70% (4 horas) de açúcares redutores com fluxos de              

60 ml.h-1 e 12 ml.h-1, respectivamente. Como esperado, um fluxo mais baixo favorece o 

contato do substrato com o derivado por mais tempo, aumentando a formação do produto. 

No modo de operação contínuo com recirculação, em fluxo de 60 ml.h-1, a liberação de 100% 

de açúcares redutores ocorreu em quatro horas.  

Esses produtos de hidrólise foram aplicados em cromatografia em camada delgada 

(Figura 48).  
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Figura 48 – Cromatografia em camada delgada dos produtos de hidrólise da xilana birchwood 4% (m/v) pelo 
derivado xil I-glioxil-agarose, em reator de leito empacotado. (1) padrão de xilose e xilobiose; (2) fluxo lento    
(12 ml.h-1) sem recirculação (70%). As demais amostras foram retiradas em diferentes tempos, no modo com 
recirculação: (3) 0,5 h (55%); (4) 1 h (70%); (5) 1,5 h (80%); (6) 2 h (90%); (7) 4 h (100%). As porcentagens 
representam a quantidade aproximada, relativa ao total de açúcares redutores formados ao final da hidrólise. 
Os experimentos foram feitos conforme descrito em Métodos. 
 

Formou-se uma mistura homogênea de XOS, com diminuição daqueles com baixo 

grau de polimerização, ao longo do tempo. Após uma hora e meia, verificou-se o 

aparecimento de uma pequena quantidade de xilose. Uma vez que os estudos indicam que a 

xilobiose e a xilotriose parecem causar melhores efeitos como prebióticos (AACHARY; 

PRAPULLA, 2011), os resultados são interessantes, pois esses açúcares foram produzidos 

desde a primeira vez que o substrato passou pelo reator. 

Foi também realizada uma hidrólise, objetivando-se comparar o produto do derivado 

com o da enzima solúvel. Para que o aparecimento de xilose fosse mínimo, o processo de 

hidrólise foi feito até o ponto de 80% de formação de açúcares redutores (Figura 49). Nota-

se uma mistura muito semelhante entre ambos, demonstrando que a imobilização 

multipontual garantiu estabilidade ao catalisador, porém sem qualquer alteração na 

seletividade da enzima. 
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Figura 49 – Cromatografia em camada delgada dos produtos de hidrólise da xilana birchwood 4% (m/v) pela 
enzima solúvel e pelo derivado xil I-glioxil-agarose. (1) xilana 4% (m/v); (2) padrão de xilose; (3) padrão de 
xilobiose; (4) hidrólise realizada pela enzima solúvel; (5) hidrólise realizada pelo derivado xil I-glioxil-agarose. Os 
experimentos foram feitos conforme descrito em Métodos, e os pontos correspondem ao ponto de 80% de 
hidrólise. 
 

4.2.8 Reúso do derivado 
 

Optou-se, novamente, por realizar diversos ciclos de reação com duração de uma 

hora, quando ocorreu a liberação de aproximadamente 80% de açúcares redutores, visando 

a uma menor produção de xilose. Após dez ciclos consecutivos, a taxa de hidrólise manteve-

se constante e sem qualquer perda de atividade (Figura 50).  
 

 
Figura 50 – Reúso do derivado xil I-glioxil-agarose por 10 ciclos de hidrólise consecutivos de 1 hora de duração. 
Os experimentos foram realizados como descrito em Métodos.  
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 4.3 Xilanase de Trichoderma longibrachiatum 

 

Inicialmente, como o extrato comercial era bastante impuro, buscou-se uma 

purificação, ainda que parcial (Figura 51, raia 2). Fazendo-se um batch do extrato diluído, em 

dois suportes comerciais (SP-sepharose e Q-sepharose), notou-se que grande parte da 

proteína, mas pouca porcentagem da atividade xilanolítica, se adsorvia em Q-sepharose 

(Tabela 16).  

 

Tabela 16 – Percentual de atividade e proteína do extrato xilanolítico de Trichoderma longibrachiatum que se 
adsorveu aos suportes SP-sepharose e Q-sepharose 

Sulfopropil-sepharose Q-sepharose 
Atividade 95% 11% 

Proteína 33% 62% 
 

Optou-se, então, pela adsorção do extrato a esse suporte, e o sobrenadante restante 

teve seu pH reduzido a 6,0, para consequente adsorção em SP-sepharose. Já se havia 

verificado que 95% da atividade da enzima se adsorviam a esse suporte. Após dessorção da 

enzima com 50 mmol.l-1 de NaCl, obteve-se um fator de purificação de 3,47 e atividade 

específica de 317 U.mg-1 de proteína (Tabela 17).  

 

Tabela 17 – Valores de proteína e atividade após purificação parcial da endo-1,4-β-xilanase de Trichoderma 
longibrachiatum com Q-sepharose e SP-sepharose 

Etapas Proteína 
(mg) 

Atividade 
(UI) 

Atividade específica 
(U.mg-1) 

Fator de 
purificação 

Extrato bruto 10,14 928,1 91,53 1,00 
Q-sepharose 3,73 796,8 213,63 2,33 
SP-sepharose 1,60 507,7 317,34 3,47 
 
 

O extrato parcialmente purificado apresentou três proteínas majoritárias, de 

aproximadamente 21, 31 e 47 kDa (Figura 51, raia 3). Outras formas de purificação foram 

testadas, mesmo com uso de quelato-agarose; no entanto, as três bandas permaneceram no 

extrato final (dados não mostrados).  
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Figura 51 – SDS-PAGE do extrato de xilanase comercial produzido por Trichoderma longibrachiatum. Raias: (1) 
marcador de massa molecular; (2) extrato bruto proteico; (3) extrato parcialmente purificado; (4) derivado 
CNBr-sepharose de xilanase parcialmente purificada; (5) derivado CNBr-sepharose de xilanase parcialmente 
purificada, recoberto com dextrano 6000; (6) extrato parcialmente purificado, imobilizado em glioxil-agarose 
em pH 10,0, antes de redução com NaBH4; (7) extrato parcialmente purificado, imobilizado em glioxil-agarose 
em pH 8,5, antes de redução com NaBH4. Os experimentos foram feitos conforme descrito em Métodos.  

 

O fungo Trichoderma longibrachiatum parece também produzir diversas formas de 

xilanase, sendo reportadas na literatura como proteínas monoméricas, com massas 

moleculares variadas. Kadi e Crouzet (2008) realizaram a purificação parcial da xilanase 

desse fungo e encontraram três proteínas no extrato final, correspondentes às bandas de 

21,3 kDa, 33 kDa e 49,3 kDa. A proteína de 21,3 kDa era majoritária, compreendendo cerca 

de 80% das proteínas totais. Em princípio, acreditou-se que as bandas obtidas neste trabalho 

fossem as mesmas citadas pelos autores.  

No entanto, quando se realizou uma imobilização branda em CNBr-sepharose, na 

qual as enzimas se ligam por seus grupos amino-terminais, notou-se, por SDS-PAGE, que 

uma parte de cada uma das três proteínas em questão se soltaram do suporte (Figura 51, 

raia 4). Isso não era esperado, uma vez que a união em CNBr-sepharose é covalente e 

irreversível, mesmo em condições desnaturantes. Esse comportamento é típico de proteínas 

multiméricas, que se ligam ao suporte apenas por uma de suas subunidades e, ao serem 

submetidas à eletroforese desnaturante, acabam por soltar as demais subunidades, 

aparecendo no gel. No entanto, quando se recobriu o derivado com dextrano oxidado, que 

reage covalentemente com grupos amino de baixo pK, não se observaram as mesmas 

bandas (Figura 51, raia 5).  
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Outro experimento foi feito na tentativa de se explicar o fato. Após confirmação da 

estabilidade da enzima em pH 10,0 (Figura 52), 21 U do extrato comercial parcialmente 

purificado foram imobilizadas em 1g de suporte glioxil-agarose em pH 10,0 e, também, em    

1 g desse suporte em pH 8,5.  

  

 
Figura 52 – Estabilidade da xilanase de Trichoderma longibrachiatum em pH 10,0.  

 

A maior parte da enzima imobilizou-se rapidamente em pH 10,0, sendo que 80% 

estavam ligados ao suporte após 30 minutos (Figura 53). O rendimento de imobilização e a 

atividade recuperada foram de 95%.  

 

 
Figura 53 – Curso de imobilização da xilanase de Trichoderma longibrachiatum em glioxil-agarose 10 CL. (♦) 
controle (enzima solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A imobilização foi realizada em tampão 
bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A atividade foi medida a 25°C e em 
pH 5,0, como descrito em Métodos.  
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No entanto, em pH 8,5, apenas os grupos amino-terminais da enzima encontram-se 

desprotonados e, portanto, reativos. Segundo Mateo et al. (2005), para imobilização de uma 

proteína em glioxil, é necessária a existência de, pelo menos, duas ligações entre a proteína 

e o suporte, com subsequente formação de bases de Schiff. Caso contrário, a imobilização 

não acontece.  

Assim, a imobilização foi realizada em pH 8,5, por 12 horas. Aproximadamente 40% 

da enzima ligaram-se ao suporte nessas condições e, sem ser reduzido com boroidreto de 

sódio, o derivado foi lavado com excesso de água destilada e ressuspenso em tampão de 

ruptura para SDS-PAGE, contendo 1 mol.l-1 de etanolamina. Esse tratamento rompe 

qualquer ligação do tipo base de Schiff (MATEO et al., 2005). Como visto na Figura 51 (raia 

7), as três proteínas também foram imobilizadas em glioxil, ainda que em pH 8,5. 

Novamente, esse é um comportamento de enzimas multiméricas. As monoméricas não são 

capazes de se ligar apenas por seus amino-terminais, em pH<10. Após diversas tentativas, 

não foi possível a visualização de bandas proteicas por eletroforese não desnaturante, o que 

impediu a conclusão dos fatos. 

O derivado glioxil-agarose em pH 10,0 foi quase três vezes mais estável que aquele 

em pH 8,5, a 75°C, pois, em pH 10,0, mais ligações podem ser estabelecidas entre a proteína 

e o suporte, com consequente melhora na estabilidade (Figura 54). Ainda assim, a 

estabilidade do derivado em pH 8,5 pode ser considerada boa, uma vez que a meia-vida do 

controle (CNBr-sepharose) foi de apenas 20 minutos, a 65°C.  
 

 
Figura 54 – Inativação térmica da xilanase de T. longibrachiatum imobilizada em glioxil-agarose, em pH 8,5 e 
em pH 10,0. (♦) glioxil-agarose em pH 8,5; (■) glioxil-agarose em pH 10,0. Os experimentos foram realizados a 
75°C e pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
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De todos os modos, o derivado glioxil-agarose, formado pela xilanase parcialmente 

purificada, foi utilizado para os próximos experimentos. Esse derivado apresentou meia-vida 

de 30 horas, a 65°C, sendo 90 vezes mais estável que o controle CNBr-sepharose (Figura 55).  

A Tabela 18 mostra que 62% da fração solúvel da xilana beechwood 4% (m/v) foram 

hidrolisados, a 25°C, com um pequeno aparecimento de xilose ao final do processo. O 

produto majoritário foi a xilobiose em praticamente toda a hidrólise. Isso é importante, uma 

vez que diversos trabalhos reportam a xilobiose e a xilotriose como responsáveis por 

melhores efeitos prebióticos in vitro e in vivo (AACHARY; PRAPULLA, 2011). 

 

 
Figura 55 – Inativação térmica da xilanase de Trichoderma longibrachiatum imobilizada em CNBr-sepharose e 
em glioxil-agarose 10 CL. (♦) CNBr-sepharose; (▲) glioxil-agarose 10 CL. Os experimentos foram realizados a 
65°C e em pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
 

Tabela 18 – Formação de xilooligossacarídeos, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), pelo derivado de 
xilanase de T. longibrachiatum em glioxil-agarose  

t Açúcar redutor 
(%) 

% carboidratos totais (m/m) 
(h) X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros XOS 
- 4,0 (Controle) 0,00 0,00 0,00 14,03 4,56 5,72 75,69 
1 26,3 0,00 8,20 4,61 9,02 4,99 4,45 68,73 
2 44,1 0,00 14,69 7,95 7,54 4,47 3,30 62,05 
9 78,3 0,41 33,47 10,33 4,26 1,43 0,76 49,35 

48 100 6,68 51,32 2,52 0,90 0,22 0,32 38,04 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  

 

 O cromatograma apresenta os picos no momento em que ocorreu a liberação de 44% 

(A) e 100% (B) de açúcares redutores (Figura 56). 
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Figura 56 – Cromatograma HPAEC-PAD do produto de hidrólise de xilana pelo derivado de xilanase de T. 
longibrachiatum glioxil-agarose. Após (A) 3 horas (44% de AR) e (B) 48 horas de hidrólise (100% de AR). 1) 
xilose, 2) xilobiose, 3) xilotriose, 4) xilotetraose, 5) xilopentose, 6) xilohexose e 7) outros xilooligossacarídeos 
com DP> 6. 
 

4.4 Xilanase de Thermomyces lanuginosus 

  

A xilanase de Thermomyces lanuginosus, também adquirida comercialmente, 

apresentou um elevado grau de pureza, com uma única banda proteica de cerca de 24 kDa, 

de modo que a etapa de purificação foi desnecessária (Figura 57).  
 

 
Figura 57 – SDS-PAGE da xilanase produzida por Thermomyces lanuginosus. Raias: (1) marcador de massa 
molecular; (2) extrato proteico. O experimento foi realizado como descrito em Métodos. 
 

A enzima apresentou-se bastante estável em pH 10,0, retendo 94% de atividade após 

cinco horas de incubação, a 25°C (Figura 58).  
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Figura 58 – Estabilidade da xilanase de Thermomyces lanuginosus em pH 10,0, a 25°C.  

 

Uma quantidade de 18 U (0,1 mg) de xilanase foi imobilizada em 1 g de glioxil-

agarose, a 25°C (Figura 59). Quando se utilizou um volume de 10 ml de extrato diluído para 1 

g de suporte, a imobilização tardou a ocorrer; após cinco horas e meia, apenas 45% da 

enzima estavam ligados ao suporte.  

 

 
 Figura 59 – Curso de imobilização da xilanase de Thermomyces lanuginosus em glioxil-agarose 10 CL, com uso 
de 10 ml de extrato diluído para 1 g de gel. (♦) controle (enzima solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A 
imobilização foi realizada em tampão bicarbonato de sódio, em pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A 
atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
 

Assim, o processo foi repetido, porém com uma relação de 3 ml de extrato (contendo 

também 18 U) para 1 g de suporte. Dessa forma, a imobilização tende a acontecer mais 

rapidamente, uma vez que há mais contato entre enzima e suporte (Figura 60). De fato, 80% 
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da enzima se imobilizaram em cinco horas, sendo que 90% estavam ligados ao suporte após 

24 horas. 
 

 
Figura 60 – Curso de imobilização da xilanase de Thermomyces lanuginosus em glioxil-agarose 10 CL, com uso 
de 3 ml de extrato diluído para 1 g de gel. (x) controle (enzima solúvel); (■) sobrenadante; (▲) suspensão. A 
imobilização foi realizada em tampão bicarbonato de sódio, em pH 10,0, a 25°C, sob suave agitação. A 
atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  

 

Embora a enzima parecesse bastante pura no extrato, por SDS-PAGE, foi repetida a 

imobilização, na proporção 10:1 (extrato:suporte), com a primeira parte que se ligou 

rapidamente à glioxil-agarose. Outro derivado foi obtido com a segunda parte, que tardou a 

ligar-se ao suporte. Os dois derivados foram submetidos à inativação térmica (Figura 61).  
 

 
Figura 61 – Inativação térmica da xilanase de Thermomyces lanuginosus imobilizada em glioxil-agarose. (♦) 
primeira fração; (■) segunda fração. Os experimentos foram realizados a 65°C e em pH 5,0. A atividade foi 
medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
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As curvas de inativação mostram que ambas as frações possuem o mesmo 

comportamento, decorrente da estabilidade promovida pela união multipontual covalente 

entre a enzima e o suporte. Trata-se, talvez, de uma mesma enzima, e ambas foram 

igualmente estabilizadas, ainda que em diferentes tempos.  

 Em seguida, o derivado, obtido com a imobilização na proporção 3:1 

(extrato:suporte), foi inativado a 65°C e comparado ao controle (CNBr-sepharose). O 

derivado glioxil-agarose apresentou uma meia-vida de aproximadamente 11 horas, com um 

fator de estabilização igual a 12 (Figura 62).  

  

 
Figura 62 – Inativação térmica da xilanase de Thermomyces lanuginosus imobilizada em CNBr-sepharose e em 
glioxil-agarose. (■) CNBr-sepharose; (▲) glioxil-agarose 10 CL. Os experimentos foram realizados a 65°C e em 
pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  

 

 Embora a xilanase de Thermomyces lanuginosus tenha apresentado, após 

imobilização, a menor estabilidade dentre todas as estudadas, esse valor não é desprezível 

quando comparado com as estabilidades de xilanases imobilizadas encontradas na 

literatura. Além disso, essa enzima apresenta a importante característica de não possuir 

qualquer atividade exoxilanolítica, ou seja, ao final da hidrólise de xilana pelo derivado 

glioxil-agarose, não houve qualquer formação de xilose, com liberação de cerca de 20% de 

xilobiose (Tabela 19).  
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Tabela 19 – Formação de xilooligossacarídeos, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), pelo derivado de 
xilanase de T. lanuginosus em glioxil-agarose 

t Açúcar redutor 
(%) 

% carboidratos totais (m/m) 
(h) X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros XOS 
- 4,0 (Controle) 0,00 0,00 0,00 14,03 4,56 5,72 75,69 
1 25,6 0,00 1,72 4,18 6,75 5,00 4,10 78,25 
7 56,9 0,00 5,33 7,71 7,77 5,25 3,51 70,43 

34 100 0,00 21,38 13,39 6,28 2,10 0,98 55,87 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  

 

 No entanto, ao final do processo, esse derivado foi o que hidrolisou a menor 

porcentagem da xilana. O cromatograma ilustra bem, em ambos os graus de hidrólise (57 e 

100%), a ausência de picos referentes à xilose e a presença de muitos picos de XOS com 

DP>6, mesmo com 100% de hidrólise (Figura 63).  

 

 
Figura 63 – Cromatograma HPAEC-PAD do produto de hidrólise de xilana pelo derivado de xilanase de T. 
lanuginosus em glioxil-agarose. Após (A) 7 horas (57% de AR) e (B) 34 horas de hidrólise (100% de AR). 1) xilose, 
2) xilobiose, 3) xilotriose, 4) xilotetraose, 5) xilopentose, 6) xilohexose e 7) outros xilooligossacarídeos com 
DP>6. 
 

4.5 Xilanase de Streptomyces halstedii 

 

4.5.1 Purificação da endoxilanase recombinante 

 

A endoxilanase recombinante foi superexpressa em S. lividans e secretada no meio 

de cultura. O extrato bruto obtido continha a enzima razoavelmente pura (Figura 64, raia 2).  
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Figura 64 – SDS-PAGE da endoxilanase de Streptomyces halstedii. Raias: (1) marcador de massa molecular;      
(2) extrato celular bruto; (3) endoxilanase purificada. Os experimentos foram realizados como descrito em 
Métodos. 

 

Após a adsorção seletiva da enzima, em suporte Ni-quelato com baixa ativação e em 

presença de imidazol, e dessorção com 100 mmol.l-1 de imidazol, conseguiu-se a sua 

purificação (Figura 64, raia 3). O fator de purificação foi igual a 2 e a enzima pura apresentou 

atividade específica de 255 U.mg de proteína-1. Assim, foi possível a purificação da enzima 

recombinante com cauda de histidina em apenas uma etapa e de forma relativamente 

simples e a baixo custo. Com essa metodologia, por exemplo, até 900 mg de enzima podem 

ser purificados com apenas 20 ml de suporte cromatográfico. 

 

4.5.2 Imobilização 

  

A enzima purificada foi imobilizada em sepharose ativada com CNBr, em pH 7,0 e a 

4°C, por 15 minutos. Apenas 30% foram imobilizados, porém com 100% de atividade 

recuperada.  

 Em seguida, verificou-se a estabilidade da enzima livre em pH 10,0, condição 

necessária para a imobilização em glioxil-agarose. Observou-se que, a 25°C, a xilanase era 

pouco estável, com meia-vida de duas horas (Figura 65). Por outro lado, quando se testou a 

estabilidade em pH 10,0 e a 4°C, a enzima reteve 97% da atividade, após esse mesmo 

tempo.  
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Figura 65 – Estabilidade da xilanase de Streptomyces halstedii em pH 10,0, em diferentes temperaturas. 4°C (♦) 
e 25°C (■). O experimento foi realizado em tampão bicarbonato de sódio 100 mmol.l-1, em pH 10,0. A atividade 
foi determinada a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  

 

Assim, realizou-se a imobilização em suporte glioxil-agarose 10 CL, em pH 10,0 e a 

4°C. Aproximadamente 95% da enzima oferecida ao suporte foram imobilizados em duas 

horas e, após quatro horas de incubação a 4°C, o derivado foi incubado a 25°C, por 12 horas, 

antes de ser submetido ao processo de redução com boroidreto de sódio. A atividade 

recuperada foi de 65%.  

Os derivados xil-glioxil-agarose e xil-CNBr-sepharose foram incubados a 60°C e em     

pH 5,0. O primeiro apresentou meia-vida de 15 dias, nessas condições, enquanto que o 

segundo teve meia-vida de menos de duas horas (Figura 66).  
 

 
Figura 66 – Inativação térmica da xilanase de Streptomyces halstedii imobilizada em glioxil-agarose 10 CL e em 
CNBr-sepharose. (♦) glioxil-agarose 10 CL; (■) CNBr-sepharose. Os experimentos foram realizados a 60°C e em 
pH 5,0. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
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A estabilização da estrutura terciária da enzima promoveu o aumento de 10°C na 

temperatura ótima do derivado xil-glioxil-agarose, em comparação com o controle       

(Figura 67). 

 

 
Figura 67 – Influência da temperatura na atividade enzimática da xilanase de Streptomyces halstedii 
imobilizada em glioxil-agarose 10 CL e em CNBr-sepharose. (■) xil-glioxil-agarose 10 CL; (♦) xil-CNBr-sepharose. 
A atividade foi medida em pH 5,0, como descrito em Métodos.  
 

Quando feita a inativação térmica em pH 5,0 e 7,0, observou-se que, no primeiro, o 

derivado foi significativamente mais estável (Figura 68).  
 

 
Figura 68 – Inativação térmica, em diferentes valores de pH, da xilanase imobilizada em glioxil-agarose 10 CL. 
(♦) pH 5,0; (■) pH 7,0. O experimento foi realizado a 75°C. A atividade foi medida a 25°C e em pH 5,0, como 
descrito em Métodos.  
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4.5.3 Hidrólise de xilana pelo derivado xil-glioxil-agarose  

 

Estudou-se a liberação de açúcares redutores pela hidrólise enzimática de xilana. 

Quanto maior a temperatura, maior foi a taxa de hidrólise, assim como o rendimento final 

(Figura 69). O máximo aparecimento de açúcares redutores alcançado a 55°C, após            

140 horas, foi considerado como 100% de liberação. Assim, 80% e 90% de açúcares 

redutores foram obtidos após três e cinco horas de reação, respectivamente. Em 25°C, a 

hidrólise não chegou a alcançar o valor de 70%, mesmo em 140 horas. Não se verificou 

diferença entre o perfil de hidrólise em pH 5,0 e o em pH 7,0.  
 

 
 Figura 69 – Curso de hidrólise de xilana beechwood 1 % (m/v) pela xilanase imobilizada em glioxil-agarose, em 
diferentes temperaturas. (♦) 4°C; (■) 25°C; (▲) 55°C. Os experimentos foram realizados em pH 5,0.  

 

Uma vez que o derivado foi bastante estável a 60°C, verificou-se a possibilidade de 

reúso por dez ciclos de reação, até o ponto de 80% de hidrólise, a 55°C (Figura 70).  
 

 

 
Figura 70 – Ciclos consecutivos de hidrólise de xilana beechwood 1 % (m/v) pela xilanase imobilizada em glioxil-
agarose. Cada ciclo de reação foi interrompido após 3 horas, quando a liberação de açúcares redutores foi de 
aproximadamente 80%. Os experimentos foram realizados em pH 5,0 e a 55°C.  
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Nota-se que o comportamento de hidrólise da xilana não se alterou, mantendo toda 

a atividade após esses ciclos. 

Estudou-se a composição dos produtos de hidrólise, em diferentes graus de 

conversão, por HPAEC-PAD (Figura 71).  
 

 
Figura 71 – Cromatograma HPAEC-PAD do produto de hidrólise de xilana pelo derivado de xilanase de 
Streptomyces halstedii em glioxil-agarose. Após (A) 1 hora (38% de AR) e (B) 72 horas de hidrólise (100% de 
AR), a 55°C. 1) xilose, 2) xilobiose, 3) xilotriose, 4) xilotetraose, 5) xilopentose, 6) xilohexose e 7) outros 
xilooligossacarídeos com DP>6. 

 

A liberação de xilose foi mínima até a formação de 80% de açúcares redutores, a 

55°C. A esse grau de conversão, que aconteceu em três horas de reação, obteve-se uma 

mistura de 49% de XOS (de xilobiose a xilohexose), com 51% da xilana total hidrolisada 

(Tabela 20).  
 

Tabela 20 – Formação de xilooligossacarídeos, após hidrólise de xilana beechwood 4% (m/v), pelo derivado de 
xilanase de S. halstedii em glioxil-agarose 

T 
(°C) 

t 
(h) 

Açúcar 
redutor (%) 

% carboidratos totais (m/m) 
X1 X2 X3 X4 X5 X6 Outros XOS 

- - 4,4 
(Controle) 0,00 0,00 0,00 11,43 4,18 5,98 78,41 

4 
3 10,6 0,00 6,40 2,51 6,87 3,17 2,81 78,23 

48 32,9 0,34 19,73 8,90 5,84 3,11 2,10 59,98 
144 49,7 2,27 35,03 10,24 3,28 1,16 0,63 47,38 

25 
3 29,2 0,00 13,49 7,73 6,46 3,60 2,61 66,11 
8 48,3 0,39 20,58 9,96 6,20 3,35 2,24 57,28 

144 78,8 10,11 51,07 1,25 0,72 0,22 0,27 36,36 

55 

1 38,0 0,00 12,13 8,39 7,31 4,42 3,29 64,45 
2 63,6 0,21 17,18 11,17 7,32 4,46 3,01 56,65 
3 78,8 0,53 22,65 12,92 7,17 3,73 2,23 50,77 

72 100,0 10,82 56,07 0,96 0,40 0,23 0,24 31,28 
X1: xilose; X2: xilobiose; X3: xilotriose; X4: xilotetraose; X5: xilopentose; X6: xilohexose.  
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Após 140 horas, com 100% de liberação de açúcares redutores, 70% da xilana foram 

hidrolisados, com aparecimento de 10% de xilose e formação majoritária de xilobiose. 

Assim como verificado após a hidrólise da xilana pela xilanase I de A. niger 

imobilizada em glioxil-agarose, as menores temperaturas também favoreceram a formação 

de compostos com 1-2 unidades de xilose. Quando se aumenta a temperatura, a síntese de 

XOS com DP>3 é favorecida.  

 

4.6 Síntese dos resultados de imobilização 

 

Nas últimas décadas, as xilanases já foram imobilizadas por diversos métodos e em 

diferentes suportes (Tabela 1 - Introdução). No entanto, os fatores de estabilidade foram, de 

modo geral, menores que os verificados neste trabalho. A Tabela 21 resume alguns dados 

obtidos, com a imobilização das cinco xilanases em glioxil-agarose.  

Observaram-se os maiores fatores de estabilização quando a atividade recuperada foi 

menor. Esse comportamento é muito comum quando se trata de imobilização de enzimas, 

ou seja, o maior enrijecimento da estrutura terciária da enzima acarreta, inevitavelmente, 

pequenas alterações que comprometem sua atividade; no entanto, o ganho, em termos de 

estabilidade, acaba por compensar esse inconveniente.  

 

Tabela 21 – Atividade recuperada, rendimento de imobilização e fator de estabilização obtidos após 
imobilização das cinco xilanases 
Fonte da xilanase AR a (%) RI b (%) FE c 
Aspergillus niger 80 100 150 
Aspergillus versicolor 84 88 600 
Trichoderma longibrachiatum 95 95 90 
Thermomyces lanuginosus 90 90 12 
Streptomyces halstedii 65 95 300 
aAtividade recuperada; bRendimento de imobilização; cFator de estabilização.  
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5 CONCLUSÃO 

 

A xilanase de Aspergillus niger, estudada de forma mais aprofundada neste trabalho, 

apresentou interessantes propriedades, como a boa estabilidade até 55°C, a temperatura 

ótima também de 55°C e a indução por xilose. Além disso, o extrato bruto produzido com 

uso de pó de sabugo de milho como fonte de carbono não exibiu atividades de beta-

xilosidase, avicelase e carboximetilcelulase. A atividade enzimática foi inibida por íons Cu+2, 

Zn+2, Fe+3 e Hg+2, uma característica já observada em diversas xilanases, na literatura.  

Essa enzima foi purificada em uma simples etapa, por adsorção em suporte ativado 

com ácido iminodiacético e cobre. Na sequência, essa e outras quatro xilanases ― parcial ou 

totalmente purificadas ―, provenientes de diferentes fontes, foram imobilizadas e 

estabilizadas em suporte sólido de agarose ativada com grupos aldeídos.  

O fato de uma xilanase não se adsorver a suportes iônicos (por exemplo, as de A. 

niger e A. versicolor) pode indicar ausência de grupos com cargas ou, ainda, alto grau de 

glicosilação da proteína. A xilanase de A. niger foi purificada com grupos quelatos e 

imobilizada rapidamente em glioxil-agarose, sugerindo a presença de diversos resíduos de 

histidina e de lisina na superfície de sua estrutura terciária. A xilanase de Trichoderma 

longibrachiatum apresentou alta adsorção em SP-sepharose, o que não aconteceu em Q-

sepharose, possivelmente por a enzima possuir baixa densidade de aspartato e glutamato e 

maiores quantidades de aminoácidos básicos expostos. 

 Todas as enzimas estudadas imobilizaram-se de forma rápida em glioxil-agarose, com 

exceção da xilanase de Thermomyces lanuginosus. Sugere-se que há poucos resíduos de 

lisina na superfície dessa proteína. Não por coincidência, foi ela que apresentou o menor 

fator de estabilização após a imobilização. 

Comprovou-se, também, que alguns tratamentos simples, como a manutenção da 

enzima imobilizada por alguns períodos de tempo em pH 10,0, antes da redução com 

boroidreto de sódio, ampliou a estabilização. Por exemplo, a incubação por 20-24 horas, em 

pH 10,0, após a imobilização das xilanases de A. niger e A. versicolor em glioxil-agarose, 

gerou um derivado três vezes mais estável que o controle, sem incubação.  

Os rendimentos de imobilização obtidos foram altos, entre 88 e 100%, com boas 

atividades recuperadas. As duas enzimas comerciais (Trichoderma longibrachiatum e 
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Thermomyces lanuginosus) foram as que apresentaram os menores fatores de estabilização, 

sendo que, nas demais, este fator variou de 150 (A. niger) a 600 (A. versicolor).  

As xilanases oferecem vantagens na produção de XOS, frente aos demais métodos, 

pois não geram resíduos e atuam de forma específica em seu substrato, mesmo em sua 

forma solúvel. Imobilizada, a enzima pode conferir ao catalisador, além da estabilização, 

outros benefícios, confirmados neste trabalho:  

- aumento de até 10°C na faixa ótima da atividade enzimática; 

- possibilidade de reúso do catalisador por, pelo menos, 10 ciclos de reação; 

- controle do grau de polimerização, com retirada do catalisador no momento desejado; 

- obtenção de um produto mais puro, livre da enzima; 

- emprego do catalisador insolúvel em biorreatores, para produção de XOS, após hidrólise da 

xilana em temperaturas relativamente elevadas. 

As xilanases tiveram comportamentos distintos quanto ao modo de ação. Por 

exemplo, a de Thermomyces lanuginosus não apresentou produção de xilose, mesmo ao 

final da hidrólise. Com uso de outras (A. niger e S. halstedii), alterações na temperatura 

favoreceram maior ou menor produção de XOS com menor grau de polimerização. Assim, 

não apenas a fonte das xilanases, mas também as condições de hidrólise ― temperatura, pH 

e fluxo (em caso de emprego em reator) ―, interferem fortemente na obtenção do produto 

final desejado.  

As enzimas estudadas foram imobilizadas e estabilizadas com êxito, gerando 

catalisadores propícios para a econômica, eficiente e sustentável produção de 

xilooligossacarídeos nos diferentes setores industriais.  

 Futuros estudos envolvem a imobilização dessas enzimas em suportes 

heterofuncionais, com os quais se pode conseguir a união por diferentes regiões da 

proteína, obtendo-se derivados ainda mais ativos e estáveis. São necessários, também, 

novos experimentos que possibilitem a elucidação da estrutura terciária da xilanase de 

Trichoderma longibrachiatum, obtida comercialmente.  
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