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ENZIMA BIFUNCIONAL XILANASE-ESTERASE OBTIDA DO METAGENOMA DO 
LÍQUIDO RUMINAL 

 

 

RESUMO – A biomassa lignocelulósica, importante e estratégica fonte de 
energia renovável, é complexa e heterogênea. Para que ocorra a hidrólise enzimática 
desta matéria-prima é necessária a ação sinérgica de enzimas degradadoras de 
celulose, hemicelulose e lignina. As endo-β-xilanases, enzimas capazes de degradar 
a cadeia principal das xilanas, hemicelulose mais abundante, apresentam sua 
eficiência reduzida devido à presença de ramificações em sua estrutura, como por 
exemplo ligações éster com ácido ferúlico e cumárico, as quais podem ser degradadas 
por esterases. Uma alternativa para aumentar a eficiência seria a hidrólise simultânea 
destas ramificações e da cadeia principal, o que é possibilitado pelo uso de enzimas 
bifuncionais. O objetivo do trabalho foi prospectar e expressar uma xilanase-esterase 
obtida do metagenoma do líquido ruminal. A sequência da xilanase-esterase foi obtida 
com base na inferência de função por similaridade no metagenoma de rúmen. Foi 
realizada a amplificação da sequência do DNA metagenômico por PCR, a inserção 
em vetor pET28a e transformação em Escherichia coli BL21 (DE3). A purificação da 
enzima recombinante foi realizada utilizando a cromatografia de afinidade por íons 
metálicos imobilizados e filtração em gel no sistema AKTA. A atividade de endo-β-
xilanase foi verificada por zimograma contendo xylan from beechwood e a de esterase 
pela hidrólise do substrato de p-nitrofenil-éster. Os resultados demonstram a obtenção 
de uma enzima bifuncional (xilanase-esterase), ativa para ambos os substratos, 
resistente ao NaCl e solventes orgânicos (etanol, metanol, propanol e DMSO), com 
potencial para aplicação na degradação de biomassa lignocelulósica.  

  

 
 
Palavras-chave: enzimas, biotecnologia, genética microbiana  
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BIFUNCTIONAL XYLANASE-ESTERASE ENZYME OBTAINED FROM THE 

RUMINAL LIQUID METAGENOME 

 

 

ABSTRACT – Lignocellulosic biomass, an important and strategic source of 
renewable energy, is complex and heterogeneous. For the enzymatic hydrolysis of this 
raw material to occur, it needs the synergistic action of cellulose, hemicellulose and 
lignin degrading enzymes. The endo-β-xylanases, enzymes capable of degrading the 
main chain of xylans, the most abundant hemicellulose, have their efficiency reduced 
due to the presence of branches in their structure, such as ester bonds with ferulic and 
cumaric acid, which can be degraded by esterases. An alternative to increase 
efficiency would be the simultaneous hydrolysis of these branches and the main chain, 
which is possible using bifunctional enzymes. The aim of this work was to prospect 
and express a xylanase-esterase achieved by metagenome from the rumen fluid. The 
xylanase-esterase sequence was obtained based on the inference of function by 
similarity in the rumen metagenome. The amplification of the metagenomic DNA 
sequence by PCR was realized, insertion into vector pET28a and transformation into 
Escherichia coli BL21 (DE3) were made. The purification of the recombinant enzyme 
was performed using affinity chromatography for immobilized metal ions and gel 
filtration in the AKTA system. The endo-β-xylanase activity was verified by zymogram 
containing xylan from beechwood and esterase activity by the hydrolysis of the 
substrate of p-nitrophenyl ester. The results demonstrate the obtaining of a bifunctional 
enzyme (xylanase-esterase), active for both substrates, resistant to NaCl and organic 
solvents (ethanol, methanol, propanol and DMSO), with potential for application in the 
degradation of lignocellulosic biomass. 

 
 

 

Keywords: enzymes, biotechnology, microbial genetics 
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1. INTRODUÇÃO 

 

 

A biomassa lignocelulósica, importante e estratégica fonte de energia 

renovável, possui grande interesse econômico, pois é a matéria-prima mais 

abundante em todo mundo, e pode ser utilizada para a produção de biocombustíveis 

e diversos bioprodutos (Sharma, Xu e Qin, 2019). A biomassa é composta de altos 

teores de celulose, hemicelulose e lignina, a complexa ligação entre eles confere 

recalcitrância nativa à ação das enzimas, inviabilizando a solubilização e o 

aproveitamento destes compostos (Sun et al., 2016).  

A conversão da biomassa lignocelulósica é complexa e requer tratamentos, os 

quais podem ser físicos, químicos, enzimáticos ou uma combinação dos mesmos 

(Kumar, Gautam e Dutt, 2016; Sun et al., 2016). A utilização das enzimas nos pré-

tratamentos é uma estratégia ecologicamente viável e que possibilita altos 

rendimentos e produtos mais puros (Lee, Hamid e Zain, 2014; Menon e Rao, 2012; 

Sun et al., 2016), desta forma, ressalta-se a necessidade de caracterizar novas 

enzimas bem como identificar a diversidade funcional destas biomoléculas.  

A xilana, a hemicelulose mais abundante na natureza, contém principalmente 

resíduos β-D-xilopiranosil ligados por ligações glicosídicas β(1→4), algumas possuem 

ramificações em suas estruturas como L-arabinofuranosil, 4-O-metilglucurônicos 

ligados por ligações α-1,2 e α-1,3, além de ligações éster com o ácido cumárico e 

ferúlico (Beg et al., 2001). A biodegradação das xilanas envolve a ação sinérgica de 

várias enzimas hidrolíticas, as que atuam nas ramificações (acetil xilana esterease, α-

D-glucoronidase, α-L-arabinofuranosidase), e as que atuam na cadeia principal (endo-

1,4-β-xilanases EC 3.2.1.8 e β-xilosidase, EC 3.2.1.37) (Collins, Gerday e Feller, 

2005).  

As endo-1,4-β-xilanases são responsáveis pela clivagem randômica do 

esqueleto da xilana, nas ligações glicosídicas β(1→4) (Beg et al., 2001), são 

principalmente classificadas no grupo das glicosil-hidrolases (GHs) do banco de dados 

“The Carbohydrate-Active Enzymes database” (CAZy, http://www.cazy.org/) (Lombard 

et al., 2014), nas famílias GH10 e GH11 devido à alta homologia das sequências de 

aminoácidos e domínios catalíticos (Basu, Kumar e Shukla, 2017). Além da 

http://www.cazy.org/
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degradação de hemicelulose, as xilanases são amplamente utilizadas em processos 

como a sacarificação, processamento de sucos de frutas, produção de papel (Alokika 

e Singh, 2019), produção de etanol de segunda geração (Beg et al., 2001), produção 

de xilo-oligossacarídeos (Freitas, de, Carmona e Brienzo, 2019) e obtenção do xilitol 

(Venkateswar Rao et al., 2016). 

As esterases são um grupo de hidrolases que realizam a clivagem de ligações 

éster, e podem ser aplicadas em diferentes setores industriais como na síntese de 

poliéster (Yu et al., 2012) e na despolimerização de poliéster e ácido poliático (Sood 

et al., 2018). Sua utilização também pode estar relacionada com a despolimerização 

de hemiceluloses, pensando sem seus radicais éster (ácido ferúlico e cumárico), 

proporcionando maior rendimento de açúcares fermentáveis.  

A ação destas enzimas individualmente podem compor coquetéis enzimáticos 

para a hidrólise de biomassas ricas em hemicelulose, embora também possam ser 

encontradas enzimas bifuncionais, caracterizadas por apresentar capacidades 

distintas em uma mesma cadeia polipeptídica (Vrzheshch, 2007). Na era da big data, 

os recursos metagenômicos disponíveis em bancos de dados são valiosos para a 

mineração e descoberta de novas enzimas (Madhavan et al., 2017), possibilitando 

explorar a diversidade de ambientes que outrora não poderia ir além dos métodos 

convencionais de cultivo. Neste sentido, explorar os eficientes na conversão da 

lignocelulose, como o rúmen (Deusch et al., 2017; Gruninger et al., 2016; Ogunade et 

al., 2019), possibilita a identificação de novas enzimas, incluindo xilanases, esterases 

e até mesmo enzimas bifuncionais.  

O objetivo deste estudo foi a obtenção e expressão de uma xilanase com 

características desejáveis para a aplicação na hidrólise de biomassa lignocelulósica, 

a partir da mineração de dados metagenômicos do rúmen.  



44 

 

7. CONCLUSÃO 

 

 

Um novo gene que codifica a enzima bifuncional xilanase/esterase foi 

prospectado no metagenoma de rúmen, clonado, expresso e purificado. A 

caracterização in vitro desta demonstrou ser ativa em faixa de pH de 5 a 6,5 ser 

estável nas temperaturas entre 35-50ºC, independe de íons metálicos, com tolerância 

ao NaCl e a solventes orgânicos nas concentrações testadas.  
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